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Resumen

En este trabajo se describe la carga ectoparasitaria del murciélago vampiro Desmodus
rotundus en el estado de Yucatan y la busqueda de secuencias virales en dipteros
hematofagos. El esfuerzo de campo involucré la busqueda de potreros en 11 municipios
del estado (diciembre de 2012 a diciembre de 2013, con un esfuerzo de colecta
bimensual) pertenecientes a tres zonas del estado (zona ganadera, zona metropolitana y
zona henequenera). Se capturaron un total de 162 murciélagos vampiros mediante redes
de niebla para la extraccion de dipteros hematdéfagos asociados in situ; de estos
murciélagos, 62 fueron sacrificados (SGPA/DGBS/02748/13), colocados en bolsas de
polietilieno para su congelacion y revision bajo microscopio estereoscopico para la
obtencion de la carga parasitaria total. Los dipteros destinados para busqueda de huellas
moleculares se conservaron en RNAlater®.

Se identificaron 2698 acaros de las familias: Argasidae, Ixodidae, Spinturnicidae,
Macronyssidae, Trombiculidae, Leewenhoekiidae, Myobiidae y Cheyletidae. Los
murciélagos vampiros presentaron una riqueza de 18 especies de acaros distribuidas en
dos zonas estudiadas, zona ganadera y zona metropolitana. Se obtuvo la prevalencia,
intensidad media, abundancia media e intensidad mediana para los parasitos mas
abundantes. Al comparar las prevalencias de la zona metropolitana y la ganadera, no se
encontraron diferencias significativas para Radfordiella desmodi, Ornithodoros
yumatensis, Perissopalla ipeani, Periglischrus herrerai y Eudusbabekia arganoi (especies
mas abundantes). Sin embargo, se reporta un nuevo registro para el murciélago y para el
pais de las especies Euchoengastia anops y P. ipeani. En el caso de Leptotrombidium
panamense se considera un nuevo registro para D. rotundus, y en  Speleocola davisi
para el estado de Yucatan.

Se obtuvieron 1236 dipteros hematdéfagos de las especies Strebla wiedemanni vy
Trichobius parasiticus (Streblidae), encontrandose T. parasiticus en mayor abundancia en
la zona ganadera (p<0.005). Se procesaron 992 mosquitas hematéfagas para la
busqueda experimental de secuencias viricas (gen L-polimerasa) por medio de PCRs
anidadas. Las familias estudiadas fueron: Arenaviridae (género Arenavirus y Clado B),
Togaviridae (género Alphavirus), Filoviridae, Flaviviridae (género Flavivirus), Bunyaviridae
(género Phlebovirus) y Rhabdoviridae (grupo Dimarhabdovirus) en mosquitas
hematdfagas.

El lote perteneciente a la localidad Rancho Chen-Delgado del municipio Buctzotz, Yucatan

dio positivo al grupo Dimarhabdovirus. Tras la secuenciacion de la muestra, la



comparacion con las bases de datos sugieren un Vesiculovirus con un 81% de similitud al
virus Jurona. El analisis del resto de las familias fue negativo en todas las muestras
excepto en una que dio positiva a Arenavirus; sin embargo, la secuenciacion del
fragmento amplificado no permitié la comparacion con bases de datos disponibles.
Estudios mas amplios son necesarios para el aislamiento y caracterizacion de este

posible Vesiculovirus.



Abstract

This study describes the ectoparasitic load of common vampire bat Desmodus rotundus in
Yucatan state and the search for viral sequences in hematophagous bat flies. Field work
was carried out in paddocks of 11 municipalities from december 2012 to december 2013
(approximately every two months) belonging to three diferent areas of the state (cattle
area, metropolitan area and henequen area). A total of 162 vampire bats were captured
using mist nest and the associated bat flies were extracted in situ. Sixty-two bats were
sacrificed (SGPA/DGBS/02748/13), putting in polyethylene bags for the posterior
examination under stereoscopic microscope and the search of the remaining
ectoparasites. The ectoparasites for taxonomy were conserved in 80% alcohol and the
bat flies for molecular analysis in RNAlater®.

A total of 2698 mites were identified belonging to the families: Argasidae, Ixodidae,
Spinturnicidae, Macronyssidae, Trombiculidae, Leewenhoekiidae, Myobiidae and
Cheyletidae. The richness in this bat's populations was 18 species of acarines in
metropolitan area and cattle area. There were no significative diferences between
prevalence, mean intesity, mean abundance and median intensity for Radfordiella
desmodi, Ornithodoros yumatensis, Perissopalla ipeani, Periglischrus herrerai and
Eudusbabekia arganoi (the most abundance species). Nevertheless, Euchoengastia
anops and P. ipeani are new records for the country and for the bat, Leptotrombidium
panamense is a new record for D. rotundus and Speleocola davisi is a new record for
Yucatan.

A total of 1236 bat flies were collected belonging to the species Strebla wiedemanni and
Trichobius parasiticus (Streblidae). The mean abundance and mean intensity were
significative higher for T. parasiticus (p<0.005) in cattle area compare with metropolitan
area and henequenera area. Besides, 992 bat flies were processed for the search of viral
sequences (L-polimerase gen) with nested PCRs. The search comprised 6 families of
viruses: Arenaviridae (genus Arenavirus y B Clade), Togaviridae (genus Alphavirus),
Filoviridae, Flaviviridae (genus Flavivirus), Bunyaviridae (genus Phlebovirus) vy
Rhabdoviridae (Dimarhabdovirus group) in bat flies.

The bat flies belonging to Chen-Delgado Ranch (Butzotz municipality) were positive to
Dimarhadovirus. After the sequenciation of the fragment and consequent comparation with
data bases, the data suggest the presence of a Vesiculovirus with 81% similaritie to
Jurona virus. The analysis of the other families was negative except for one positive to the

Arenaviridae but the sequence obtained was not comparable with the data bases. More
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studies are requiered for the isolation and caracterization of this novel Vesiculovirus.
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l. Introduccion

I. 1. Chiroptera

El orden Chiroptera es el segundo orden de mamiferos mas grande en numero de
especies. Se han registrado 176 géneros a nivel mundial, particularmente en América
Neotropical se tienen representadas a 10 familias de murciélagos con cerca de 240
especies (Ceballos et al., 2002). En México estan representadas 8 familias:
Emballonuridae, Noctilionidae, Mormoopidae, Molossidae, Natalidae, Thyropteridae,
Vespertilionidae y Phyllostomidae. El orden se caracteriza por habitos nocturnos o
crepusculares y su actividad temporal y espacial es influida por factores ambientales
como la disponibilidad de alimento y el clima (Ceballos & Oliva, 2005).

Debido a su abundancia, los quirépteros participan significativamente en la
estructura y funcion de los ecosistemas, al ser consumidores de grandes cantidades de
insectos, asi como polinizadores de diversas plantas. La diversidad de los sitios de refugio
es de consideracion, e incluyen follaje, oquedades de arboles, minas y construcciones
abandonadas, y cuevas. Los patrones de reproduccion tienen estrecha relacién con la
disponibilidad de alimento, pudiéndose reproducir en distintas épocas del afio (Ceballos &
Oliva, 2005).

I. 2. Subfamilia Desmodontinae

La subfamilia Desmodontinae (Phyllostomidae) esta formada por tres especies de
murciélagos que se alimentan de sangre, siendo Desmodus rotundus la mas abundante
en México, Centro y Sudamérica. Este murciélago se distribuye en sitios humedos y
calidos desde el norte de Tamaulipas y Sonora hasta Argentina y Chile (Villa, 1967;
Greenhall et al., 1983) (Fig. 1a). Diphylla ecaudata y Diaemus yongii se alimentan con
sangre de aves, mientras que D. rotundus se alimenta basicamente con sangre de
mamiferos. El vampiro comun posee una rostro reducido para soportar el gran tamano de
los incisivos superiores, que son particularmente filosos (Fig. 1b) (Villa, 1967; Greenhall et
al., 1983).

Los murciélagos vampiros son seres gregarios, pudiéndose encontrar en colonias
de hasta 300 individuos (Fig. 1c). La distribucién depende fuertemente de las condiciones
climaticas, prefiriendo temperaturas de 22° C en promedio, asi como humedades de
alrededor de 46%, ademas de la disponibilidad de alimento. Estas colonias no estan

constituidas por los mismos individuos todo el tiempo, es decir, los integrantes se



intercambian con otros refugios (de hasta 10 km a la redonda) pero mantienen estable el

numero total de la colonia (Villa, 1976).

I. 3. Ectoparasitos de murciélagos

Los murciélagos en general representan uno de los grupos mas importante como
reservorio de zoonosis virales, enfermedades transmitidas por via natural entre animales
vertebrados y el hombre (Li et al., 2010). Ademas son huéspedes de un gran numero de
ectoparasitos (acaros, garrapatas, pulgas y mosquitas hematéfagas).

Los principales ectoparasitos que se han encontrado en murciélagos mexicanos
(especificamente en D. rotundus) comprenden a los acaros de las familias: Argasidae,
Ixodidae, Spinturnicidae, Macronyssidae, Trombiculidae, Leeuwenhoekiidae, Myobiidae,

Cheyletidae y los dipteros de la familia Streblidae (Whitaker & Morales-Malacara, 2005).

I. 3. 1. Familia Argasidae

Mejor conocidas como “garrapatas suaves”, no presentan escutelo en las ninfas y
adultos. Las hembras y los machos son muy similares. Sus habitos son parecidos a las
chinches de cama, se esconden durante el dia (0 en la noche en el caso de los
murciélagos) y salen a alimentarse en varios periodos cortos de tiempo. Las larvas se
adhieren a los huéspedes por varios dias. Por esta razon este estadio es encontrado en
los murciélagos y las claves taxondmicas disponibles son principalmente de estadios
larvales. Existen alrededor de 175 especies de garrapatas en el mundo, y la gran mayoria
estan especializadas para alimentarse de animales que suelen regresar a los mismos
refugios. Debido a la estacionalidad de sus huéspedes, las garrapatas pueden mantener
periodos de metabolismo bajo para conservar la energia entre cada ciclo de alimentacion
(Whitaker & Morales-Malacara, 2005).

l. 3. 2. Familia Ixodidae

En esta familia (también llamadas “garrapatas duras”) se presenta dimorfismo
sexual entre hembras y machos. Ambos presentan un escutelo dorsal, el cual se extiende
en toda la parte dorsal en los machos. En las hembras cubre solo la parte anterior del
dorso, permitiendo de esta manera la expansion del idiosoma después de la toma de
sangre. Las larvas y las ninfas de estas garrapatas se alimentan de sangre una vez en
cada estadio, mientras que las hembras adultas toman una gran cantidad de sangre antes

de poner los huevos. Se mantienen adheridas a sus huéspedes por largos periodos de



tiempo, incluso semanas (Whitaker & Morales-Malacara, 2005).

I. 3. 3. Familia Spinturnicidae

Los acaros espinturnicidos son artropodos conspicuos, de un tamafo cercano a un
milimetro y sus estados ninfales y machos presentan una forma similar a una estrella. Su
idiosoma es deprimido y con patas y ufias muy fuertes, ademas de presentar una
adaptacion de viviparismo para asegurar el nacimiento de las crias. Todos los estadios
son hematofagos y son considerados ectoparasitos permanentes de murciélagos,
habitando principalmente la membrana alar y el uropatagio. Se han registrado alrededor

de 24 especies en Norteamérica (Whitaker & Morales-Malacara, 2005).

I. 3. 4. Familia Macronyssidae

Los macronisidos son otra familia de &acaros mesostigmados de un tamafo
distintivo, un poco menor que los de la familia anterior, ya que algunas especies se puede
observar sin la necesidad del microscopio. Por lo general estos parasitos llegan a ser
temporales, ya que parte de su vida la pasan en el refugio de sus huéspedes. Sélo
algunas pocas especies se consideran como parasitos permanentes. Muchas de las
especies se han registrado en quirdpteros, y algunas cuantas en roedores. Estos registros
en su mayoria pertenecen a mamiferos de Norteamérica (Whitaker & Morales-Malacara,
2005).

l. 3. 5. Familia Trombiculidae

Las larvas de esta familia parasitan todos los vertebrados terrestres, anfibios, reptiles,
aves y mamiferos. Las ninfas y los adultos son de vida libre y pueden encontrarse en
diversos sustratos. Los trombiculidos tienen una gran diversidad, representando el 80%
de los 236 géneros de “chiggers” (término que engloba a las familias Trombiculidae y
Leewenhoekiidae). Las caracteristicas morfologicas de esta familia son la ausencia de
estigmas verdaderos, y tubos traqueales, y la presencia de 1 seda anteromediana en el
escudo prodorsal. A la fecha, se registran alrededor de 129 especies de esta familia en
México (Whitaker & Morales-Malacara, 2005).

l. 3. 6. Familia Leeuwenhoekiidae

Los acaros de esta familia también presentan un amplio rango de huéspedes,

especialmente anfibios, algunos reptiles y pocas aves, en el caso de los mamiferos tienen



mayor afinidad por los murciélagos. La diversidad de esta familia se engloba en 33
generos registrados. Se han encontrado 15 especies en mamiferos en México,

especialmente el género Whartonia en quirdpteros (Whitaker & Morales-Malacara, 2005).

I. 3. 7. Familia Myobiidae

Todos los acaros de esta familia son parasitos de mamiferos, principalmente en
marsupiales, insectivoros, roedores y murciélagos. Una caracteristica evidente en este
grupo de parasitos es que el primer par de patas esta modificado para asirse del pelo; los
queliceros son pequefios y de tipo estilete. Poseen unas largas sedas en la region caudal
del idiosoma, préximas una a otra en los machos, y separadas en las hembras. En México

se registran 27 especies en mamiferos (Whitaker & Morales-Malacara, 2005).

I. 3. 8. Familia Cheyletidae

La mayoria de estos acaros son depredadores de vida libre, pero algunos estan
asociados ocasionalmente con mamiferos, ya sea como organismos foréticos o parasitos
facultativos. Se caracterizan por presentar el complejo uia-tibial-tarso muy desarrollado y
con sedas tarsales plumosas en forma de peine y con queliceros estiletiformes, con un
peritrema en el borde antero-doral del gnatosoma, con forma de collar de perlas. En

México se registran cuatro especies (Whitaker & Morales-Malacara, 2005).

I. 3. 9. Familia Streblidae

Los dipteros de esta familia son abundantes en las regiones tropicales del Viejo y
Nuevo Mundo y son exclusivas de quirépteros. Los murciélagos pueden presentar mas de
una especie, y la coexistencia puede darse debido a la especializacion para alimentarse
en distintas zonas del cuerpo. Dicha especializacién se ve reflejada en el tamafo y la
estructura de las mosquitas hematofagas. Pueden presentar alas, alas reducidas o
ausencia de ellas, asi como patas elongadas para abrirse camino entre el pelaje del
murciélago (Whitaker & Morales-Malacara, 2005).

En la tabla 1 del Apéndice se puede encontrar una descripcion mas detallada de
los registros de ectoparasitos de D. rotundus en Latinoamérica.

Dada la larga asociacion entre ectoparasitos y murciélagos, que ha favorecido la
extrema especializacion, se han sugerido estas relaciones como una herramienta
adicional para la identificacién taxondmica de los murciélagos e inclusive ser indicativos

de lineas filogenéticas comunes. Los estudios taxondmicos, asi como de riqueza y



abundancia de los parasitos, ha ayudado a explicar muchos fendmenos biolégicos de los
huéspedes como historia evolutiva, migracién, biogeografia y coevolucion. Por ello, es
posible utilizar a los parasitos como indicadores o marcadores ecoldgicos e inferir
relaciones coevolutivas (Baker & Craven, 2003).



a) Distribucion en América de D. rotundus b) D. rotundus

Figura 1. Distribuciéon de Desmodus rotundus.

a) D. rotundus se distribuye desde el norte de
México hasta parte de Chile y Argentina.

b) El murciélago vampiro comin posee un par de
incisivos bien desarrollados, con el extremo distal en
forma de cincel. La longitud de la cabeza y cuerpo

no es mayor a 90 mm, el pelaje con varios matices

de color café; el hocico corto y coénico; nostrilos
abiertos a lo largo de la hoja nasal, en forma de
herradura; membrana interfemoral corta, sin cola
(Villa, 1967; Greenhall et al., 1983).

¢) Son organismos gregarios, pudiendo alcanzar
colonias de varios cientos individuos, esto permite
una mayor posibilidad de intercambio de

ectoparasitos (Villa, 1967).

’?
-
Tomado de Johnson et al, 2014 Tomado de Johnson etial, 2014 * 4




I. 4. Virus en murciélagos e insectos hematégafos

Los murciélagos tienen una gran distribucion y habitos migratorios, lo que provee
una buena oportunidad de dispersion de patégenos a grandes distancias (Messenger et
al., 2002). Estos patrones y las altas concentraciones de individuos en los sitios de refugio
permiten el intercambio de virus o variantes virales intra e inter especies de murciélagos
(Calisher et al., 2006). Se ha demostrado que la estructura espacial del paisaje y la
dispersién de individuos huésped no solo afecta la dinamica huésped-parasito sino
también la dispersion de genes de resistencia contra los parasitos. En otras palabras,
altos niveles de conectividad (entre ambientes fragmentados o perturbados) aumentan la
probabilidad de transmision de patdégenos pero también de dispersién de los alelos de
resistencia de los huéspedes hacia los mismos parasitos (Altizer et al., 2003).

Mas de 80 especies de virus han sido aislados de murciélagos, en los que
destacan por su presencia también en humanos y en insectos, las familias Togaviridae
(Thompson et al., 2014), Flaviviridae (Aguilar-Setién et al., 2008; Machain-Williams et al.,
2013; Sotomayor-Bonilla et al., 2014), Bunyaviridae, Filoviridae (Calisher et al., 2006,
Rhabdoviridae (Aguilar-Setién et al., 2005) y Arenaviridae. Estas familias contienen virus
de importancia médica actual como Hanta, Marbug, Ebola, SARS, Dengue, Rabia, entre

otros.

l. 4. 1. Familia Arenaviridae

Estos virus reciben su nombre de la apariencia arenosa de los ribosomas
celulares. Contienen un genoma segmentado en dos fragmentos de RNA lineal. La mayor
parte tiene sentido negativo pero unas pequefias porciones de cada fragmento codifican
de manera positiva (Walker, 2000). Los arenavirus que tienen importancia en América
pertenecen al Clado B (virus Guanarito, virus Junin, virus Mapucho y virus Tacaribe) que
ocasionan fiebres hemorragicas (Carballal et al. 1987; Cogswell-Hawkinson et al. 2012;
Tesh et al. 1994). A diferencia con otros miembros de esta familia, que se aislaron de
roedores, el virus Tacaribe' (TCRV) fue aislado originalmente de murciélagos frugivoros
(Downs et al., 1963; Price, 1978); ademas se encontraron anticuerpos contra TCRV en

Sturnira lilium, Platyrrhinus helleri y D. rotundus (Price, 1978) (Apéndice, Tabla 3).

1 Los virus marcados en negritas se muestran en la tabla 3 (Apéndice) junto con las especies de murciélagos y artrépodos
de los que fueron aislados.



l. 4. 2. Familia Bunyaviridae

Son el grupo mas grande de los arbovirus. Son circulares con tres nucleocapsides.
Cada una contiene un segmento de RNA de una sola cadena de sentido negativo
(Walker, 2000). Contiene 5 géneros: Tospovirus (infectan plantas), Hantavirus, Nairovirus,
Phlebovirus y Orthobunyavirus (Bowen et al. 2001; Weidmann et al., 2003). Los virus mas
importantes en salud publica no solo son transmitidos por mosquitos también por
flebotomos y posiblemente por chinches hematéfagas (Elliott & Blakqori, 2011). Dentro de
este grupo, 60 virus causan enfermedades en humanos, principalmente los géneros
Orthobunyavirus y Phlebovirus. El virus Bwamba es transmitido por mosquitos de las
especies Aedes furcifer, Anopheles coustani, Anopheles funestus, Anopheles gambiae y
Mansonia uniformis (Lee et al. 1974; Lutwama et al., 2002 ). En la actualidad, este virus
es endémico en paises africanos (Lutwama et al., 2002). En estudios de laboratorio, este
virus mostré infectividad en Myotis lucifugus por diversas vias (Reagan et al., 1955). El
virus Kaeng Khoi fue originalmente aislado de Chaerephon plicata y Taphozous theobaldi
en Asia (Hutson et al. 2001 ). En 1976 y 2003, el virus se encontré en C. plicata en
Tailandia y por primera vez en Cambodia (Williams et al., 1976; Osborne et al., 2003).
Williams et al., (1976) también encontrd este virus en chinches hematdéfagas (Stricticimex
parvus y Cimex insuetus) que habitan en cuevas junto con otros artropodos hematofagos
que también se alimentan de humanos. Hasta la fecha se desconoce los sintomas en
humanos y murciélagos (Osborne et al., 2003). Otros dos virus pertenecientes a esta
familia han sido aislados en murciélagos, los virus Cati y Guama4, y se conoce que son
transmitidos por mosquitos de género Culex (Loscher & Burchard, 2008). ElI género
Phlebovirus se distribuye en Africa, Asia, Norte y Sudamérica (McMullan et al., 2012).
Muchos flebovirus son transmitidos por mosquitos y garrapatas. El virus Rift Valley es
principalmente transmitido por mosquitos del género Aedes y Culex, asi como
potencialmente por fleb6tomos (Dohm et al., 2000; Fontenille et al., 1998 ; Pepin et al.,
2010). Se propone a los murciélagos Micropteropus pusillus, Epomops franqueti,
Hipposideros abae, H. caffer, Miniopterus schreibersii y Glauconycteris argentata como
posibles reservorios de este virus (Calisher et al., 2006). El virus Toscana ha sido
relacionado con murciélagos y fue aislado por primera vez en Phlebotomus perniciosus en
la region del Monte Argentario (Toscana) (Cusi et al., 2010; Valassina et al., 2003). El

papel de los murciélagos como reservorios no ha sido determinado (Apéndice, Tabla 2).



l. 4. 3. Familia Filoviridae

Los virus de esta familia tienen una nucleocapside con una sola cadena de RNA
en sentido negativo (Walker, 2000). Los filovirus causan una serie de enfermedades
hemorragicas (a veces letales) en humanos y en primates. El virus Marburg ha sido
detectado en Rousettus aegyptiacus, Rhinolophus eloquens (Swanepoel et al., 2007) y
Miniopterus inflatus (Towner et al., 2009). En el caso del virus Ebola, se aisl6 de
Hypsignathus monstrosus, Epomops franqueti y Myonycteris torquata (Leroy et al., 2005;
Swanepoel et al., 1996). Esto ha permitido establecer una relacion con los murciélagos y
que los virus circulan en la naturaleza gracias a estos mamiferos. Recientemente, se aisl6
el filovirus Lloviu durante la investigacion de muertes de murciélagos en Espana
(Negredo et al., 2011). Los murciélagos han presentado asociacion con varios filovirus, y
al compartir diversas fuentes de alimento con humanos y primates no humanos permite el
contacto y la posibilidad de cambio de huésped de dichos virus. Es aqui donde recae la
importancia del monitoreo y vigilancia epidemiolégica en zonas como Africa, Asia y
Europa. Hasta el momento no se han identificado vectores para alguno de estos filovirus
(Apéndice, Tabla 2).

l. 4. 4. Familia Flaviviridae

Los flavivirus tienen forma icosaédrica con cubierta y de alrededor de 40 a 50 nm
de diametro. En la cubierta posee glicoproteinas y la nucloeocapside contiene una sola
cadena de RNA de sentido positivo (Walker, 2000). Esta familia esta dividida en 3
géneros: Pestivirus, Hepacivirus y Flavivirus (Cook & Holmes, 2006). El género Flavivirus
es de suma importancia ya que contiene virus que potencialmente causan enfermedad en
humanos y murciélagos y pueden ser transmitidos por insectos hematofagos. El virus
Dengue se ha detectado en zonas tropicales y subtropicales alrededor del mundo. Los
principales vectores son: Aedes aegypti y Ae. albopictus. De manera hipotética, los
murciélagos insectivoros pueden infectarse via oral con mosquitos infectados mientras
que los murciélagos frugivoros por picadura de mosquitos (Aguilar-Setién et al. 2008).
Ademas se ha detectado RNA viral en Carollia perspicillata en Guyana Francesa (de
Thoisy et al., 2009) y en quirépteros de los géneros Artibeus, Uroderma y Myotis (Platt et
al., 2000). El virus llheus (ILHV) se ha aislado de mosquitos del género Ochlerotatus,
Psorophora (da Silva Azevedo et al. 2010), Culex, Haemagogus, Sabethes vy
Trichoprospon (Venegas et al. 2012). Se han encontrado anticuerpos contra este virus en

murciélagos, lamentablemente sin conocer cuales especies eran afectadas (Price, 1978;



da Silva Azevedo et al., 2010). El virus de la Encefalitis japonesa (JEV) puede infectar a
un amplio rango de vertebrados como humanos, animales domésticos, murciélagos,
reptiles, y anfibios (Ravanini et al., 2012). Los principales vectores parecen ser especies
del género Culex (Nabeshima et al., 2009 ; Van der Hurk et al., 2009a), Mansonia,
Anopheles y Ochlerotatus (Mackenzie et al., 2006; Van der Hurk et al., 2009b). El virus fue
aislado de Miniopterus schreibersii y Rhinolophus cornutus (Sulkin et al., 1970) y los
murciélagos que presentaron anticuerpos contra JEV fueron Myotis mystacinus,
Pipistrellus abramus, Plecotus auritus, Vespertilio superans, Myotis macrodactylus y M.
nattereri bombinus (Banerjee et al., 1984). El ciclo del virus de la Encefalitis de St. Louis
(SLEV) se mantiene principalmente entre aves y mosquitos pero evidencia serolégica
también ha sido encontrada en caballos, ganado y cabras (Calisher, 1994; Spinsanti et al.,
2003), asi como la presencia de anticuerpos en Eptesicus fuscus y Myotis lucifugus
(Bunde et al., 2006). Los principales vectores en EUA son: Culex. tarsalis, Cx. nigripalpus
y Cx. quinquefasciatus (Reisen, 2003). El ciclo del virus West Nile (WNV) es mantenido
en la naturaleza entre aves y mosquitos (Mackenzie et al., 2004). Los principales vectores
son mosquitos de los géneros Culex y Aedes (Campbell et al.,, 2002). Los registros en
quiropteros son: Rousettus aegyptiacus en Uganda e Israel (Bunde et al., 2006 ),
Rousettus leschenaultia en India, Tadarida brasiliensis (Davis et al., 2005), Eptesicus
fuscus y Myotis lucifugus en New York (Bunde et al., 2006). El virus de la Fiebre Amarilla
causa una enfermedad hemorragica y es endémica de areas tropicales de América Latina
y Africa (WHO, 2000). La transmisién depende de mosquitos de la familia Culicidae (Ellis
& Barrett, 2008). En el este de Africa este virus circula en murciélagos de los géneros
Rousettus y Eidolon (Simpson & O’Sullivan 1968). El virus Zika se ha aislado de Aedes
africanus (Simpson, 1964), Ae. aegypti, Ae. africanus, Ae. furcifer, Ae. luteocephalus vy
Ae. vittifer (Dick, 1952; Haddow et al., 1964; Hayes, 2009; Marchette et al., 1969). La
infeccion experimental se ha comprobado en Myotis lucifugus, sin embargo, no se han

registrado infecciones naturales en murciélagos (Reagan et al., 1955) (Apéndice, Tabla 2).

l. 4. 5. Familia Rhabdoviridae

Cada virién contiene una sola cadena de RNA de negativo. Se han descrito mas
de 150 rabdovirus transmitidos por artrépodos, presentando un amplio rango de
huéspedes (Walker, 2000). Se dividen en once géneros, siendo los géneros
Vesiculovirus, Lyssavirus los que se presentan en quiropteros

(http://www.ictvonline.org/virusTaxonomy.asp). El virus de la Rabia es endémico de
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América y se transmite por la mordedura de un animal enfermo (el ciclo citadino
representado por los perros y el ciclo silvestre por los murciélagos). En México,
Desmodus rotundus presenta impacto econémico y en salud publica al ser el principal
reservorio natural de la rabia, registrando hasta 15, 000 casos de rabia paralitica al afio
(Aguilar-Setién et al., 2002) (Apéndice, Tabla 2).

l. 4. 6. Familia Togaviridae

Son virus icosaédricos con cubierta que poseen una sola cadena de RNA de
sentido positivo (Walter, 2000). Esta familia consta de dos géneros: Alphavirus y
Rubivirus. Todos los togavirus de importancia médica transmitidos por vectores
pertenecen al género Alphavirus (Laine et al., 2004). El virus de la Encefalitis Equina
Occidental ha sido aislado de caballos (Johnson, 1964), aves paserinas y domésticas
(Eklund,1954), estas dos ultimas mantienen el ciclo zoonético junto con los mosquitos. El
principal vector es Culex tarsalis (Hardy et al., 1978), en segundo plano estan Aedes
campestris, Ae. dorsalis y Ochlerotatus melanimon (Zacks & Paessler, 2010). Anticuerpos
contra este virus han sido aislado de quirdpteros: Artibeus jamaicensis (McLean et al.,
1979) y Artibeus lituratus (Ubico & McLean, 1995). El virus Sindbis (SINV) fue aislado de
Culex pipiens y Cx. univittatus (Jost et al., 2010; Kurkela et al., 2008), Cx. torrentium,
Culiseta morsitans y Ochlerotatus spp. (Hubalek, 2008). El virus fue aislado de 6rganos
de los murciélagos Hipposideros spp. y Rhinolophus spp. (Blackburn et al., 1982). El virus
Chikungunya es transmitido por mosquitos Aedes spp. con diferentes ciclos de
transmision dependiendo de la especie (Higgs, 2006; Krishna et al., 2006). Ademas de los
humanos, los murciélagos también pueden ser portadores de este virus (Diallo et al.,
1999; Calisher et al., 2006). El virus Ross River (RRV) fue aislado de Ae. vigilax (Doherty
et al.,, 1966), Ae. camptorhynchus y Cx. annulirostris (Hu et al., 2006), asi como de
murciélagos del género Pteropus (Doherty et al., 1966; Messenger et al., 2002). El virus
de la Encefalitis Equina del Este (EEEV) se distribuye en Norteamérica (Calisher et al.,
1980), siendo los insectos portadores: Culiseta melanura, Ae. vexans, Coquillettidia
perturbans, Culex erraticus y Uranotaenia sapphirina (Cupp et al., 2003 ). Aunque las
aves parecen ser los principales reservorios de este virus, también ha sido detectado en
murciélagos: Lasiurus cinereus, Myotis lucifugus, Eptesicus fuscus (Main, 1979),
Tadarida brasiliensis (Daniels et al., 1960; Hayes et al., 1964), Artibeus intermedius, A.
jamaicensis, A. lituratus, Glossophaga soricina, Rhynchonycteris naso y Sturnira lilium
(Ubico & McLean, 1995). El virus de la Encefalitis Equina Venezolana (VEEV) afecta
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principalmente humanos y caballos, y en la naturaleza el ciclo se mantiene entre
mosquitos y roedores (Nalca et al., 2003). Los mosquitos que participan en la transmision
son: Ochlerotatus taeniorhynchus y Psorophora spp. (Rivas et al., 1997; Smith et al.,
2008; Zacks & Paessler, 2010). La deteccion de anticuerpos ha sefialado a los
murcielagos como posibles reservorios (Seymour et al., 1978) (Apéndices, Tabla 2).

En los ultimos afos, grandes avances en los métodos moleculares, como en la
Reaccion en Cadena de la Polimerasa (PCR), secuenciaciones de nueva generacion,
analisis protedmicos y bioinformaticos han ampliado el arsenal de herramientas para el

descubrimiento y caracterizacion de nuevos virus.

I. 5. Efectos del ambiente sobre las poblaciones de murciélagos y ectoparasitos

Todos los organismos, incluyendo los parasitos, son influenciados por el ambiente
en el que ocurren. Sin embargo, aunque los parasitos son muy diversos y ampliamente
distribuidos, nuestro entendimiento de los efectos del ambiente sobre la dinamica
huésped-parasito en la naturaleza es limitada (King et al., 2007).

Estudios recientes en habitats terrestres han contribuido principalmente al estudio
del impacto de la perturbacion antropogénica sobre los endoparasitos, mientras que los
ectoparasitos han sido ampliamente olvidados (Allan et al., 2003). Es de suma
importancia investigar los efectos del ambiente (clima, perturbacion antropogénica, uso de
cambio de suelo) sobre los ectoparasitos en los ambientes terrestres debido a que los
ectoparasitos ejercen fuerzas de seleccion en la evolucion de sus huéspedes afectando el
fitness y la dinamica de la poblacion (Stanko et al., 2006). Una medida de la presion del
parasito es la abundancia, el nimero de parasitos que infectan a un huésped. Los efectos
del ambiente sobre la abundancia de los parasitos pueden ser directos, por ejemplo, la
abundancia incrementa cuando las condiciones locales promueven el desarrollo del
parasito pero decrece cuando los contaminantes ambientales son perjudiciales tanto al
huésped como para el parasito. Los efectos ambientales también pueden ser indirectos,
afectando la abundancia a través del huésped. Por ejemplo, la abundancia del parasito
incrementa cuando las condiciones actian incrementando la densidad del huésped o
suprimiendo el sistema inmune (Beldomenico et al., 2010). Sin embargo, el proceso para
determinar la transmisién del parasito y el establecimiento son gobernados por multiples
factores que operan simultaneamente y cuyos efectos son usualmente dificiles de separar
(Combes, 2001).

La perturbacion antropogénica puede influenciar la abundancia del parasito via
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efectos en la riqueza y abundancia del huésped (efecto de dilucion) (Krasnov et al., 2007).
Sin embargo, en el efecto de dilucion se espera que ocurra solo en los parasitos
generalistas debido a que seleccionan entre un rango amplio de huéspedes, mientras los
especialistas estan limitados en la eleccion del huésped. Por esa razon, en los parasitos
altamente especializados, los efectos del ambiente sobre su abundancia no se espera que
sean consecuencia de los cambios en la riqueza local de especies sino de los cambios en
la densidad local de los huéspedes. Ademas, la distribucion los parasitos altamente
especializados deben seguir la de sus huéspedes. Por lo tanto, la variacion en la
abundancia del parasito puede ser principalmente atribuida a los efectos ambientales
indirectos sobre el huésped. Asi, la abundancia de los ectoparasitos, que también esta
expuesta al ambiente del huésped, puede ser influenciada directamente por los factores

externos como la temperatura y la precipitacion (Merino, 1996).

I. 6. Mosquitas hematéfagas como posibles vectores de patégenos

Los murciélagos neotropicales y las mosquitas parasitas (Streblidae) presentan
una excelente oportunidad para investigar los efectos del clima y la perturbacién
antropogénica tomando en cuenta la abundancia de las mosquitas. Los murciélagos
neotropicales ocupan tanto habitats naturales como perturbados y algunas especies tiene
una amplia distribucion, extendiéndose a numerosos regiones geograficas (Kalko et al.,
1996). Las mosquitas de los murciélagos son altamente especificas al huésped, con la
mayoria de las especies parasitando a una o dos especies de huéspedes (Dick &
Patterson, 2007). Estas mosquitas son ectoparasitos obligados de murciélagos y
presentan un ciclo de transmisién indirecto. Las hembras dejan el huésped para depositar
una larva-pupa en el refugio del murciélago. La pupa pasa por una metamorfosis en
aproximadamente 3 semanas. Las hembras y las mosquitas recién eclosionadas, deben
buscar un nuevo huésped en el refugio, compartido, por lo general, por multiples especies
de murciélagos. La asociacion entre los murciélagos neotropicales y sus mosquitas es
fuertemente influenciada por los habitos de percha del huésped. Los refugios duraderos
albergan una mayor cantidad de individuos, incrementando la posibilidad de que los
murciélagos estén presentes para la colonizacion de mosquitas recién eclosionadas. Por
lo tanto, los murciélagos que usan refugios expuestos y efimeros como las hojas

tipicamente tienen menor carga parasitaria (Dick & Patterson, 2007).
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Il IV. Hipotesis

Hipétesis de investigacion.

Las zonas ganaderas ofrecen un mayor recurso alimenticio y disponibilidad de
refugios temporales al huésped. Por lo tanto, se espera que la carga ectoparasitaria de D.
rotundus sera mayor en la zona ganadera que en la zona metropolitana y henequenera.

Si esto se comprueba cierto, la modificacién del ambiente (como el cambio en el uso de
suelo) tiende a aumentar la densidad de los huéspedes que dependen de las
caracteristicas de los fragmentos, aumentando la tasa de infestacién del parasito y la

transmision de un patégeno.

Hipétesis nula. El uso de suelo, influyendo en la disponibilidad de alimento y refugio, no
juegan un papel determinante en la carga ectoparasitaria, por lo tanto, ésta sera igual en

las zonas estudiadas.

M. V. Objetivos generales

A. Obtener la carga ectoparasitaria total del murciélago D. rotundus en el estado de

Yucatan.

B. Analizar las mosquitas hematéfagos de D. rotundus para la deteccion de huellas

moleculares virales.

V. VI. Objetivos particulares
1) Realizar la investigacion descriptiva de la riqueza de ectoparasitos (taxonomia

alfa) en sus diferentes estadios, considerando la preferencia de microbiotopo.

2) Estudiar comparativamente la carga ectoparasitaria de las regiones muestreadas
para definir abundancia total, prevalencia, abundancia promedio e intensidad

promedio.
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3)

4)

o)

Determinar las familias de virus presentes en las mosquitas hematéfagas por

medio de primers especificos.

Secuenciar los fragmentos amplificados para comparacion con bases de datos

actualizadas.

Realizar un arbol filogenético de las secuencias obtenidos para conocer el grado

de similitud con virus conocidos.
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Obtencion de murciélagos

Morfologia

Taxonomia
alfa

Alcohol
70 %

Claves
taxandmicas

Prevalencia
Abundancia
Infestacién

Analisis

estadistico

Molecular

Dipteros

RMAlater

Secuenciacion

Analisis
filogeneético

Maceracion

Extraccion
RNA

Figura 2. Disefio experimental. Después de obtener
los murciélagos, se utilizaron metodologias distintas
para la obtencion de acaros y dipteros. Los
especimenes destinados a taxonomia (morfologia)
fueron colocados en viales con alcohol al 70%. Con el
uso de claves taxondémicas se determind la especie,
estadio y sexo. Al obtener los parametros estadisticos
de cada especie, se analizaron para buscar
diferencias significativas entre las zonas. En el caso
de los especimenes destinados para busqueda de
patégenos (molecular) fueron colocados en viales con
RNA later. En el laboratorio se maceraron y se extrajo
el RNA. Por medio de la retrotranscripcion y reaccién
en cadena de la polimerasa (RT-PCR) se analizaron

las muestras para buscar secuencias de virus.
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V. VII. Material y métodos

V. 1. Determinacion del area de estudio. Se realizaron 15 colectas en diferentes
localidades del Estado de Yucatan. Se tomaron en cuenta el uso de suelo asi como las
condiciones climaticas y estacionales de los sitios. La delimitaciéon de las zonas se basé

en el los datos compilados en Garcia & Cdérdoba, 2010.

Zona Metropolitana. Formada por la subregion metropolitana y parte de la regién costera.

El uso de suelo en esta regién ha permitido la expansion de la urbanizacién presentando

las zonas mas densamente pobladas del estado (alrededor del 53% de la poblacién).

Zona Ganadera. Es la mas extensa y a su vez la menos habitada (cuarta parte del estado

y 10% de la poblacion; densidad poblacional de 18 hab/km?). Presenta alta dispersion y
gran numero de rancherias aisladas. Las actividades agropecuarias cubren

aproximadamente la mitad del territorio con pastizales y ganaderia bovina extensiva.

Zona Henequenera o en transicién. Con tasas de crecimiento del 1.3% y densidad

habitacional de 77 hab/km?. En esta zona se concentra aproximadamente el 36% de la
superficie sembrada de henequén y cabe destacar, que aunque minima, los pastizales

cultivados de esta zona representan el 60% de los cultivos a nivel estatal.

V. 2. Obtenciéon de murciélagos. Los murciélagos se colectaron con redes de
niebla de 12 y 9 m para delimitar el perimetro de los potreros. Una vez colectados, se
colocaron en costales, y ya en laboratorio de revisaron in vivo para una fase de extraccion
de insectos vivos. Después se sacrificaron por asfixia para conservarlos en congelacion
para su posterior revision, y colocandoles su etiqueta con los datos de colecta

correspondientes, incluyendo su numero de catalogo.

V. 3. Obtencion y procesamiento de ectoparasitos. Para examinar la carga
ectoparasitaria primero se extrajeron los insectos hematéfagos en vivo, recién capturados

los murciélagos. Los insectos se conservaron en seco y otro pequeiio lote en RNAlater®
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(Thermo Fisher Scientific) a -70°C para el estudio de huellas moleculares.
Posteriormente, el resto de la carga ectoparasitaria se obtuvo en el laboratorio, a
través de la revision de todo el cuerpo del murciélago en un microscopio estereoscopico
(Zeiss Stemi 2000). Los insectos y acaros obtenidos en la revision bajo el microscopio se
consevaron en alcohol al 70% para su revision, y se registro la predileccion de
microbiotopo (cuerpo, cabeza, alas, orejas, conducto nasal, etc.). Los acaros se
clarificaron en lactofenol y se preservaron en porta y cubre objetos con liquido de Hoyer.
Con ayuda de las claves taxondmicas se determinaron la especie y/o estadio. Asimismo,
se complementaron las determinaciones, en algunos casos, con toma de imagenes en
microscopio de Contraste Diferencial de Interferencia con sistema de obtencién de

imagenes (DIC) (Zeiss AxioVision Imager A2; AxioCam).

V. 4. Determinacion de la taxonomia alfa.

Las determinaciones taxondémicas se realizaron con base en claves y articulos
publicados y tesis.
Argaside. Kohls, et al. 1965

Ixodidae. Clifford et al., 1961; Guzman-Cornejo et al., 2011; Jones et al., 1972; Famadas
et al. 1997

Spinturnicidae. Morales-Malacara, 1998.
Macronyssidae. Rudnick, 1960; Herrin & Tipton, 1975; Machado-Allison, 1965.

Trombiculidae. Brennan & van Bronswijk, 1975; Brennan & Jones, 1960; Brennan, 1969;
Goff, 1992; Goff & Brennan, 1982; Loomis & Crossley, 1963; Hoffmann, 1990

Leewenhoekiidae. Brennan & Jones, 1960; Loomis,1969; Hoffmann, 1990
Myobiidae. Vomero, 1972; Uchikawa, 1987.
Cheyletidae. Volgin,1987.

Streblidae. Wenzel, 1966, 1976; Bequaert, 1933.

V. 5. Determinacion de riqueza y abundancia de ectoparasitos. Los datos
taxondmicos nos permitieron obtener los indices parasitolégicos propuestos por Bush et
al., (1997) y Whitaker et al., (2009) usando el método de boostrap con un intervalo de

confianza (Cl) de 95% (Clopper-Pearson). Se obtuvo la adundancia total, la riqueza (el
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numero de especies de ectoparasitos en una especie de huésped), la prevalencia (la
proporcion de los individuos de una especie de huésped infestados con al menos un
ectoparasito) y la intensidad promedio de infestacion (numero promedio de ectoparasitos
encontrados en los individuos infestados) usando el software Quantitative Parasitology 3.0
(Rozsa et al., 2000). Para los acaros asociados a D. rotundus en las dos zonas
estudiadas (ganadera y metropolitana) se compararon la abundancia e intensidad media
con la prueba t (Bootstrap), la prevalencia con chi cuadrada y prueba de Fisher, asi como
la intensidad mediana por medio de la prueba de Mood. En el caso de las mosquitas
hematofagas se utilizd Kruskal-Wallis para comparar las zonas estudiadas (ganadera,
metropolitana y henequenera). Ademas con programa Past 3.11 (Hammer et al., 2001) se
pudo validar si existia diferencias significativas entre los estadios del parasito y

caraceristicas del murciélago.

V. 6. Detecciéon de huellas de patégenos. Para el analisis de las mosquitas se
utilizé el primer lote (conservado a -70°C y en RNAlater®) para el estudio de huellas

moleculares.

VII. 6. 1. Maceracion de dipteros hematéfagos. Los insectos conservados a -
70°C se dividieron en dos grupos. El primer grupo (29 muestras) fueron procesados para
la obtencion de cDNA en el Laboratorio de Inmunovirologia, Hospital siglo XXI del Instituto
Mexicano del Seguro Social (IMSS).

A los insectos del segundo grupo, se les agregd 500 pl de RNAlater® para su
conservacion y transporte. Fueron macerados en el laboratorio de Aislamiento vy
Deteccion Viral, el Centro de Microbiologia del Instituto de Salud Carlos 1l (ISCIII),
Madrid, Espana. Se utilizd un homogenizador durante 40 segundos, 140 ul fueron

reservados para extraccion y el resto se congeld a -80°C para su posterior uso.

V. 6. 2 Extraccion de RNA total. Para la extraccion del primer grupo de muestras
(también extraidas en el IMSS) se utilizé una adaptacion de la técnica de extraccion con
Trizol, la cual que se describe brevemente a continuacion. Al macerado de insectos se le

agrega 1 ml de Trizol y se homoneneizé en periodos de 20 segundos. Se agregan 0.5 ml
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de cloroformo frio y se centrifuga a 12,000 rpm a 4°C durante 15 minutos.

Se separo la fase acuosa en un tubo limpio y se agregé 0.5 ml de isopropanolol frio. Se
mezcld por inversion e incubar a — 70° C durante 30 minutos (o -20° C durante toda la
noche). A continuacion se centrifugd a 12,000 rpm a 4° C durante 15 minutos y se elimind
el isopropanolol (fase superior). Se agregé 1 ml de etanol al 75% (directo al botdn) y
homogenizé por inversién. Enseguida centrifugd a 12,000 rpm a 4°C durante 15 minutos y
se retird el etanol. Se seco el botdn con Speedvac y se resuspendié el RNA con 50 pl de
agua DEPC a 45° C y colocando los tubos en bafio seco a 45° C durante 3 minutos y
finalmente homogenizar los botones.

La extraccion de RNA del segundo grupo se realizd en el Laboratorio de Arbovirus y
Enfermedades Viricas Importadas del ISCIl mediante el uso de un extractor automatico
QIAGEN / QlAcube vy el kit comercial QlAamp® Viral RNA siguiendo las indicaciones del

provedor.

V. 6. 3 Identificacion de RNA viral. Tanto el cDNA como el RNA extraido de los
insectos se utilizaron en la busqueda de huellas moleculares de virus de las familias
Arenaviridae (incluido el Clado B), Bunyaviridae, Filoviridae, Flaviviriade, Togaviridae y
Rhabdoviridae.

Se elaboraron los lote de tubos para la deteccién de cada familia, en primer lugar
para la retrotranscripcion (RT) y la primer PCR y enseguida para segunda PCR,

especificados en desde la tabla 4 a la 10 (Apéndice).

V. 6. 4. Iniciadores utilizados. Para cada una de las técnicas de amplificacion se

utilizaron primers (iniciadores) disefiados en el ISCIIl, se detallan en la tabla 11 del
Apéndice. En esta misma tabla se especifican los controles positivos para cada familia,
los controles negativos fueron extraidos de cultivos celulares sin infectar.
La preparacion de los lotes para la amplificacion, la extraccion de los acidos nucleicos, la
RT, la PCR anidada, asi como la visualizaciéon de los productos de amplificacién, se
llevaron a cabo en distintos laboratorios para prevenir contaminaciones. El termociclador
utilizado fue un PTC-200 Peltier Thermal Cycler — MJ Research, Watertown, USA.

V. 6. 5 Visualizacién de los productos amplificados. La separacién de los

fragmentos de DNA se realiz6é por medio de una electroforesis en geles de agarosa al 2%
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con un tampon de TAE 1X y tefiidos con Gel Red/Green Red. En cada pocillo se colocd
una mezcla de 3 ul de buffer de corrida (solucién de glicerina y azul de bromofenol al 2%)
y 8 ul de producto de amplificacién de la PCR anidada. Se utiliz6 un marcador de peso
molecular Tracklt 50 pb DNA ladder (Invitrogen). La electroforesis se llevo a cabo a 110 V
durante aproximadamente 30 minutos (tiempo necesario para la separaciéon de los
fragmentos). Para la visualizacion de los amplificados se utilizd el fotodocumentador
ChemiDoc XRS+ (Biorad) con luz UV (365nm).

V. 6. 6 Purificacion y secuenciacion de productos amplificados. Las muestras
que amplificaron en el peso esperado, fueron purificadas por limpieza enzimatica usando
llustra™ ExoProStar 1-Step. Se mezclé una proporcion 7 pl de muestra/3.5 pl de
ExProStar e incubd6 a 37°C durante 15 minutos. Enseguida se incubd a 80° C durante 15
minutos.

Cada muestra fue secuenciada con cada uno de los primers por separado, es decir, un
tubo con 6 pl de producto de limpieza y 1 yl de primer 2+; y otro tubo con 6 pl de muestra
y 1 ul de primer 2-. Asi se secuencian las dos hebras del producto amplificado. Ambos
tubos se aforaron a 10 pl con agua libre de nucleasas.

Estos tubos se les adiciond 4 ul de la mezcla del kit BigDye® Terminator v.3.1. (Applied
Biosystems, Foster City, CA) que contiene los diferentes 2’3’ dideoxinucleétidos (ddNTP)
marcados con fluorescencia. Las condiciones de amplificacién fueron una
desnaturalizacion inicial a 96°C/3 min seguido de 25 ciclos a 96°C/10seg, 50°C/10seg y
60°C/4min; en un termociclador PTC-200 Peltier Thermal Cycler (MJ Research,
Watertown, USA). Los productos de la reaccion fueron enviados al Laboratorio de
Genomica del CNM, donde fueron analizados en un secuenciador automatico ABI
PRISM® 3700 DNA Analyzer (Applied Biosystems, Foster City, USA).

V. 6. 7 Elaboracion del arbol filogenético. Los cromatogramas fueron analizados
en el programa Chromas 2.23 con el objetivo de alinear las secuencias obtenidas,
corregirlas manualmente y obtener una secuencia uUnica. Posteriormente, se comparé
esta secuencia con las bases de datos disponibles por medio del programa BLAST (Basic
Local Alignment Search Tool) (Altschul et al., 1990) del NCBI (Nacional Center for
Biotechnology Information). La busqueda se realizé tanto con la secuencia de nucleétidos

como la secuencia de aminoacidos. Las secuencias que mostraron homologias fueron
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seleccionadas para el analisis filogenético, y se adicionaron 7 secuencias obtenidas de
mosquitas hematéfagas de murciélagos espafoles (Aznar-Lépez et al., 2013). En la tabla
12 (Apéndice) se especifican el nombre de los virus, el huésped, el pais y el numero de
acceso en GenBank. Se realiz6 un alineamiento multiple en el programa Mesquite
(Maddison & Maddison, 2016) usando el algoritmo MUSCLE (Edgar, 2004). Enseguida se
determiné el modelo de sustitucion con el programa jModelTest 3.7 (Posada, 2006) a
partir del criterio Akaike corregido, se obtuvo que el mejor modelo de sustitucion es
Hasegawa-Kishino-Yano (variaciéon en la frecuencia de las bases, una tasa de transicién y
una tasa de transversion) con una tasa variable de distribucién gamma entre los sitios
(HKY+G). Para la construccion del arbol, con una inferencia bayesiana (BPP), se utiliz6 el
programa MrBayes version 3.2 (Ronquist & Huelsenbeck, 2003). Se realizaron 5
corrimientos con 5 millones de generaciones, cada uno con 5 cadenas de Markov,
observando la disminucion progresiva de la desviacion estandar. Los arboles resultantes

fueron visualizados en el programa FigTree 1.4.2 (Rambaut & Drummond, 2010).

22



VL. Resultados y discusion.

VI. 1. Anadlisis de la carga ectoparasitaria total de D. rotundus en el estado de
Yucatan.

VL. 1. 1. Descripcién de la riqueza de ectoparasitos y biotopo.

VI. 1. 1. A. Acaros asociados a D. rotundus.

Para la descripcién de los acaros asociados a Desmodus rotundus, un total de 62
murciélagos provenientes de 16 ranchos de 7 municipios (Tunkas, Buctzotz, Mérida,
Sinanché, Chacsinkin, Tixkokob y Bokoba) del Estado de Yucatan (Fig. 3) fueron
revisados.

Se identificaron 2698 acaros asociados a murciélagos vampiros D. rotundus. La
riqueza fue 18 especies de 4acaros distribuidas en la zona ganadera y la zona
metropolitana (Fig. 4). La zona ganadera presentdé 12 especies siendo exclusivas E.
alfredugessi, A. cajennense s.l., W. ca. similis, S. davisi y una especie de la familia
Cheyletidae; mientras que la zona metropolitana presentd 13 especies con exclusividad
de E. anops, Parasecia sp, L. panamense, W. nudosetosa y P. precaria. Las especies
compartidas entre las dos zonas fueron R. desmodi, O. yumatensis, P. ipeani, E. arganoi,
P. herrerai, T. ca. pecari y L. desmodus.

Se presenta el listado taxondmico de los acaros asociados a Desmodus rotundus

en el estado de Yucatan.

Superorden Parasitiformes
Orden Ixodida
Superfamilia Ixodoidea
Familia Argasidae
Ornithodoros yumatensis Cooley & Kohls,1941
Familia Ixodidae
Amblyomma cajennense (Fabricius, 1787)
Amblyomma sp.
Orden Mesostigmata
Superfamilia Dermanyssoidea
Familia Spinturnicidae

Periglischrus herrerai Machado-Allison, 1965

23



Familia Macronyssidae
Radfordiella desmodi Radovsky, 1967

Superorden Acariformes
Orden Trombidiformes
Superfamilia Trombiculoidea
Familia Trombiculidae
Euschoengastia anops Brennan & Jones 1960
Eutrombicula alfredugessi (Oudemans, 1910)
Leptotrombidium panamense (Ewing, 1925)
Loomisia desmodus (Brennan & Dalmat, 1960)
Parasecia sp.
Perissopalla ipeani Brennan, 1969
Perisopalla precaria (Brennan & Dalmat, 1960)
Speleocola davisi Webb & Loomis, 1969
Trombicula ca. pecari
Familia Leeuwenhoekiidae
Waagenaria ca. similis
Whartonia nudosetosa (Wharton, 1938)
Superfamilia Myobiodea
Familia Myobiidae
Eudusbabekia arganoi Vomero, 1972
Superfamilia Cheyletoidea
Familia Cheyletidae
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Estado de Yucatan Localidades de colecta

r::;_\“» Localidad Municipio
TR o Kaxek Tixkokob | 12/X11/12
— Rancho Esperanza Mérida | 4/VI/13
Rancho San Antonio Aku | Mérida 6/V1/13
e Rancho Yaxché
IMetropolitana [Rancho Sinai
Rancho Chempel Sinanché | 23/VI1/13
_ T Rancho San Felipe
Mérida |, Todkokob Carrillo
) Rancho 10 de mayo

Rancho Dzodzil Bokaba | 2/X11/13

Rancho San Luis Tunkds 1/1vV/13

Rancho Santa Isabel Buctzotz | 28/V/13

Ran San Martin Buctzotz | 3/VI/13

Rancho San Miguel
Ganadera |Xcanan|

Rancho San Miguel

0‘" Xcanan Il Chacsinkin| 1/X/13
Rancho Panaba | 2/X/13
Rancho Itzinté Il Tunkas 4/X/13 |

Figura 3. Zonas de colecta del murciélago D. rotundus en el estado de Yucatan. Se muestran marcados los sitios donde fueron colectados los 62 murciélagos. Los

municipios en rojo indica la zona ganadera y en verde la zona metropolitana. En la tabla se muestran las localidades y la fecha de cada una de las colectas.
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Orden Ixodida
Familia Argasidae

Género Ornithodoros

Gnatosoma terminal o distal del margen anterior. Hipostoma bien desarrollado vy
esencialmente igual en hembras, machos y ninfas. Integumento con discos y ventosas
con variedad de patrones. Camerostoma y reborde en la base del gnatosoma presentes o
ausentes. Ojos presentes o ausentes. Cuerpo mas o menos aplanados pero fuertemente
convexo dorsalmente cuando se encuentra distendido. Patron integumental continuo

desde la superficie dorsal a la ventral.

Onithodoros yumatensis Cooley & Kohls,1941
(Fig. 5)
Diagnosis. Larva. Placa dorsal larga y piriforme; dorso con 14-16 pares de sedas; 11-13
pares dorsolaterales (tipicamente 11) y 3 pares centrales. Placa ventral con 8 pares de
sedas mas 1 PMS. Dos pares de sedas posthipostomales. Numero de sedas en los
artejos pedipalpales 1-4: 0, 4, 5 y 9. EIl hipostoma nace desde una extensién conica;
denticion 3/3 en los tres cuartos anteriores, 2/2 cerca de la base dentada. Fila 1 con 15-19
denticulos, fila 2 con 16-19, y fila 3 con 9-12. Férmula setal de las patas: 1 par A, 1 DM, 5
PC, 1 PB, 1 par B, 1 par AV, 1 par MV, 1 par BV, 1 par AL, 1 par PL. Reticulaciones

presentes en la capsula del 6rgano de Haller.

Material estudiado: O. yumatensis 76 LL, ex D. r. &. Kaxek, Tixkokob, Yucatan. 11-XII-
2012. C.E. Almazan (M6WO008[MM]). O. yumatensis 16 LL, ex D. r. ©. Mismos datos. J.B.
Morales-Malacara (M6WO009[MM]). O. yumatensis 36 LL, ex D. r. . Mismos datos.
(M6WO010[MM]). O. yumatensis 1 L, ex D. r. 9. Mismos datos. (M6WO011[MM]). O.
yumatensis 5 LL, ex D. r. 4. Mismos datos. (M6W012[MM]). O. yumatensis 1 L, ex D. r.
Q. Rancho San Luis, Tunkas, Yucatan. 01-1V-2013. A.D. Cuxim(M6Y001[MM]). O.
yumatensis 2 LL, ex D. r. 4. Mismos datos. (M6Y005[MM]). O. yumatensis 1L, ex D.r.
d. Mismos datos. (MBY007[MM]). O. yumatensis 9 LL, ex D. r. ¢. Mismos datos.
(M6YO008[MM]). O. yumatensis 29 LL, ex D. r. 4. Mismos datos. (M6Y009[MM]). O.
yumatensis 3 LL, ex D. r. &. Mismos datos. (M6Y010[MM]). O. yumatensis 26 LL, ex D. r.
d'. Rancho Santa Isabel, Buctzotz, Yucatan. 28-V-2013. A.D. Cuxim (M6Y013[MM]). O.
yumatensis 38 LL, ex D. r. . Rancho San Martin, Buctzotz, Yucatan. 03-VI-2013. A.D.
Cuxim (M6Y015[MM]). O. yumatensis 3 LL, ex D. r. 4. Mismos datos. (M6Y016[MM]). O.
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yumatensis 12 LL, ex D. r. 4. Mismos datos. (M6Y017[MM]). O. yumatensis 15 LL, ex D. r.
4. Rancho Esperanza, Mérida, Yucatan. 04-VI-2013. AD Cuxim (M6Y018[MM]). O.
yumatensis 29 LL, ex D. r. 4. Mismos datos. (M6Y019[MM]). O. yumatensis 2 LL, ex D. r.
Q. Mismos datos. (M6Y020[MM]). O. yumatensis 2 LL, ex D. r. €. Rancho San Antonio
Aku, Mérida, Yucatan. 06-VI-2013. A.D. Cuxim (M6Y022[MM]). O. yumatensis 3 LL, ex D.
r. 4. Mismos datos. (M6Y025[MM]). O. yumatensis 7 LL, ex D. r. 4. Mismos datos.
(M6Y026[MM]). O. yumatensis 1 L, ex D. r. 9. Mismos datos. (M6Y027[MM]). O.
yumatensis 4 LL, ex D. r. €. Rancho Sinai, Sinanché, Yucatan. 23-VIII-2013. A.D. Cuxim
(M7F003[MM]). O. yumatensis 9 LL, ex D. r. &. Mismos datos. (M7F004[MM]). O.
yumatensis 6 LL, ex D. r. €. Mismos datos. (M7FO08[MM]). O. yumatensis 3 LL, ex D. r.
Q. Rancho San Miguel Xcanan I, Chacsinkin, Yucatan. 01-X-2013. J.B. Morales-Malacara
(M71002[MM]). O. yumatensis 1 L, ex D. r. Q. Mismos datos. (M7I003[MM]). O.
yumatensis 4 LL, ex D. r. Q. Mismos datos. (M71004[MM]). O. yumatensis 55 LL, ex D. r.
4. Rancho San Miguel Xcanan Il, Chacsinkin, Yucatan. 01-X-2013. J.B. Morales-Malacara
(M71005[MM]). O. yumatensis 8 LL, ex D. r. Q. Mismos datos. (M7I006[MM]). O.
yumatensis 3 LL, ex D. r. ©. Rancho Pabana |, Chacsinkin, Yucatan. 02-X-2013. J.B.
Morales-Malacara (M71007[MM]). O. yumatensis 4 LL, ex D. r. 4. Mismos datos.
(M71008[MM]). O. yumatensis 27 LL, ex D. r. &. Rancho 10 de mayo, Bokaba, Yucatan.
02-XI1-2013. L Trujillo (M7NO14[MM]). O. yumatensis 3 LL, ex D. r. 4. Tunkas, Yucatan.
04-XI1-2013. C.E. AlImazan (M70025[MM])). O. yumatensis 3 LL, ex D. r. &. Mismos datos.
(M70028[MM]). O. yumatensis 5 LL, ex D. r. @. Mismos datos. (M70029[MM]). O.
yumatensis 7 LL, ex D. r. &. Mismos datos. (M70030[MM]). O. yumatensis 19 LL, ex D. r.
4. Mismos datos. (M70031[MM]). O. yumatensis 3 LL, ex D. r. &. Mismos datos.
(M70033[MM]).

Comentario. Esta garrapata es un parasito temporal de D. rotundus; ademas es polixeno,
es decir se puede encontrar en una diversidad de huéspedes del mismo orden (Tabla 1,

Apéndice).
Familia Ixodidae

Género Amblyomma

Sensila sagitiforme presente. Con un par de sedas posthipostomales. Surco anal ausente.
Pedipalpo largo con 4 artejos Con dos sedas dorsales marginales anteriores a la sensila

sagitiforme a ambos lados. Base del idiosoma con 11 festonas.
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Amblyomma cajennense (Fabricius, 1787)

Diagnosis. Larva. Escutelo subtriangular. Integumento con ornamentacion irregular de
tipo hexagonal. Con ojos abultados y superficiales. Basis capituli sobre la linea media con
un par de sensilas. Los surcos de los pedipalpos bien definidos. Hipostoma compacto
espatulado, corona apical con 9 denticulos. Sedas de los pedipalpos; 12 sedas en el
tibiotarso: 8 terminales, 2 paraxiales y 2 antiaxiales; 6 sedas genualas: 1 paraxial, 1
antiaxial, 3 dorsalesy 1 ventral; 6 sedas femorales: 1 paraxial, 2 antiaxial, 1 dorsal y 2
ventrales. Sin ningun seda en el trocanter. Coxa | con 2 espolones triangulares, coxas Il 'y

[l cada una con espoldn ligeramente prominente. El trocanter carece de espolones.

Material estudiado: A. cajennense 2L. ex D. r. ©. Tunkas, Yucatan. 04-XI1-2013. C.E.
Almazan (M70029[MM]).

Comentario. Esta garrapata presenta una mayor amplitud de huéspedes que O.

yumatensis (Tabla 1, Apéndice), asi que es considerado eurixeno.

Amblyomma sp.

Diagnosis. Adulto. Las hembras del género Amblyomma en México presentan 1 o 2
espolones en las coxas Il y lll. En el hipostoma presentan una de las dos férmulas 3/3,
4/4 6 5/5. El area escapular del escutelo se puede extender lateralmente o no. Los surcos

cervicales son profundos. Sedas blancas en el dorso del cuerpo.

Material estudiado: Amblyoma sp 1 @ ex D. r. &. Rancho Dzodzil, Bokobd, Yucatan. 02-
XI1-2013. L. Trujillo (M7NO16[MM]).

Comentario. Aunque el ejemplar revisado correspondié a una hembra muy cercana a A.
cajennense no se logré determinar con exactitud, ya que la forma de la abertura genital,
no se observo bien definida, por lo que se decidio indicar este ejemplar como no asignado

a una entidad especifica.
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Orden Mesostigmata
Familia Spinturnicidae

Género Periglischrus

Placa dorsal esta dividida por una banda transversal de tegumento menos esclerosado,
con la parte posterior de la placa unida por dos puentes angostos. Se presentan cinco
pares de sedas proteronotales laterales a la placa dorsal, y un par postestigmal situado
debajo del estigma. Los peritremas en posicion dorsal se extienden desde la coxa IV
hasta la coxa I. El opistosoma dorsal con varios pares de sedas diminutas a medianas.

Sin tritosterno.

Periglischrus herrerai Machado-Allison, 1965
(Fig. 5)
Diagnosis. Hembra. Placa dorsal oblongo-oval con cuarto posterior parcialmente dividido
de la porcién anterior por una ligera linea integumental casi inaparente; placa con patrén
foveal 1-7-2-4-2-2-2 incluyendo los dos pares de foéveas anterolaterales separadas; la
placa también presenta pequenos tricoporos. Con 5 pares de sedas proteronotales y uno
protestigmal largo, laterales a la placa dorsal y distribuidas en grupos 2-3-1; las Pn1-Pn2
muy cercanas una de la otra; Pn3-Pn5 muy cercanas entre si; las Pst junto al estigma.
Petritremas no muy largos alcanzando el borde porsterior de la coxa |. Opistosoma con 6
pares de sedas pequefas . Sedas idiosomales ventrales diminutas a mediadas. Placa
esternal mas larga que ancha, de forma pentagonal con una proyeccion subtriangular
pequefia y terminado casi en punta con las sedas esternales finas y largas. Placas genital
poco esclerosada en la porcién anterior; sedas genitales finas. Placas esclerosadas del
opistosoma, grandes. Patas cortas y robustas, separacion estrechas entre las coxas I.
Sedas dorsales de las patas de longitud mediana a larga., excepto la seda proximal
anterodorsal del fémur Il y la proximal posterodorsal de longitud diminuta a pequefia. La
mayoria de las sedas ventrales de las patas son pequefias . Seda proximal anterodorsal

de la tibia Il es larga.

Macho. Placa dorsal oblongo-oval bien esclerosada con margen posterior angosto; el
cuarto posterior dividido de la porciéon anterior por una linea transversal delgada de
integumento. La placa dorsal con patréon foveal parecido a la hembra; con hendidura
central longitudinal y transversa no esclerosada en forma de cruz. Cinco pares de sedas

proteronotales y un par protestigmal de longitud larga situadas a los lados de la placa
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dorsal. Peritremas algo mas largos que en la hembra, alcanzando el borde posterior de la
coxa |. Placa esternogenital con una ornamentacion reticulada tenuemente marcada, en
forma de espada de naipe, cubriendo la mayoria del area ventral entre las coxas; con
cinco pares de sedas largas y delgadas en la placa; el primer par de sedas esternales se
extienden posteriormente mas alla del nivel del primer par de poros o0 mas alla del nivel de
la base del segundo par de sedas. Area de la intercoxa IV con ocho a nueve pares de
sedas mas un par subterminal adanal; todas las sedas de la intercoxa son delgadas y
pequefas a medianas; el primer par es similar en tamario al resto de las sedas, nunca es
diminuto como en otras especies. Sedas coxales generalmente delgadas y medianas;
seda posterolateral de la coxa Il larga; sedas anterolateral de la coxa Ill y coxa IV mas
pequenas que las otras sedas coxales. Sedas proximal anterodorsal del fémur Il y la
proximal posterodorsal del fémur Il diminutas; sedas distales de los trocanteres -1V,

fémures I-1V, y génuas I-IV grandes y largas.

Material estudiado: P. herrerai 4 99, 1 PN. ex D. r. Q. Kaxek, Tixkokob, Yucatan. 12-XII-
2012. JB Morales (M6WO010[MM]). P. herrerai 1 & . ex D. r. 2. Rancho San Luis, Tunkas,
Yucatan. 01-1V-2013. A.D. Cuxim (M6YO05[MM]). P. herrerai 1 Q. ex D. r. 4. Rancho
Santa Isabel, Buctzotz, Yucatan. 28-V-2013. A.D. Cuxim (M6Y013[MM)]). P. herrerai 1 @J.
ex D. r. & Rancho San Martin, Buctzotz, Yucatan. 03-VI-2013. A.D. Cuxim
(M6Y016[MM]). P. herrerai 1 9J. ex D. r. €. Rancho San Antonio Aku, Mérida, Yucatan.
06-VI-2013. A.D. Cuxim (M6Y023[MM]). P. herrerai 3 99, 1 DN J&. ex D. r. . Mismos
datos (M6Y024[MM]). P. herrerai 1 PN. D. r. €. Rancho Chempel, Sinanché, Yucatan. 23-
VI11-2013. J.B. Morales-Malacara. (M7F009[MM]). P. herrerai 1 DNQ, ex D. r. Q. Rancho
San Miguel Xcanan |1, Chacsinkin, Yucatan. 01-X-2013. J.B. Morales-Malacara
(M71002[MM])). P. herrerai 1 &, ex D. r. Q. Mismos datos (M71003[MM])). ]). P. herrerai 1
DN®, ex D.r. Q. Mismos datos (M71004[MM]). P. herrerai 2 29, 19J, 1 4. D. r. Q.
Rancho San Miguel Xcanan Il, Chacsinkin, Yucatan. 01-X-2013. V. Parejas (M71006[MM]).
P. herrerai 1 ¢, ex D. r. &. Rancho 10 de mayo, Bokab3a, Yucatan. 02-XI11-2013. L. Truijillo
(M7NO14[MM]). P. herrerai 3 9, ex D. r. 4. Rancho Dzodzil, Bokoba, Yucata. 02-XII-
2013. V. Parejas (M7NO15[MM]). P. herrerai 2 99, 1 &, 1 PN. ex D. r. 4. Mismos datos.
JB Morales (M7NO17[MM]). P. herrerai 1 PN. ex D. r 4. Tunkas, Yucatan. 04-XI11-2013.
C.E. Aimazan (M70026[MM]).
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Comentario. Este parasito se considera monoxeno a D. rotundus, sin embargo se han
reportado en una ocasion en dos murciélagos del género Sturnira (Tabla 1, Apéndice). Se
encontraron unos pocos ejemplares hembra con una ligera variacion morfolégica, que
corresponde con lo observado con material adicional estudiado principalmente del estado

de Querétaro. Lo que tal vez indique una posible forma heteromorfica en este parasito.

Familia Macronyssidae

Género Radfordiella

Placa dorsal en la hembra con 26 pares de sedas; tanto hembras como machos con dos
pares de estructuras circulares cerca de la parte media de la placa. Placa esternal
subrectangular, de largo moderada. Coxa |l con dos espolones que nacen uno junto al
otro. Algunas coxas con distintivos rebordes ventrales. Surco deutosternal con multiples

dientes en cada linea denticular.

Radfordiella desmodi Radovsky, 1967
(Fig. 5)
Diagnosis. Hembra: Placa dorsal con los bordes laterales débilmente céncavos en la
parte media; con dos pares de estructuras circulares en la zona media de la placa
(anteriores y posteriores a las sedas J2), aparentemente con poros diminutos; con 26
pares de sedas; sedas pequefas en la parte posterior de la placa. Placa esternal un
poco larga, sin angulos prominentes y subrectangular en forma ; margen posterior un
poco arqueado pero extendido al nivel anterior de los tricoporos de las sedas St3. St1 se
extiende cerca de la mitad de la placa. Placa anal de forma piriforme; margen anterior
poco curveado o recto. Sedas del margen caudal muy pequefias y finas. Hipostoma sin
rebordes. Quela fija con un proceso dorsodistal algo débil pero notorio; sin proceso lobular

dorsal.

Macho: Placa dorsal con 23-26 pares de sedas; sin la J4 ni J5; sin s1: z1 diminutas o
ausentes; algunas veces con una seda marginal adicional cercana a r6; sedas de largo
moderado; las submedianas y posteriores no tan pequefias como en la hembra. Placa
holoventral con o sin fusién de las placas endopodales entre las coxas Il y IV; las sedas
metasternales y el tercer par de poros esternales posteriores a la placa; region ventral
muy expandida y sin constriccién anterior a la region anal, con alrededor de 6 a 9 sedas.

Peritrema muy corto que no alcanza el margen anterior de la coxa lll. Placas metapodales
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pequefias, redondeadas, algunas veces claramente visibles, pero marginales y no
facilmente localizables. Vientre sin armadura con pocas sedas. Pata IV mas fuerte que las
otras; fémur con fuerte espoldn ventral; génua con espoldén ventral pequefio; ambos
espolones se oponen en direccion y las puntas se unen cuando la pata es flexionada.

Trocanter pedipalpal con reborde ventral débil a veces inaparente.

Protoninfa: Idiosoma con 35.5 pares de sedas. Placa podosomal con 11 pares de sedas.
Placa pigidial con el margen medio anterior proyectado; con 4 pares de sedas Z3-Z4 y S5-
Z11. Integumento ventral con 4 pares de sedas entre la placa esternal y anal; ademas de
un par de sedas caudales. Margen anterior de la coxa Il con espolones muy pequefios y

delgados, uno a un lado del otro.

Material estudiado: R. desmodi 729, 2 &4, 28 PNN, ex Desmodus rotundus &, Kaxek,
Tiixkokob, Yucatan. 11-Xl11-2012. C.E. Almazan (M6WO008 [MM]). R. desmodi, 2 PNN, ex
D. r. @, mismos datos. J.B. Morales-Malacara (M6W009 [MM]). R. desmodi, 6 29, 1 &,
32 PNN, ex D. r. , mismos datos. (M6WO010 [MM]). R. desmodi, 1 @, 7 PNN, exD.r. @,
mismos datos. (M6WO011 [MM]) R. desmodi, 6 22, 71 PNN, ex D. r. &, mismos datos.
(M6WO012 [MM]). R. desmodi 299, 34 PNN, ex D. r. &, Rancho San Luis, Tunkas,
Yucatan. 01-1V-2013. A.D. Cuxim (M6Y002 [MM]). R. desmodi 499, 7 PNN, exD.r. ¢ .
Mismos datos. (M6Y003 [MM]). R. desmodi 19, ex D. r. @ . Mismos datos. (M6Y004
[MM]). R. desmodi 599, 167 PNN, ex D. r. & . Mismos datos. (M6Y005 [MM]). R.
desmodi 7 99, 32 PNN, ex D.r. @ . Mismos datos. (M6Y006 [MM]). R. desmodi 1 ¢, 56
PNN, ex D. r. &. Mismos datos. (M6Y007 [MM]). R. desmodi 12 PNN, ex D. r. Q. Mismos
datos. (M6Y008 [MM]) R. desmodi 2 29, 8 PNN, ex D. r. . Mismos datos. (M6Y009
[MM]) R. desmodi , 1 &, 3 PNN, ex D. r. 4. Mismos datos. (M6Y010 [MM]). R. desmodi
1 9, 14 PNN, ex D. r. 4. Mismos datos. (M6Y012 [MM]). R. desmodi 2 99, 5 PNN, ex D.
r. 4. Rancho Santa Isabel, Buctzotz, Yucatan. 28-V-2013. A.D. Cuxim (M6Y013 [MM]). R.
desmodi 6 29, 48 PNN, ex D. r. 4. Rancho San Martin, Buctzotz, Yucatan. 03-VI-2013.
A.D. Cuxim (M6Y015 [MM]). R. desmodi 6 29, 120 PNN, ex D. r. 4. Mismos datos.
(M6Y016 [MM]). R. desmodi 1 @, 2 PNN, ex D. r. 4. Mismos datos. (M6Y017 [MM]). R.
desmodi 8 PNN, ex D. r. . Rancho Esperanza, Mérida, Yucatan. 04-VI-2013. A.D. Cuxim
(M6Y018 [MM]). R. desmodi 1 PNN, ex D. r. 4. Mismos datos. (M6Y019 [MM]). R.
desmodi 9 PNN, ex D. r. 9. Mismos datos. (M6Y020 [MM]). R. desmodi 1 ¢, 1 &, 30
PNN, ex D. r. @ . Rancho San Antonio Aku, Mérida, Yucatan. 06-VI-2013. A.D. Cuxim
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(M6Y022 [MM]). R. desmodi 3 PNN, ex D. r. 9. Mismos datos. (M6Y023 [MM]) R.
desmodi 12 29, 100 PNN, ex D. r. 4. Mismos datos. (M6Y025 [MM]). R. desmodi 2 99,
2 PNN, ex D. r. &. Mismos datos. (M6Y026 [MM]). R. desmodi 2 PNN, ex D. r. Q.
Mismos datos. (M6Y027 [MM]). R. desmodi 3 9%, 8 PNN, ex D. r. €, Rancho Yaxché,
Sinanché, Yucatan. 23-VI11-2013. A.D. Cuxim (M7F001 [MM]). R. desmodi 1 ¢, 9 PNN, ex
D. r. 9. Mismos datos (M7FO02[MM]). R. desmodi 13 99, 63 PNN, ex D. r. @. Rancho
Sinai, Sinanché, Yucatan. 23-VIII-2013. A.D. Cuxim (M7F003[MM)]). R. desmodi 3 99, 26
PNN, ex D. r. 4. Mismos datos (M7F004[MM]). R. desmodi 8 PNN, ex D. r. 4. Mismos
datos (M7FO005[MM]). R. desmodi 1 @, 26 PNN, ex D. r. . Mismos datos (M7FO06[MM]).
R. desmodi 2 29, 4 PNN, ex D. r. @. Mismos datos (M7F007[MM]). R. desmodi 17 99,1
4, 43 PNN, ex D. r. Q. Rancho Chempel, Sinanché, Yucatan. 23-VIII-2013. A.D. Cuxim
(M7FO08[MM]). R. desmodi 4 99, 7 PNN, ex D. r. Q. Mismos datos (M7F009[MM]). R.
desmodi 4 99, 69 PNN, ex D. r. Q. Mismos datos (M7F010[MM]). R. desmodi 3 99, 49
PNN, ex D. r. ©. Rancho San Miguel Xcanan |, Chacsinkin, Yucatan. 01-X-2013. J.B.
Morales-Malacara (M71002[MM]). R. desmodi 2 29, 2 &, 11 PNN, ex D. r. . Mismos
datos (M71003[MM]). R. desmodi 2 29, 17 PNN, ex D. r. 2. Mismos datos (M71004[MM]).
R. desmodi 3 29, 31 PNN, ex D. r. &.Rancho San Miguel Xcanan Il, Chacsinkin,
Yucatan. Mismos datos. (M71005[MM]). R. desmodi 5 99, 20 PNN, ex D. r. ¢. Mismos
datos (M71006[MM]). R. desmodi 1 @, 6 PNN, ex D. r. 4. Rancho Panaba |, Chacsinkin,
Yucatan. 02-X-2013. J.B. Morales-Malacara (M71008[MM]. R. desmodi 1 PN, ex D. r. ¢,
Rancho San Felipe Carrillo, Bokaba, Yucatan. 02-Xl11-2013. V. Parejas (M7N013 [MM]). R.
desmodi 11 29, 3 &4, 108 PNN, ex D. r. &. Rancho 10 de mayo, Bokabd, Yucatan. 02-
XI11-2013. L. Trujillo (M7NO14[MM]). R. desmodi 1 ¢, 14 PNN, ex D. r. 4. Rancho Dzodzil,
bokoba, Yucatan. 02-X11-2013. V. Parejas (M7NO15[MM]). R. desmodi 6 9%, 16 PNN, ex
D. r. 4. Mismos datos. L.Trujillo (M7NO16[MM]). R. desmodi 10 PNN, ex D. r. 4. Mismos
datos. J.B. Morales-Malacara (M7N0O17[MM]). R. desmodi 6 29, 3 &, 86 PNN, ex D. r.
©. Rancho 10 de mayo, Bokobd, Yucatan. 02-XII-2013. V. Parejas (M7NO18[MM]). R.
desmodi 12 99, 46 PNN, ex D. r. J&.Tunkas, Yucatan. 04-XlII-2013. C.E.
Almazan(M70025[MM]). R. desmodi 10 PNN, ex D. r. . Mismos datos (M70026[MM)]).
R. desmodi 7 29, 1 &, 53 PNN, ex D. r. 4. Mismos datos (M70027[MM]). R. desmodi 7
2%, 31 PNN, ex D. r. 4. Mismos datos (M70028[MM]). R. desmodi 1 ¢, 19 PNN, ex D. r.
Q. Mismos datos (M70029[MM]). R. desmodi 7 PNN, ex D. r. 4. Mismos datos
(M70030[MM]). R. desmodi 1 PN, ex D. r. 4. Mismos datos (M70031[MM]). R. desmodi
1 92, 31 PNN, ex D. r. . Mismos datos (M70032[MM]). R. desmodi 5 9%, 26 PNN, ex D.
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r. 4. Mismos datos (M70033[MM]).

Comentario. Este macronisido es un parasito polixeno, es decir, se encuentra asociado
a murciélagos. Pero presenta una asociacion preferencia con vampiros Desmodontinae,
por lo que otros registros en otros géneros, se consideran accidentales (Tabla 1,

Apéndice).

Orden Trombidiformes
Familia Trombiculidae

Género Euschongastia

Larvas parasitas de aves y pequefios mamiferos. Con la formacion tricuspide y un diente
ventrolateral. Tarso con la tarsal, 7 sedas con ramas y sin subterminal; uia tibial tri, tetra o
pentafurcada; sedas galeales generalmente con ramas, pero también pueden ser lisas.
Escudo mas ancho que largo; el margen posterior no se confunde con las estriaciones del
cuerpo, ni estd hundido; con 5 sedas, de las cuales AL son por lo regular mas cortas que
PL; las bases de las PL generalmente son anteriores a SB; las sensilas son expandidas,
lanceleolas, clavadas o globosas. Los ojos 2/2 , sin placa ocular. Artejos 7-7-7; coxas
unisetosas, solo las Il son ocasionalmente bisetosas; con 2 genuales | y en la mayor
parte de los casos con 1 genual Il, 1 genual lll y con o sin tibial lll; sin mastigosedas y con

0 sin subterminal y parasubterminal |.

Euschongastia anops Brennan & Jones 1960

Diagnosis. Larva. Escudo subrectangular, mas ancho que largo, con margenes laterales
rugosos; sedas PL mas gruesas que las AM y AL. Con 2 genuales I, 1 mastitarsala lll;
ojos ausentes. Artejo distal del quelicero tricispide y con un dientecillo ventral subapical.
Femur y génua pedipalpal con prominentes angulos laterales. Férmula setal del
pedipalpo: B/B/NNB; ufa tibial bifurcada; tarso pedipalpal con 6B.S. Seda galeal desnuda

y gruesa.

Material estudiado: E. anops 2 LL. ex D. r. 4. Rancho Esperanza, Mérida, Yucatan. 04-
VI-2013. A.D. Cuxim (M6Y021[MM]).

Comentario. En México se han citado a 17 especies de trombiculidos del género

Euschoengastia, y de estas la gran mayoria se han encontrado asociadas a roedores
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(Hoffmann 1990; Hoffmann & Lépez-Campos, 2000). Pero la especie E. anops Brennan &
Jones, 1960, fue descrita con material de Trinidad, asociado a murciélagos de las
especies Chilonycteris rubiginosa (= Pteronotus parnellii) y a Carollia perspicillata
(Brennan & Jones, 1960). Y el presente hallazgo sobre D. rotundus en México, representa

un nuevo registro tanto para el pais como para el huésped.

Género Eutrombicula

Artejo distal del quelicero, tricuspide. Tarso con 7B.S, ufia tibial bifurcada, con la rama
interna accesoria; sedas galeales lisas. Escudo dorsal burdamente rectangular, mas
ancho que largo, con margen posterior convexo, rara vez sinuoso en su porcion media,
con sensilas flageliformes, con ramas. Ojos 2/2 en una placa. Coxas unisetosas. Con 2 o
3 genuales |, 1 genual Il, 1 genual lll, 1 tibial Ill, 0-2 mastigotibiales Ill, 0-3 mastigotarsales

lll. Microtarsal | alejada de la tarsal I; microtarsal Il cerca de la tarsal Il.

Eutrombicula alfreddugesi (Oudemans, 1910)

Diagnosis. Larva. PF: B/N(B)/NNB; las 22 sedas dorsales estan siempre dispuestas en el
orden siguiente: 2(hum.) + 6,6,4,2,2; con 3 genuales | y 1 mastigotarsal Illl; sin

mastigotibiales.

Material estudiado: E. alfreddugesi 1L. ex D. r. . Rancho San Miguel Xcanan |,
Chacsinkin, Yucatan. 01-X-2013. J.B. Morales-Malacara (M71002[MM]). E. alfreddugesi
1L. ex D. r. 9. Rancho San Miguel Xcanan Il, Chacsinkin, Yucatan. 01-X-2013. J.B.
Morales-Malacara (M71006[MM)]).

Comentario. E. alfredugessi es la especie mas abundante y frecuente de este género en
México; es sumamente eurixena, ya que parasita a muchas especies de batracios,
reptiles, aves y mamiferos, incluyendo al hombre; es sobre todo abundante en lagartijas
del género Sceloporus. Se le conoce con el nombre vulgar de “tlazahuate” o “tlalzahuat!”.
En ciertas épocas del afio, la de lluvias principalmente, constituye una plaga muy seria en
algunas regiones del pais, ya que origina intensas dermatitis en el hombre, sobre todo en

campesinos del lugar (Hoffmann, 1990).

Género Leptotrombidium

Artejo distal de los queliceros con la formacion tricuspide. Tarso pedipalpal con la tarsal, 7
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sedas ramificadas y con una subterminal; la férmula pedipaldal es generalmente
N/N/NNN, aunque la seda dorsotibial puede ser bifurcada; ufia tibial trifurcada; sedas
galeales con ramas. El escudo de forma rectangular sin salientes anterolaterales; con 5
sedas de las cuales AM a veces bastante por detras del nivel de las AL; sensilas
flageliformes, con ramas en la mitad distal. Ojos 2/2 en una placa. Artejos de las patas 7-
7-7; todas las coxas unisetosas; con 2 genualas |, 1 genuala Il, 1 genuala lll, 1 tibial 1ll y
sin mastigosedas; el telofémur lll tiene 3 o 4 sedas con ramas; con subterminal y

parasubterminal I.

Leptotrombidium panamense (Ewing, 1925)

Diagnosis. Larva. Telofémur Illl con 3 sedas ramificadas. Férmula del pedipalpo
N/N/NNN; escudo con la AM mas larga que las AL. Tarso del pedipalpo con las 7 sedas

ramificadas, pero sin subterminal; alrededor de 30 sedas dorsales.

Material estudiado: L. panamense 1L ex D. r. &. Kaxek, Tixkokob, Yucatan. 11-XI1-2012.
C.E. Aimazan. (M6WO0O08[MM]).

Comentario. L. panamense ya esta registrado en varios estados de México, pero los

huéspedes principales son roedores. Este es nuevo registro para D. rotundus.

Género Loomisia

Larvas parasitas de murciélagos. Artejo distal ancho y bastante corto, con la formacion
tricuspide. Tarso con la tarsal y 6 sedas con ramas, pudiendo estar una o dos de ellas
lisas; ufa tibial delgada, trifurcada; sedas galeales lisas. Escudo burdamente trapezoildal,
mas ancho que largo; margen posterior, desde algo sinuoso, hasta ampliamente convexo;
su superficie con puntuaciones desde escasas hasta moderadas; las PL son mas largas
que la AM y ésta es mas larga que las AL; las SB anteriores a las PL; son mas largas que
la AM y ésta es mas larga que las AL; sensilas facilmente caedizas, expandidas pero de
varias formas caprichosas, desde todavia flageliformes, pero con anchas ramas, hasta en
forma de escoba, o con ramas primarias y secundarias. Ojos 2/2 bastante notables, con
una placa. Sedas dorsales comienzan 6,6,6. Un par de sedas humerales. Artejos 7-7-7;
todas las coxas unisetosas; con 2 genuales | y 1 tibial lll larga y flexible; sin genuales Il y
[, ni mastigosedas; con o sin subterminal y parasubterminal I; la microtarsal | distante de

la tarsal |.
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Loomisia desmodus (Brennan and Dalmat, 1960)

Diagnosis. Larva. PF: B/B/NNB; con subterminal y parasubterminal I; la tarsal |
ligeramente mas corta o igual que la tarsal Il; la microtarsal Il proxima a la tarsal Il; tibial 11l

mas de 30 micrones de largo.

Material estudiado: L. desmodus 2 LL. ex D. r. &. Kaxek, Tixkokob, Yucatan. 11-XII-
2012. C.E. Almazan (M6WOO0O8[MM]). L. desmodus 1 L. ex D. r. @. Rancho San Miguel |,
Chacsinkin, Yucatan. 01-X-2013. J.B. Morales-Malacara (M71004[MM]). ]). L. desmodus 6
LL. ex D. r . Rancho San Miguel Il, Chacsinkin, Yucatan. 01-X-2013. V. Parejas
(M71006[MM]). ]). L. desmodus 2 LL. ex D. r. 2. Rancho Panaba I, Chacsinkin, Yucatan.
02-X-2013. J.B. Morales-Malacara (M71007[MM]).

Comentario. L. desmodus se han encontrado en varias especies de murciélagos en

Latinoamérica (Tabla 1, Apéndice), considerandose una especie polixena.

Género Parasecia

Diagnosis. Larva. Artejo distal de los queliceros con un solo diente dorsal o ventral. Tarso
de pedipalpos con la tarsal, 7 sedas ramificadas y una subterminal; ufa tibial bi- 6
trifulcada; sedas galeales lisas o con ramas. Escudo de forma rectangular, con margen
posterior sinuoso; con 5 sedas de las cuales, las anteriores estan alejadas del borde; las
AL son mas cortas que la AM, a su vez, es mas corta que las PL; sensilas flageliformes.
Ojos 2/2. 1 par de sedas humerales dorsales. Artejos de las patas 7-7-7; todas las coxas
unisetosas; con 2 6 3 genuales |, 1 genual I, 1 genual Ill, 1 tibial lll y con o sin

mastigotarsal 1ll; con subterminal y parasubterminal I.

Parasecia sp.

Diagnosis. Escudo prodorsal rectangular; sensilas no definidas (se le cayeron): PL > AM
> AL. Tarso pedipalpal 7BS; seda galeal no bien observable; ufia tibial con trifurcada; hoja
queliceral tricuspide. Sedas pedipalpales: B/B/NNN.

Material estudiado: Parasecia sp. | L ex D. r. §.Kaxek, Tixkokob, Yucatan. 11-XII-2012.
C.E. Almazan. (M6WO0O08[MM]).

Comentario. No se logré determinar esta especie por la ausencia de sensilas, ademas de
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que algunas de las sedas pedipalpales, como las galeales estaban rotas, sin poder definir
bien su caracteristica de lisas o ramificadas. Por ello se definié a este ejemplar como no
asignado a nivel especifico. Sin embargo, cabe destacar que buscando en la bibliografia
se observa que existen tres especies registradas en México (Hoffmann, 1990; Whitaker &
Morales-Malacara, 2005): Parasecia kansasensis, sin dar ningun registro especifico,
Parasecia bulbocalcar citada sobre el murciélago Sturnira ludovici y P. gurneyi asociada a
varios roedores. También se encontraron registros de una especie mas de este género sin

determinar en la Peninsula de Yucatan (Tabla 1, Apéndice).

Género Perissopalla

En queliceros el artejo distal fuerte, con formacion tricuspide. En pedipalpos, tarso con la
tarsal, 5 sedas ramificadas y generalmente con una subterminal; ufa tibial tri- a
pentafurcada; sedas galeales lisas. Escudo de trapezoidal a cuadrado, con angulos
laterales prominentes y margen posterior ligeramente céncavo; con 5 sedas y sensilas
expandidas, fusiformes, con sétulas espiniformes extremadamente largas. Un par dorsal
de sedas humerales, ninguno ventral. Ojos 2/2 grandes, en una placa ocular o ciegos. Los
artejos de las patas: 7-7-7; todas las coxas unisetosas; con 3 genuales |, 1 genual Il, 1
genual Il y 1 tibial Ill; sin mastigosedas; con subterminal y parasubterminal |; microtarsal |

papiliforme, préxima a la base de la tarsal; tarso | con seis sedas ramificadas basales.

Perissopalla ipeani Brennan, 1969
(Fig. 5)
Diagnosis. Larva. Sedas del pedipalpo latero y ventrotibial ramificadas. Se distingue de
P. flagellisetula por la uia tibial trifurcada, escudo mas pequeno y sedas especializadas

en las patas, con menos y mas pequenas sedas corporales.

Material estudiado: P. ipeani 166 LL, ex D. r. &. Kaxek, Tixkokob, Yucatan. 11-XII-2012.
C.E. Almazan (M6WO0O08[MM)]). P. ipeani 6 LL, ex D. r. . Mismos datos. (M6WO010[MM]).
P.ipeani 9 LL, ex D. r. 4. Mismos datos. (M6BWO012[MM]). P. ipeani 1 L, ex D. r. ¢. Rancho
San Luis, Tunkas, Yucatan. 01-1V-2013. A.D. Cuxim (M6YO08[MM]). P. ipeani 1L, ex D. r.
Q. Mismos datos. (M6Y027[MM]). P. ipeani 7 LL, ex D. r. 4. Rancho Sinai, Sinanché,
Yucatan. 23-VIII-2013. A.D. Cuxim (M7FO05[MM]). P. ipeani 1 L, ex D. r. Y. Rancho San
Miguel Xcanan |, Chacsinkin, Yucatan. 01-X-2013. JB Morales (M71003[MM]). P. ipeani 2
LL, ex D. r. @. Mismos datos. (M71004[MM]). P. ipeani 1L, ex D. r. 4. Rancho San Miguel
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Xcanan I, Chacsinkin, Yucatan. 01-X-2013. J.B. Morales-Malacara (M/I005[MM]). P.
ipeani 3 LL, ex D. r. 9. Mismos datos. V. Parejas (M71006[MM]). P. ipeani 11 LL, ex D. r.
Q. Rancho Panaba, Chacsinkin, Yucatan. 02-X-2013. J.B. Morales-Malacara
(M/1007[MM]). P. ipeani 9 LL, ex D. r. &. Tunkas, Yucatan. 04-XI1-2013. C.E. Almazan
(M70027[MM])). P. ipeani 1 L, ex D. r. 4. Mismos datos (M70028[MM]).

Comentario. Este ectoparasito se considera polixeno, presentandose en diferentes
especies de murciélagos. Brennan (1960) encuentra en Desmodus rotundus como
especie mas abundante del genero Perissopalla a P. precaria, en este estudio la especie
dominante de este género fue P. ipeanni. En la tabla 1 (Apéndice) se observan los
huéspedes registrados para esta especie, lo cual representa un nuevo registro para el
pais y el murciélago, ademas podemos notar el cambio en la presencia/abundancia de
una especie de ectoparasito de un pais a otro (el estudio de Brennan fue realizado en
Brasil). Esto nos habla de las ya marcadas diferencias de Desmodus rotundus a los largo

de toda su distribucion.

Perissopalla precaria (Brennan & Dalmat, 1960)

Diagnosis. Larva. PF: B/B/NNN; uia tibial del pedipalpo trifurcada; tarso con la tarsal, 5

sedas ramificadas y una subterminal; ojos 2/2.

Material estudiado: P. precaria 1L ex D. r. Q. Kaxek, Tixkokob, Yucatan. 12-XI11-2012. J.B.
Morales-Malacara (M6W010[MM]).

Comentario. P. precaria en México se encuentra principalmente en G. soricina (Tabla 1,
Apéndice). El registro que se tiene es en Quintana Roo (Loomis, 1969) lo que marca
como nuevo registro para D. rotundus en México. Al igual que P. ipeanni, es un parasito

polixeno.

Género Speleocola

Artejo distal de los queliceros con formacion tricuspide. Tarso pedipalpal con la tarsal y 6
sedas ramificadas y lisas; una tibial trifurcada; sedas galeales, lisas. Escudo
aproximadamente tan largo como ancho, en forma de campana, ligeramente punteado;
con 5 sedas, aunque a veces se observan solo 3 sobre el escudo, ya que las PL se ven

separadas por las estriaciones del cuerpo, las AL bastante alejadas del borde anterior;
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sensilas con la vaina expandida , llevando sétulas también expandidas . Ojos 2/2 , los
anteriores mas grandes, frecuentemente oscuros. Artejos de las patas 7-7-7; con 3
genualas I, 1 genual Il, 1 genual Ill, 1 tibial Ill; sin mastigosedas; con subterminal y
parasubterminal I; ambas microtarsales | y Il distantes de sus respectivas tarsales ; todos
los tarsos con sedas lisas subterminales; las sedas no especializadas, ligera o

moderadamente ramificadas.

Speleocola davisi Webb & Loomis, 1969

Diagnosis. Larva. PF: B/B/BNB; las sensilas del escudo con la vaina y las sétulas

expandidas; las coxas Il con 1 seda lisa; sin sedas humerales ventrales; falta la pretarsal
I.

Material estudiado: S. davisi 1L ex D. r. €. Rancho San Miguel Xcanan Il, Chacsinkin,
Yucatan. 01-X2013. V. Parejas (M71006[MM]).

Comentario. S. davisi es un trombiculido que ya habia sido colectado en México (D.
rotundus); sin embargo este registro es en Sonora (Webb & Loomis, 1969), ademas de
ser el unico, tienen mas de 40 afos (Tabla 1, Apéndice). Esto se considera un registro

nuevo para Yucatan.

Género Trombicula

Trombicula Berlese, 1905. Por designacién de neotipo: Escudo prodorsal subpentagonal.
Sedas PL pueden o no estar separadas del escudo; sensilas no expandidas, distalmente
barbadas; ojos 2/2; Tarso pedipalpal con tarsala y 4-6 B o N; queliceros simples y con

borde tricuspide; genualas |, Il y lll; 2 (mas microgenuala), 1, 1.

Trombicula ca. pecari

Diagnosis. Larva. Dos genuales |, mastitarsala Ill, seda galeal ramificada, la férmula
dorsal de sedas comienza con 2-8. Ojos prominentes 2/2 sobre placa. Sedas de los
pedipalpos B/B/NBB. Una trifurcada, tarsos pedipalpales con 6 sedas ramificadas, seda

galeal también ramificada.

Material estudiado: T. ca. pecari 1L ex D. r. @. Rancho San Luis, Tunkas, Yucatan. 01-
IV-2013. A.D. Cuxim (M6Y003[MM]). T. ca. pecari 2 LL ex D. r. 2. Rancho San Antonio
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Aku, Mérida, Yucatan. 06-VI-2013. A.D. Cuxim (M6Y023[MM]). T. ca. pecari 1L ex D. r. 9.
Mismos datos (M6Y027[MM]).

Comentario. En la busqueda bibliografica de los registros de Trombicula pecari Brennan
& Jones 1960, encontramos que ha sido colectado en D. rotundus en Trinidad, el autor
maneja este hallazgo como accidental puesto que solo encontré un espécimen (Brennan
& Jones 1960). En este estudio podemos asegurar que con los pocos ejemplares que se
tienen, que no es la misma especie, aunque habria que corroborar si se trata de una
nueva especie, pero seria necesario obtener mas ejemplares para poder asegurarlo,. En
varios caracteres se asemeja a T. pecari, sobretodo en la forma de la placa prodorsal, con
ojos, las sedas ramificadas del fémur y genua pedipalpal, pero difiere en la formula de los
artejos pedipalpales en que son B/B/NNB y que la seda galeal es lisa. Pero no
consideramos que sea un registro accidental puesto que fue encontrado en dos
localidades diferentes (Tunkas y Mérida) que ademas corresponden a las diferentes
zonas de Yucatan (Metropolitana y Ganadera). Entre los huéspedes registrados también
se encuentran pecaris y perezosos (Tabla 1, Apéndice).

A nivel genérico, cabe mencionar que el género Trombicula Berlese, 1905;
originalmente fue descrito con base en estadios postlarvales. Y después fue enmendada y
reasignado un neotipo con la especie T. minor, para redefinir el género (Audy et al., 1965).
Sin embargo, en la actualidad, muchas de las especies originalmente asignadas dicho
género, se han redescrito y reubicado en otros diferentes géneros. Pero en el caso de T.
pecari, aun no se ha redefinido su posicion taxondmica correcta, en virtud de lo
complicado de la morfologia observada en varias especies aun asignadas a este género
original. Por lo cual, por el momento se indica el material revisado a la especie cercana a

T. pecari.

Familia Leeuwenhoekiidae

Género Wagenaaria

En los queliceros el artejo distal aparentemente tan solo con la formacion tricuspide,
pequefa. En los pedipalpos, el tarso con la tarsal mas 7B; ufa tibial bifurcada, con las
ramas muy cortas, pero ademas con varias ramas basales muy delegadas. Estigmas y
traqueas ausentes. El escudo sin proyeccion antero-media; con la AL submarginales, un

par de sedas anterosubmedias y sensilas flageliformes, con bases muy posteriores a las
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PL. Ausencia de ojos. Un solo par de sedas esternales. En las patas, las coxas |

bisetosas, coxas Il y Il unisetosas; ufias tarsales con largas onicotriquias; empodios lisos.

Wagenaaria ca. similis

Diagnosis. Larva. PF: B/B/BBB; lo mas caracteristico de esta especie es poseer 3
genuales | y ser parasita de murciélagos. No presenta ojos, Hoja queliceral tricuspide;
seda galeal ramificada. Férmula pedipalpal: B/B/BBB, tarso con 7B y la tarsala; ufa tibial
bifurcada, con la ramificacién interna corta y con una linea de “tenent hairs” o sétulas en
su regién ventral. Escudo prodorsal, mas ancho que largo, punteado, con borde sinuoso
anterior y borde posterior sinuoso pero con curvado convexo, con angulos anterolaterales
pronunciados y derivados en punta muy arriba de las AL, bases de las sensilas

posteriores a las PL.

Material estudiado: W. ca. similis 1L ex D. r. Q. Rancho Miguel Xcanan |, Chacsinkin,
Yucatan. 01-X-2013. J.B. Morales-Malacara (M71003[MM]).

Comentario. Esta especie no se pudo determinar por la falta de las sensilas que se le
cayeron al ejemplar revisado y a que tiene una ligera diferencia en la hoja queliceral con
unos pequefios denticulos, no descritos en la descripcion original. Sin embargo el resto de
los caracteres coincide con la especie W. similis Brennan, 1967. Por lo que aunque en
este estudio solo se indique como cercana a W. similis, es factible que si se llegan a
obtener mas ejemplares de esta especie de las localidades donde fue colectada, es que
corresponda a la descripcion de W. similis. Respecto a los huéspedes registrados para W.
similis Brennan, 1967 son principalmente murciélagos. Se puede notar que este género ya
habia sido colectado en México, incluso en Yucatan (Reed & Brennan, 1975), pero no se

habia registrado sobre D. rotundus (Tabla 1, Apéndice).

Género Wharthonia

En los queliceros el artejo distal con una hilera dorsal y otra ventral de grandes dientes.
En los pedipalpos la féormula variable B/B/B NN/BB; tarso con la tarsal y 7B; uia tibial con
tres hasta varios dientes; sedas galeales lisas o con ramas. Estigmas y traqueas
presentes. El escudo es subrectangular, con frecuencia mucho mas ancho que largo; sin
proyeccion anterior media; sensilas flageliformes, lisas o escasamente ramificadas. Ojos

2/2 grandes. Las sedas del idiosoma con ramas cortas como barbas, desde poco hasta
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moderadamente ramificadas. En las patas, las coxas | bisetosas, cosas Il unisetosas y
coxas Ill uni- 6 bisetosas; genuales y tibiales variables, con o sin tarsal Ill y sin

mastigosedas; uia sin onicotriquias.

Whartonia nudosetosa (Wharton, 1938)

Diagnosis. Larva. PF: B/B/BNN; no tiene angulos anterolaterales pronunciados en el
escudo; ufas tibiales pentafurcadas o hasta pectinadas, sedas galeales ramificadas;

coxas lll bisetosas; sin parasubterminal | y con seda tarsal IlI.

Material estudiado: W. nudosetosa 4L. ex D. r. &. Kaxek, Tixkokob, Yucatan. 12-XII-
2012. J.B. Morales-Malacara (M6W012[MM]).

Comentario. Este leeuwenhoekiidae ya habia sido colectado en Yucatan y sobre D.
rotundus. En la tabla 1 (Apéndice) podemos observar que existen diversos huéspedes

registrados, todos murciélagos, lo que hace a esta especie polixena.

Familia Myobiidae
Género Eudusbabekia

La pata | modificada para agarrar el pelo del huésped, diferente a la pata Il. Los
segmentos de la pata | variables (el contrario, 5 segmentos libres). Pelo del huésped es
agarrado por separado. El proceso de agarre en la genua hacia la parte ventral. Tarso |
sin ufia. Tarso y tibia | completamente fusionados, separados por una linea distintiva de la
genua |, seda en campo coxal. Tibia | ventralmente con placa tipo concha. Seda vi
diferente a ve (dorsales).Trocanter II-1V con sedas 3-3-3. ic lll y IV con tamafo moderado.

Patas Il y IV con una ufa. Cuerpo corto y fornido. Sedas dorsales estriadas con barbas.

Eudusbabekia arganoi Vomero, 1972
(Fig. 5)
Diagnosis. Sedas en el area coxal y paragenital desarrolladas en la parte ventral del
cuerpo. Sin un parche de sedas cortas y anchas adicionales. Sedas coxales normalmente
desarrolladas, el primer par de coxas IlI-IV largas (cxll, cxlll, cxIV). Seda 14 presente. 1 par
de sedas paragenitales (ventral). Sedas d1-d3 sin “chipote” lateral; expandidas y
estriadas. Seda sci mas delgada que sce. Seda |1 relativamente corta, extendida sélo a

través de la base de d2 pero no alcanza la base de d3.
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Material estudiado: E. arganoi 3 99, 1 &, 2NN ex D. r. Q. Kaxek, Tixkokob, Yucatan. 12-
XII-2012. J.B. Morales-Malacara (M6WO010[MM]). E. arganoi 2 99, ex D. r. Y. Rancho San
Luis, Tunkas, Yucatan. 01-IV-2013. A.D. Cuxim (M6Y001[MM]). E. arganoi 6 29, 1 N. ex
D. r. 4. Rancho Santa Isabel, Buctzotz, Yucatan. 28-V-2013. A.D. Cuxim (M6Y013[MM]).
E. arganoi 1 & . D. r. &. Rancho San Martin, Buctzotz, Yucatan. 03-VI-2013. A.D. Cuxim
(MBY016[MM]). E. arganoi 4 29, 2 44, 2NN. ex D. r. . Rancho San Antonio Aku,
Mérida, Yucatan 06-VI-2013. A.D. Cuxim (M6Y022[MM]). E. arganoi 2 99, 2 3J&. exD.r.
Q. Mismos datos (M6Y022[MM]). E. arganoi 5 29,2 33, 3 NN. ex D. r. 4. Mismos datos
(M6Y024[MM])). E. arganoi 3 2%. ex D. r. 4. Mismos datos (M6Y025[MM)]). E. arganoi 12.
D. r. Q. Mismos datos (M6Y027[MM]). E. arganoi 1 J. ex D. r. Q. Rancho Yaxché,
Sinanché, Yucatan. 23-VIII-2013. J.B. Morales-Malacara (M7F002[MM]). E. arganoi 2
NN. ex D. r. 9. Rancho Sinai, Sinanché, Yucatan. 23-VIII-2013. J.B. Morales-Malacara
(M7FO06[MM]). E. arganoi 4 29, 1 N. ex D. r. ©. Rancho Chempel, Sinanché, Yucatan.
23-VIII-2013. J.B. Morales-Malacara (M7F009[MM]). E. arganoi 2 2. ex D. r. Q. Mismos
datos (M7F010[MM]). E. arganoi 2 99, 1 N. ex D. r. ¢. Rancho San Miguel Xcanan I,
Chacsinkin, Yucatan. 01-X-2013. V. Parejas (M71006[MM]). E. arganoi 1 & . ex D. r. J&.
Rancho Dzodzil, Bokoba, Yucatan. 02-XII-2013. V. Parejas (M7NO15[MM]). E. arganoi 1
Q. ex D. r. ©. Rancho 10 de mayo, Bokoba, Yucatan. 02-XlI1-2013. V. Parejas
(M7NO18[MM]). E. arganoi 1 N . ex D. r. &. Tunkas, Yucatan. 04-XII-2013. C.E. Almazan
(M70027[MM]).

Comentario. Este ectoparasito es monoxeno a D. rotundus. Ha sido registrado a lo largo

de toda su distribucion.

Familia Cheyletidae

Diagnosis. Gnatosoma con un par de pedipalpos bien desarrollados, con el complejo
ufia-tibial tarso, bien desarrollado; Peritrema, en forma de M en el borde anterior del

gnatosoma dorsal.

Material estudiado: Cheyletidae 2. ex D. r. 4. Tunkas, Yucatan. 04-XII-2013. C.E.
Almazan (M70027MM)]). Cheyletidae 1 ex D. r. &. Mismos datos (M70031[MM]).

Comentario. No se pudo determinar el género ni la especie de estos especimenes, ya
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que no se pudieron observar bien sus estructuras ventrales, ni caracteristicas de sexo,
seria necesario tener mas colectas de estos ejemplares, para poder discernir su entidad

especifica.

VIIl. 1. 1. B. Biotopo de los acaros asociados a Desmodus rotundus.

Se registraron los sitios donde cada especie de acaro fue encontrada. Las
garrapatas mas abundantes en este estudio pertenecen a la especie O. yumatensis
(Argasidae), ésta se encontro distribuida en el cuerpo, entre el pelaje del murciélago, tanto
en la parte ventral como dorsal (Fig. 5). Todos los individos pertenecen al estadio larval,
manteniéndose adheridos al cuerpo del huésped por medio del hipostoma. El ciclo de vida
de las garrapatas conlleva varios estadios, y multiples tomas de alimentos (sangre), es de
esperarse que siendo la larva el unico estadio encontrado en murciélagos, los adultos (y
otros estadios) se encuentren en el mismo refugio (como cavidades y grietas de la cueva).
Para el caso del género Amblyomma (Ixodidae) los especimenes que se encontraron
fueron dos larvas y una hembra, esto puede ocurrir ya que el ciclo de vida es distinto entre
estas dos familias de garrapatas.

Los espinturnicidos encontrados en D. rotundus se observaron principalmente en
las membranas alares (protoninfas y machos) y el trago en el oido (hembras adultas) (Fig.
5). Esta diferenciacion puede deberse a que las hembras (posiblemente prefiadas)
buscan un mejor sitio de resguardo ante las altas tasas de acicalamiento de este
murcielago.

Los macronisidos se encontraron principalmente en los sitos de las membranas
alares pegadas al cuerpo, aunque algunos ejemplares también se localizaron entre el
pelaje (Fig. 5). Estos sitos proveen una mayor proteccion y refugio para algunas especies
de ectoparasitos.

Es de esperarse que las especies permanentes y obligadas presentaran sitios bien
definidos, debido a la larga asociacion con sus huéspedes, asi como la presencia de la
mayoria de estadios del ciclos de vida.

Los trombiculidos y leeweenhoekidos presentan solo un estadio parasito, la larva.
Todos los ejemplares encontrados en este estudio pertenecen a este estadio,
encontrandose distribuidos principalmente en la zona dorsal y la cabeza (Fig. 5).

Las especies encontradas donde sélo este estadio es parasito obligado, las ninfas
y los adultos son de vida libre y estan asociados generalmente al suelo, es por eso que no

es de extrafarse que también parasiten roedores en el caso de algunas especies.
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Acaros asociados a Desmodus rotundus en la zona
Metropolitana

Especies
P. precaria

W. nudosetosa
L. panamense
Amblyomma sp
L. desmodus

T. ca pecari
Parasecia sp
E. anops

P. herrerai

E. arganoi

P. ipeani

O. yumatensis

R. desmodi

Acaros asociados a Desmodus rotundus en la zona
Ganadera

Especies

Cheyletidae

S. davisi

L. desmodus
W. ca. similis
E. alfredugessi
A. cajennense s.1.
T. ca. pecari
P. herrerai

E. arganoi

P. ipeani

O. yumatensis

R. desmodi

Lodgané?; Lo

A
Abun Abundancia

Figura 4. Abundancia de las acaros asociados a D. rotundus. En el panel de la izquierda se muestra la abundancia de las 13 especies encontradas en la zona
metropolitana. En el panel de la derecha se muestran la abundancia de las 12 especies encontradas en la zona ganadera. Las abundancias totales fueron transformadas a

logaritmo natural para lograr una mejor representacion, las abundancias totales se especifican en el cuadro 1.
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Figura 5. Biotopo de los acaros asociados a D. rotundus. Se muestran las 5 especies mas abundantes en este estudio.
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VIIl. 1. 1. C. Dipteros asociados a D. rotundus

Las colectas se realizaron en 11 municipios del estado de Yucatan (Fig. 6) desde
diciembre del 2012 a abril de 2015. Las 17 localidades y las fechas se especifican en la figura 5b.
Se separaron los lotes para taxonomia y para la busqueda de secuencias virales. De los 162
murcieélagos colectados, un total de 1279 mosquitas pertenecientes a las especies Trichobius
parasiticus y Strebla wiedemanni fueron extraidas. Dos especimenes de Megistopoda préxima y
uno de Aspidoptera delatorrei fueron encontrados en un murciélago pero se consideraron

registros accidentales.

Se presenta el listado taxondmico de los dipteros asociados a Desmodus rotundus en el estado

de Yucatan.

Superorden Panorpida
Orden Diptera
Superfamilia Hippoboscoidea
Familia Streblidae
Strebla wiedemanni Kolentai, 1856
Trichobius parasiticus Gervais 1844
Megistopoda préxima Séguy, 1926
Aspidoptera delatorrei Wenzel, 1966

Género Strebla

Cuerpo si estd lateralmente comprimido, nunca como una pulga; alas completamente
desarrolladas con 6 venas longitudinales. La cabeza presenta ctenidio, con numerosas espinas,
extendiéndose dorso-ventralmente. Los palpos son anchos con festonas y sedas tipo espinas,
formando una escudo triangular a lo largo de la cabeza. La sutura media del preescudo
usualmente corta, nunca completa. Parte posterior de la tibia con al menos 2, y algunas veces 6-

8 macrosedas en el borde superior.

Strebla wiedemanni Kolentai, 1856
(Fig. 7)

Diagnosis. Frontoclipeo con placas separadas que son distintivamente mas largas que anchas.

Ojos multifacetados. Area anterior del ctenidio mas ancha que larga. Preesculeto con una sutura
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anterior pigmentada; tres lineas irregulares de sedas entre la sutura mesonotal y la sutura
anterior. Tres sedas grandes en la parte dorsal de proterotibia cerca de la orilla interior, préximo

al apice, presedidas por cuatro sedas delgadas y cortas.

Material estudiado: S. wiedemanni 19 ex D. r. ©. Kaxek, Tixkokob, Yucatan. 12-XI11-2012. J.B.
Morales-Malacara (M6WO09[MM]). S. wiedemanni 3 & ex D. r. Q. Mismos datos
(MBWO0010[MM]). S. wiedemanni 12, 14 ex D. r. 4. Mismos datos (M6WO0O011[MM]). S.
wiedemanni 2 & ex D. r. &. Mismos datos (M6WO0012[MM]). S wiedemanni 7 ex D. r. Q. Rancho
San Luis, Tunkas, Yucatan. 01-IV-2013. A.D. Cuxim (M7Y001[MM]). S. wiedemanni 1 ex D. r. Q.
Mismos datos (M7YO003[MM]). S. wiedemanni 2 ex D. r. Q. Mismos datos (M7Y004[MM]). S.
wiedemanni 15, 13 ex D. r. &. Mismos datos (M7Y009[MM]). S. wiedemanni 8 ex D. r. &. Mismos
datos (M7Y010[MM]). S. wiedemanni 2 ex D. r. &. Mismos datos. C.E. Almazan (M7Y011[MM]).
S. wiedemanni 19 ex D. r. 4. Mismos datos. A.D. Cuxim (M7Y019[MM]). S. wiedemanni 7 ex D. r.
4. Rancho Esperanza, Mérida. 04-VI-2013. A.D. Cuxim (M7B001[MM]). S. wiedemanni 3 ex D. r.
Q. Mismos datos (M7B003[MM]). S. wiedemanni 2 ex D. r. 4. Mismos datos (M7B004[MM])). S.
wiedemanni 14 ex D. r. Q. Mismos datos (M7B005[MM]). S. wiedemanni 1 ex D. r. 4. Mismos
datos (M7B009[MM]). S. wiedemanni 1 ex D.r. Y. Rancho Chen-Delgado, Butzotz, Yucatan. 08-
VII-2013. J.B. Morales-Malacara (M7C001[MM]). S. wiedemanni 4 ex D. r. Q. Mismos datos
(M7C002[MM]). S. wiedemanni 3, 19 ex D. r. Q. Mismos datos (M7C005[MM]). S. wiedemanni 13
ex D. r. . Rancho Colokchacal, Tekax, Yucatan. 16-Xl111-2013. A.D. Cuxim (M7E002[MM]). S.
wiedemanni 2 ex D. r. . Rancho Yaxché, Sinanché, Yucatan. 23-XIlI-2013. A.D. Cuxim
(M7F001[MM]). S. wiedemanni 2 ex D. r. 2. Rancho Yaxché, Sinanché, Yucatan. 23-XI1l-2013.
J.B. Morales-Malacara (M7F002 [MM]). S. wiedemanni 4, 13 ex D. r. 2. Rancho Sinai, Sinanché,
Yucatan. Mismos datos (M7F003[MM]). S. wiedemanni 3 ex D. r. d. Mismos datos
(M7F004[MM]). S. wiedemanni 1 ex D. r. @. Mismos datos (M7FO06[MM]). S wiedemanni 7 ex D.
r. . Rancho Chempel, Sinanché, Yucatan. 23-VIII-2013. J.B. Morales-Malacara (M7F008[MM]).
S. wiedemanni 6 ex D.r. &. Rancho Anicab, Chaksinkin, Yucatan. 02-1X-2013. A.D. Cuxim
(M7G001[MM]). S. wiedemanni 8, 13 ex D. r. 4. Mismos datos (M7G002[MM]). S. wiedemanni
19 ex D. r. &. Mismos datos (M7G003[MM]). S wiedemanni 7 ex D. r. 4. Rancho Boxactun,
Telchac Pueblo, Yucatan. Mismos datos (M7H001[MM]). S. wiedemanni 4 ex D. r. 4. Mismos
datos (M7HO02[MM]). S. wiedemanni 2 ex D. r. Q. Rancho EI Basurero, Telchac Pueblo,
Yucatan. Mismos datos (M7HO03[MM]). S. wiedemanni 3 ex D. r. 4. Mismos datos
(M7HO004[MM]). S. wiedemanni 13 ex D. r. 4. Rancho San Miguel Xcanan |, Chacsinkin, Yucatan.
01-X-2013. J.B Morales-Malacara (M71001[MM]). S wiedemanni 7 ex D. r. &. Mismos datos
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(M71002[MM]). S wiedemanni 2 ex D. r. Q. Mismos datos (M71004[MM]). S. wiedemanni 5 ex D. r.
d. Rancho San Miguel Xcanan I, Chacsinkin, Yucatan. 01-X-2013. V. Parejas (M71006[MM]). S.
wiedemanni 1 ex D. r. . Rancho Panabé |, Chacsinkin, Yucatan. 02-X-2013. J.B. Morales-
Malacara (M71007[MM]). S. wiedemanni 2 ex D. r. J. Mismos datos (M7I008[MM]). S.
wiedemanni 8 ex D.r. J. Mismos datos (M71009[MM]). S wiedemanni 2 ex D. r. Q. Mismos datos
(M71010[MM]). S wiedemanni 2 ex D. r. Q. Mismos datos (M71013[MM]). S wiedemanni 5 ex D. r.
4. Mismos datos (M71014[MM]). S wiedemanni 8 ex D. r. &. Rancho San Luis, Tunkas, Yucatan.
24-V-2013. J.B. Morales-Malacara (M7LO03[MM]). S wiedemanni 7, 13 ex D. r. &. Rancho San
Juan, Peto, Yucatan. 30-XI-2013. A.D. Cuxim (M7M0O01[MM]). S wiedemanni 2 ex D. r. J&.
Mismos datos. L. Trujillo-Pahua (M7MO002[MM]). S wiedemanni 2 ex D. r. €. Mismos datos. C.E.
Almazan (M7MO03[MM]). S wiedemanni 3 ex D. r. Q. Mismos datos (M7MO06[MM]). S
wiedemanni 2 ex D. r. &. Mismos datos. A.D. Cuxim (M7M007[MM]). S wiedemanni 13 ex D. r. &.
Mismos datos. C.E. Almazan (M7M008[MM]). S wiedemanni 2 ex D. r. 4. Mismos datos. A.D.
Cuxim (M7MO09[MM]). S wiedemanni 12 ex D. r. 4. Mismos datos. C.E. Almazan
(M7MO11[MM]). S wiedemanni 1 ex D. r. &. Mismos datos. A.D. Cuxim (M7M012[MM]). S.
wiedemanni 6 ex D. r. Rancho 10 de mayo, Bokoba, Yucatan. 02-XII-2013. A.D. Cuxim
(M7NOO1[MM]). S. wiedemanni 6, 13 ex D. r. Rancho Dzodzil, Bokoba, Yucatan. 02-X11-2013.
C.E. Almazan (M7NOO2[MM]). S. wiedemanni 3 ex D. r. Mismos datos (M7NOO3[MM]). S.
wiedemanni 1 ex D. r. Mismos datos. J.B. Morales-Malacara (M7NOO04[MM]). S. wiedemanni 8,
19 ex D. r. Mismos datos. L. Trujillo-Pahua (M7NOO5[MM]). S. wiedemanni 3 ex D. r. Mismos
datos. J.B. Morales-Malacara (M7NOO6[MM]). S. wiedemanni 2 ex D. r. Mismos datos. A.D.
Cuxim (M7NOO7[MM]). S. wiedemanni 2 ex D. r. Mismos datos. J.B. Morales-Malacara
(M7NOO8[MM]). S. wiedemanni 2 ex D. r. Mismos datos. L. Trujillo-Pahua (M7NOOS[MM]). S.
wiedemanni 7, 233 ex D. r. Mismos datos. L. Trujillo-Pahua (M7N010[MM]). S. wiedemanni 1 ex
D. r. Mismos datos. C.E. Almazan (M7NO11[MM]). S. wiedemanni 7,19, 13 ex D. r. Mismos
datos. J.B. Morales-Malacara (M7NO12[MM]). S. wiedemanni 23 ex D. r. Rancho San Felipe
Carrillo Puerto, Bokoba, Yucatan. 02-X11-2013. V. Parejas (M7NO13[MM]). S. wiedemanni 3 ex D.
r. Rancho 10 de mayo, Bokobda, Yucatan. 02-XII-2013. L. Trujillo-Pahua (M7NO14[MM]). S.
wiedemanni 7 ex D. r. Rancho Dzodzil, Bokoba, Yucatan. 02-XII1-2013. V. Parejas (M7N015[MM]).
S. wiedemanni 2, 299 ex D. r. Mismos datos. L. Trujillo-Pahua (M7NO16[MM]). S. wiedemanni 6,
19, 14 ex D.r. Mismos datos. J.B. Morales-Malacara (M7N017[MM]). S. wiedemanni 2 ex D.r.
Mismos datos. C.E. Almazan (M7NO19[MM]). S. wiedemanni 3 ex D. r. Y. Rancho Xanchical,
Tunkas. 04-Xl11-2013. C.E. Almazan (M70001[MM]). S. wiedemanni 2 ex D. r. ¢. Mismos datos.
J.B. Morales-Malacara (M70003[MM]). S. wiedemanni 13 ex D. r. Q. Mismos datos. C.E.
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Almazan (M70004[MM]). S. wiedemanni 6 ex D. r. . Mismos datos (M70006[MM]). S.
wiedemanni 10 ex D. r. Q. Mismos datos. L. Trujillo-Pahua (M70007[MM]). S. wiedemanni 6 ex D.
r. Q. Mismos datos. C.E. Almazan (M70008[MM]). S. wiedemanni 1 D. r. 4. Mismos datos. J.B.
Morales-Malacara (M70009[MM]). S. wiedemanni 4 D. r. 4. Mismos datos. C.E. Almazan
(M70010[MM]). S. wiedemanni 299, 544 ex D. r. Mismos datos. L. Trujillo-Pahua
(M70011[MM]). S. wiedemanni 299, 643 ex D. r. Mismos datos. C.E. Almazan (M70012[MM])).
S. wiedemanni 19, 243 ex D. r. Mismos datos.(M70014[MM]). S. wiedemanni 19, 13 ex D. r.
Mismos datos.(M70015[MM]). S. wiedemanni 529, 333 ex D. r. Mismos datos.(M70017[MM])).
S. wiedemanni 333 ex D. r. Mismos datos. J.B. Morales-Malacara (M70018[MM]). S.
wiedemanni 13 ex D. r. Mismos datos. C.E. Almazan (M70019[MM]). S. wiedemanni 399, 43J
ex D. r. Mismos datos. J.B. Morales-Malacara (M70020[MM]). S. wiedemanni 399, 783 ex D. r.
Mismos datos (M70021[MM]). S. wiedemanni 383 ex D. r. 4. Mismos datos. J.B. Morales-
Malacara (M70024[MM]). S. wiedemanni 399, 333 ex D. r. 4. Mismos datos. C.E. Almazan
(M70025[MM]). S. wiedemanni 292, 3483 ex D. r. 4. Mismos datos (M70026[MM]). S.
wiedemanni 292, 433 ex D. r. . Mismos datos (M70027[MM]). S. wiedemanni 12, 13 exD. r.
Q. Mismos datos. C.E. Almazan (M70029[MM]). S. wiedemanni 233 ex D. r. 4. Mismos datos
(M70031[MM]). S. wiedemanni 399, 243 ex D. r. @. Mismos datos (M70032[MM]). S.
wiedemanni 13 ex D. r. 4. Mismos datos. V. Parejas (M70033[MM]). S. wiedemanni 1 ex D. r. 9.
Tunkas, Yucatan. 01-IV-2015. C.E. Alimazan (M7Z002[MM]). S. wiedemanni 2 ex D. r. &. Mismos
datos (M7Z003[MM]). S. wiedemanni 5 ex D. r. Q. Mismos datos. A.D. Cuxim (M7Z004[MM]). S.
wiedemanni 6 ex D. r. 4. Mismos datos. C.E. Almazan (M7Z006[MM]). S. wiedemanni 13 ex D. r.
Q. Mismos datos. A.D. Cuxim (M7Z007[MM]). S. wiedemanni 2 ex D. r. J. Reserva de Yalahau,
Homun, Yucatan. 03-1V-2015. A.D. Cuxim (M7Z009[MM]).

Comentario. Este ectoparasito tiene gran afinidad por D. rotundus pero ha sido registrado en

otras especies de murciélagos. Esto lo hace un parasito polixeno.

Género Trichobius

Alas normales y bien desarrolladas; ausencia de ctenidio. EI margen superior del preescutelo
frecuentemente sinuoso, con prolongaciones medias en forma roma, y nunca con terminacién
parecida a dientes filosos. Superficie superior de la tibia con sedas mas o menos uniformes,
nunca con macrosedas. Los margenes del térax oblicuos anterior y posteriormente. Cara interior
del profémur sin espinas aunque setas conspicuas pueden estar presentes. Palpos con sedas en

la parte ventral y en los margenes. Patas posteriores no mayores al doble del tamano de las
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patas delanteras.

Trichobius parasiticus Gervais 1844
(Fig. 7)
Diagnosis. Cuerpo mediano, de 1.36 a 1.70 mm. Torax distintivamente aplanado. Seis venas
longitudinales en las alas, cerca del angulo basal. Sutura media sin bifurcar usualmente
extendida a la mitad del escutelo o después de él. Escutelo y preescutelo con areas conspicuas
desprovistas de sedas. Linea de sedas muy cortas en forma de “W” en el margen posterior del

escutelo.

Material estudiado: T. parasiticus 13 ex D. r. 9. Kaxek, Tixkokob, Yucatan. 12-XII-2012. J.B.
Morales-Malacara (M6WO010[MM]). T. parasiticus 8 ex D.r. ¢. Rancho San Luis, Tunkas, Yucatan.
01-IV-2013. A.D. Cuxim (M6Y001[MM]). T. parasiticus 5 ex D.r. &. Mismos datos (M6Y002[MM]).
T. parasiticus 8 ex D. r.¢. Mismos datos. (M6Y003 [MM]).T. parasiticus 11 ex D.r. Q. Mismos
datos (M6Y004[MM]). T. parasiticus 2 ex D.r. & Mismos datos (M6Y005[MM]). T. parasiticus 19
ex D.r. Mismos datos (M6YO07[MM]). T. parasiticus 9, 13 ex D.r. 4. Mismos datos
(MBY008[MM]). T. parasiticus 15 ex D.r. & Mismos datos (M6Y0O09[MM)]). T. parasiticus 5 ex D.r.
4 Mismos datos (M6Y010[MM]). T. parasiticus 11 ex D.r. Mismos datos (M6Y009[MM]). T.
parasiticus 7 ex D.r. 4. Rancho Esperanza, Mérida, Yucatan. Mismos datos (M7B001[MM]). T.
parasiticus 2 ex D.r. . Mismos datos (M7B003[MM]). T. parasiticus 2 ex D.r. & . Mismos datos
(M7B004[MM]). T. parasiticus 1 ex D.r. €. Mismos datos (M7B005[MM]). T. parasiticus 5 ex D.r.
Q. Mismos datos (M7B006[MM]). T. parasiticus 3 ex D.r. 4. Mismos datos (M7B007[MM]).T.
parasiticus 2 ex D.r. 4. Mismos datos (M7B0O08[MM]). T. parasiticus 2 ex D.r. &. Mismos datos
(M7B0O09[MM]). T. parasiticus 3 ex D.r. €. Mismos datos (M7B010[MM]). T. parasiticus 2 ex D.r.
4. Mismos datos (M7B011[MM]). T. parasiticus 11 ex D.r. Q. Rancho Chen-Delgado, Butzotz,
Yucatan. 08-VII-2013. J.B. Morales-Malacara (M7C001[MM]). T. parasiticus 9 ex D.r. ¥. Mismos
datos (M7CO002[MM]). T. parasiticus 19, 9 43 ex D.r. 4. Mismos datos (M7C004[MM]). T.
parasiticus 21, 19 ex D.r. Q. Mismos datos (M7C005[MM]). T. parasiticus 13 ex D.r. ¢. Mismos
datos (M7CO06[MM]). T. parasiticus 9 ex D. r. €. Rancho Sta. Teresa, Yaxnic-Mérida, Yucatan.
02-X111-2013. A.D. Cuxim (M7D002 [MM]). T. parasiticus 34 ex D. r. 9. Mismos datos (M7D003
[MM]). T. parasiticus 10 ex D. r. €. Rancho Colokchacal, Tekax, Yucatan. 16-XIl1-2013. A.D.
Cuxim (M7EQ02[MM]). T. parasiticus 14 ex D. r. Q. Rancho Yaxché, Sinanché, Yucatan. 23-XIlI-
2013. A.D. Cuxim (M7F001[MM]). T. parasiticus 6, 14 ex D. r. . Rancho Yaxché, Sinanché,
Yucatan. 23-XI11-2013. J.B. Morales-Malacara (M7F002 [MM]). T. parasiticus 13, 19 ex D. r. ¢.
Rancho Sinai, Sinanché, Yucatan. Mismos datos (M7F003[MM]). T. parasiticus 2 ex D. r. J&.
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Mismos datos (M7FO005[MM]). T. parasiticus 8 ex D. r. Q. Mismos datos (M7F006[MM]). T.
parasiticus 12 ex D. r. Q. Mismos datos (M7F007[MM]). T. parasiticus 2 ex D. r. ¢. Rancho
Chempel, Sinanché, Yucatan. Mismos datos (M7FO008[MM]). ]). T. parasiticus 3, 19 ex D.r. ¢.
Mismos datos (M7F009[MM]). T. parasiticus 2, ex D. r. 4. Rancho Boxactun, Telchac Pueblo,
Yucatan. Mismos datos (M7H001[MM]). T. parasiticus 2, ex D. r. &. Mismos datos
(M7HOO2[MM]). T. parasiticus 4, ex D. r. 9. Rancho EIl Basurero, Telchac Pueblo, Yucatan.
Mismos datos (M7HO003[MM]). T. parasiticus 8, ex D. r. 4. Mismos datos (M7H004[MM]). T.
parasiticus 2 ex D. r. Rancho La Reja, Telchac Pueblo, Yucatan. 23-1X-2013. A.D. Cuxim
(M7HOO07[MM]). T. parasiticus 5 ex D. r. 2. Rancho San Miguel Xcanan I, Chacsinkin, Yucatan.
01-X-2013. J.B. Morales-Malacara (M71002[MM]). T. parasiticus 8 ex D. r. 9. Mismos datos
(M71003[MM]). T. parasiticus 7 ex D. r. Q. Mismos datos (M71004[MM]). T. parasiticus 2 ex D. r.
4. Mismos datos (M71005[MM]). T. parasiticus 22 ex D. r. Q. Rancho San Miguel Xcanan II,
Chacsinkin, Yucatan. 01-X-2013. V. Parejas (M71006[MM]). T. parasiticus 18 ex D. r. . Rancho
Panaba |, Chacsinkin, Yucatan. 02-X-2013. J.B. Morales-Malacara (M71007[MM]). T. parasiticus 9
ex D. r. 4. Mismos datos (M71008[MM]). T. parasiticus 5 ex D. r. &. Mismos datos (M7I1009[MM]).
T. parasiticus 22 ex D. r. 9. Mismos datos (M7I010[MM]). T. parasiticus 13 ex D. r. 9. Mismos
datos (M71011[MM]). T. parasiticus 8 ex D. r. . Mismos datos (M71012[MM]). T. parasiticus 16 ex
D. r. 9. Mismos datos (M71013[MM]). T. parasiticus 13 ex D. r. 4. Rancho San Juan, Peto,
Yucatan. 30-XI-2013. A.D. Cuxim (M7MO05[MM]). T. parasiticus 13 ex D. r. 4. Mismos datos
(M7MO12[MM]). T. parasiticus 13 ex D. r. . Mismos datos (M7M013[MM]). T. parasiticus 12, 32,
43 ex D. r. Rancho Dzodzil, Bokoba, Yucatan. 02-XII-2013. C.E. Almazan (M7NOO2[MM]). T.
parasiticus 5 ex D. r. Mismos datos (M7NOO3[MM]). T. parasiticus 1 ex D. r. Mismos datos. J.B.
Morales-Malacara (M7NO04[MM]). T. parasiticus 2 ex D. r. Mismos datos. L. Trujillo-Pahua
(M7NOOS5[MM]). T. parasiticus 4 ex D. r. Mismos datos. J.B. Morales-Malacara (M7NOOG[MM]). T.
parasiticus 7 ex D. r. Mismos datos. A.D. Cuxim (M7NOO7[MM]). T. parasiticus 6 ex D. r. Mismos
datos. J.B. Morales-Malacara (M7NOO8[MM]). T. parasiticus 6 ex D. r. Mismos datos. L. Trujillo-
Pahua (M7NOO9[MM]). T. parasiticus 5, 19, 13 ex D. r. Mismos datos. (M7NO10[MM]). T.
parasiticus 3 ex D. r. Mismos datos. C.E. Almazan (M7NO11[MM]). T. parasiticus 2 ex D. r.
Mismos datos. J.B. Morales-Malacara (M7N012[MM])). ]). T. parasiticus 299, 33 ex D. r. Mismos
datos (M7NO17[MM]). T. parasiticus 13, ex D. r. Rancho 10 de mayo, Bokoba, Yucatan. 02-XII-
2013. V. Parejas (M7NO18[MM]). T. parasiticus 1 ex D. r. Rancho Dzodzil, Bokoba. 02-XII-2013.
C.E. Almazan (M7NO19[MM]). T. parasiticus 12 ex D. r. @. Rancho Xanchical, Tunkas. 04-XII-
2013. C.E. Almazan (M70001[MM]). T. parasiticus 3 ex D. r. 4. Mismos datos. L. Trujillo-Pahua
(M70002[MM]). T. parasiticus 10 ex D. r. Q. Mismos datos. J.B. Morales-Malacara
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(M70003[MM]). T. parasiticus 36 ex D. r. Q. Mismos datos. C.E. Almazan (M70004[MM]). T.
parasiticus 1 ex D. r. 4. Mismos datos. J.B. Morales-Malacara (M70005[MM]). T. parasiticus 9 ex
D. r. Q. Mismos datos. C.E. Almazan (M70O006[MM]). T. parasiticus 23 ex D. r. ¢. Mismos datos.
L. Trujillo-Pahua (M70007[MM]). T. parasiticus 6 ex D. r. . Mismos datos. C.E. Almazan
(M70008[MM]). T. parasiticus 10 ex D. r. 4. Mismos datos. (M70010[MM]). T. parasiticus 3,
299,783 ex D. r. Mismos datos. L. Trujillo-Pahua (M70011[MM]). T. parasiticus 599, 1433 ex
D. r. Mismos datos. C.E. Almazan (M70012[MM]). T. parasiticus 33 ex D. r. Mismos
datos.(M70014[MM]). T. parasiticus 14 ex D. r. Mismos datos.(M70016[MM]). T. parasiticus 39
ex D. r. Mismos datos (M70017[MM]). T. parasiticus 13 ex D. r. Mismos datos. J.B. Morales-
Malacara(M70018[MM]). T. parasiticus 292J, 333 ex D. r. Mismos datos. C.E. Almazan
(M70019[MM]). T. parasiticus 19, 643 ex D. r. Mismos datos. J.B. Morales-
Malacara(M70020[MM]). T. parasiticus 19, 3334 ex D. r. Mismos datos. (M70021[MM]). T.
parasiticus 629,1133 ex D. r. Mismos datos. C.E. Almazan (M70022[MM]). T. parasiticus 12,
23 ex D. r. Mismos datos. L. Trujillo-Pahua (M70023[MM]). T. parasiticus 13 ex D.r. &. Mismos
datos. J.B. Morales-Malacara (M70024[MM]). T. parasiticus 1, 622, 2233 ex D. r. &. Mismos
datos. C.E. Almazan (M70025[MM]). T. parasiticus 492, 934 ex D. r. 4. Mismos datos
(M70026[MM])). T. parasiticus 322, 933 ex D. r. &. Mismos datos (M70027[MM)]). T. parasiticus
13 ex D. r. &. Mismos datos (M70028[MM])). ]). T. parasiticus 12, 433 ex D. r. Q. Mismos datos
(M70029[MM])). T. parasiticus 19, 13 ex D. r. &. Mismos datos (M70031[MM]). T. parasiticus
599, 543 ex D. r. Q. Mismos datos (M70032[MM]). T. parasiticus 1199, 1243 ex D. r. ¢.
Mismos datos. V. Parejas (M70O033[MM]). T. parasiticus 20 ex D. r. 9. Tunkas, Yucatan. 01-IV-
2015. C.E. Almazan (M7Z001[MM]). T. parasiticus 15 ex D. r. Q. Mismos datos (MZ002[MM]). T.
parasiticus 5 ex D. r. d. Mismos datos. A.D. Cuxim (M7Z005[MM]). T. parasiticus 4 ex D. r. Q.
Mismos datos (MZ007[MM]). T. parasiticus 3 ex D. r. & . Reserva Yalahau, Homun, Yucatan.
C.E. Aimazan (MZ013[MM]).

Comentario. Esta mosquita hematéfaga también es considerado polixeno, pero se ha

encontrado asociado a D. rotundus en la mayoria de los estudios.

Género Megistopoda

Cabeza sin ctenidio; alas muy reducidas; medida del cuerpo entre 1.70-2.48 mm. Patas

posteriores elongadas al menos el doble de las patas delanteras. Escutelo esclerotizado.

55



Megistopoda proxima Séguy, 1926
(Fig. 7)
Diagnosis. Gonapofises con margen ventral casi recto desde una vista lateral, con una fila de
sedas translucidas en forma de espina, morfoldgicamente entre macroseda y en forma de punta.

Macroseda en el gonapofisis en os machos insertada e el tercer cuarto (desde la parte basal).

Material estudiado. M proxima 19, 13 ex D. r. Rancho Xanchical, Tunkas, Yucatan. 04-XII-
2013. C.E. Aimazan (M70014[MM]).

Comentario. Esta especie se reporta mas frecuentemente en Sturnira lilium (Wenzel & Tipton,
1966) y por la baja frecuencia de esta especie en este estudio, se puede considerar como una
“transferencia por perturbacion”, es decir, pudo cambiar momentaneamente de huésped, ya que

algunos especimenes de S. lilium cayeron en las redes durante la colecta.

Género Aspidoptera

Cabeza sin ctenidio; alas reducidas pero conspicuas. Patas posteriores alargadas pero no
conspicuamente mas largas que las delanteras. La sutura mesonotal no se extiende mas alla de
la sutura transversal, esta unién en forma de “T”. El margen posterior de la cabeza es
redondeado. Los palpos ligeramente mas largos que anchos, y casi verticales. Parte dorsal del

abdomen cubierto de sedas cortas.

Aspidoptera delatorrei Wenzel, 1966
(Fig. 7)
Diagnosis. Todas las sedas son largas en el mesepisterno. Tergito [+Il con tres a cuatro filas de
sedas conspicuas y largas, ademas de sedas cortas cerca del margen interior. Las hembras
presentan una placa supraanal con cinco o seis sedas muy largas o sedas subapicales y una fila
transversal de seis sedas cortas en la parte media, esta fila a veces separada en dos grupos
laterales de tres sedas cada con un desplazamiento anterior del par de macrosedas (situadas en

la parte media).

Material estudiado. A. delatorrei 19 ex D. r. Rancho Xanchical, Tunkas, Yucatan. 04-XII-2013.
C.E. Almazan (M70014[MM]).

Comentario. Este parasito también se considera una colecta accidental, por la baja presencia en

este estudio.
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VIIl. 1. 1. D. Biotopo de los acaros asociados a D. rotundus

Las dos especies predominantes en este estudio se encontraron en el cuerpo del
murciélago, tanto ventral como dorsalmente, y las zonas cercanas a las membranas alares y el
cuello. Es de esperarse que los sitios con pelaje son los mas comunes debido a la morfologia de
estas mosquitas, aplanadas dorsoventralmente y con patas y tarsos especializados para el
movimiento en el huésped que les permiten una mayor libertad de movimiento, asi como
proteccién a los periodos de acicalamiento del murciélago.

Los registros para M. proxima y A. delatorrei se consideran accidentales al no poder

corroborar si fue un caso de contaminacion.
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Estado de Yucatan

Golfo de México

Campeche Quintana Roo

a)

Figura 6. Area de estudio de los dipteros hematéfagos asociados a D. rotundus. a) Las colectas se realizaron en 11 municipios

b)
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del estado de Yucatan. b) Un total de 17 ranchos desde diciembre del 2012 a abril de 2015.

58



Strebla wiedemanni Trichobius parasiticus Biotopo

Hembras

Megistopoda proxima Aspidoptera delatorrei

Figura 7. Biotopo de los dipteros asociados a D. rotundus en Yucatan. a) En los primeros paneles se observan las especies
predominantes del estudio, las ultimas dos especies se consideran registros accidentales. b) la preferencia de biotopo de las mosquitas

hematdéfagas.
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VIIIL. 1. 2. Estudio comparativo de la carga ectoparasitaria de D. rotundus

Se obtuvo la prevalencia, intensidad media, abundancia media (Cuadro 1) e intensidad
mediana para los acaros mas abundantes. Las prevalencias de ambas zonas se compararon por
medio de chi? y prueba de Fisher, presentando para R. desmodi (xi?, p= 0.60; F, p= 1), O.
yumatensis (xi?, p=0.11; F, p=0.11), P. ipeanni (xi?, p=0.53; F, p= 0.53), P. herrerai (xi?, p= 1; F,
p= 1) y E. arganoi (xi?, p=0.08; F, p=0.08). En la comparacién de abundancia media e intensidad
media se utilizd la prueba t (1000 bootstraps), siendo para R. desmodi p=0.867 y p=0.87, O.
yumatensis p=0.92 y p=0.47, P. ipeani p=0.43 y p= 0.37, P. herrerai p= 0.38 y p= 0.10 y E.
arganoi p= 0.06 y p=0.44, respectivamente. Para comparar la intensidad mediana se utilizé la
prueba de Mood, siendo para R. desmodi p=0.59, O. yumatensis p=1, P. ipeani p= 0.24, P.
herrerai p= 1 y E. arganoi p=0.56. En ninguna de las especies compartidas entre las dos zonas
se encontraron diferencias significativas.

Considerando el sexo del murciélago, se encontraron diferencias en la abundancia de
algunos acaros, es decir el sexo de los murciélagos esta relacionado con la presencia de un
estadio. En el caso de R. desmodi, los machos presentaron una mayor cantidad de protoninfas y
adultos que las hembras (xi?=8.47; gl=1, p<0.05). Para la garrapata O. yumatensis, los machos
infestados presentaron una mayor cantidad de larvas que las hembras infestadas (xi’=4.99; gl=1,
p< 0.05).

Aunque las diferencias no fueron significativas, podemos observar algunas tendencias
entre las dos zonas, por ejemplo en la zona ganadera se observa una mayor prevalencia para O.
yumatensis, asi como para E. arganoi en la zona metropolitana. Para las especies que tuvieron
una poca representacion en el estudio no se pudo obtener la descripcion estadistica. Ademas en
las especies que la mayoria de los individuos se encontraron en pocos huéspedes (como el caso
de P. ipeani) los intervalos de confianza eran demasiado amplios para considerarse. Este

comportamiento de distribucion anormal se observa en la mayoria de los parasitos.
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datos para calcular Cl. AT= abundancia total; AM=abundancia media; P= prevalencia; IM= intensidad media

Zona Zona Zona Zona Zona Zona Zona Zona
Metropolitana Ganadera Metropolitana Ganadera Metropolitana Ganadera Metropolitana Ganadera
Especie AT AT AM AM P P IM IM
(Cl 95%) (CI 95%) (CI 95%) (CI 95%) (C1 95%) Cl 95%)
R. desmodi 908 958 29.3 30.9 0.935 0.935 31.3 33
(18.6-44.2) (20.9-48.2) (0.786-0.992) (0.786-992) (20.4-47.2) (22.8-52.4)
O. yumatensis 239 250 7.71 8.06 0.516 0.742 14.9 10.9
(3.74-15.2) (4.77-13.7) (0.331-0.698) (0.554-0.881) (8.5-29.5) (6.48-18.3)
P. ipeani 189 29 6.13 0.935 0.161 0.258 38 3.62
(0.548-33.3)" (0.323-2.32) (0.055-0.337)* (0.119-0.446) (4.6-106)" (1.5-7)
E. arganoi 47 14 1.52 0.452 0.387 0.161 3.92 2.8
(0.742-2.71) (0.129-1.29) (0.218-0.578) (0.055-0.337) (2.58-5.67) (1.4-5.2)
P. herrerai 19 11 0.613 0.355 0.226 0.258 2.71 1.38
(0.226-1.23) (0.161-0.742) (0.096-0.411)* (0.119-0.446) (1.43-3.71) (1-2.12)
E. anops 2 0 0.0645 - 0.032 - * -
(0-0.194)" (0.001-0.167)*
Parasecia sp 1 0 * - * * * *
T. ca pecari 3 1 0.0968 * 0.065 * 1.5 *
(0-0.29)* (0.008-0.214)* (1-1.5)A
L. desmodus 2 9 0.0645 0.29 0.032 0.097 * 3
(0-0.194)" (0.0323-1.16)" (0.001-0.167)" (0.020-0.258)" (1-4.67)
Amblyomma 1 0 * - * - * -
Sp
L. panamense 1 0 * - * - * -
W. nudosetosa 4 0 0.0645 - 0.032 - * -
(0-0.194)" (0.001-0.167)*
P. precaria 1 0 * - * - * -
A. cajennense 0 2 - 0.0645 - 0.032 - *
sl (0-0.194) (0.001-0.167)"
E. alfredugessi 0 2 - * - * - *
W. ca. similis 0 1 - * - * - *
S. davisi 0 1 - * - * - *
Cheyletidae 0 3 - 0.0968 - 0.065 - 1.5
(0-0.29)A (0.008-0.214)* (1-1.5)

Cuadro 1. Descripcion estadistica de los acaros asociados a D. rotundus. Ci=Intervalo de confianza; * los valores no se pudieron calcular; "= insuficientes
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Para los dipteros hematofagos también se obtuvo la prevalencia, abundancia

media e intensidad media en cada una de las zonas estudiadas (Cuadro 2) del estado de

Yucatan. Si se toman en cuenta los datos totales de todo el estado, la abundancia e

intensidad media de T. parasiticus es mayor a S. wiedemanni (p<0.05).

De manera particular,

en

la zona ganadera no se encontro diferencias

significativas en la prevalencia (xi?, p=0.017; F, p=0.17), sin embargo si en la abundancia

e intensidad media (prueba t, p<0.05). Es decir, en promedio hay mas mosquitas T.

parasiticus que S. wiedemanni; en esta zona y ademas, cuando un murciélago esta

infestado tendra una mayor cantidad de T. parasiticus. Algo parece ocurrir con la zonas de

refugio o percha de este murciélago que favorece a T. parasiticus.

En la zona Metropolitana no hubo significancia en las diferencias entre los
estréblidos (xi?, p=0.71; prueba t, p=0.28).

La prevalencia y la intensidad media entre las dos especies de mosquitas, en la

zona henequenera, muestran una diferencia significativa (prueba t, p<0.05), no el caso de

la abundancia media. Es decir, un mayor numero de murciélagos se encuentran

infestados por S. wiedemanni y pero al estar infestados presentan un mayor niumero de T.

parasiticus.

Cuadro 2. Descripcion estadistica de los dipteros asociados a D. rotundus. N= namero total de

murciélagos; HI= huéspedes infectados; P= prevalencia; AM= abundancia media; IM= intensidad media.

Zona Especie N HI P AM IM
(CI 95%) (Cl 95%) (Cl 95%)

Ganadera T. parasiticus 62 46 0.742 7.18 9.67

(0.615-0.845) (5.39-9.4) (7.59-12.1)

S. wiedemanni 62 38 0.631 3 4.89
(0.481-0.734) (2.24-2.02) (3.89-6.05)

Metropolitana T. parasiticus 60 37 0.617 3.6 5.84
(0.482-0.739) (2.5-5.58) (4.38-8.93)

S. wiedemanni 60 34 0.567 2.57 4.53
(0.432-0.694) (1.84-3.54) (3.5-5.85)

Henequenera T. parasiticus 41 22 0.537 4.02 7.5
(0.374-0.693) (2.44-6.22) (5.09-10-5)

S. wiedemanni 41 31 0.756 2.68 3.55
(0.597-0.876) (1.88-3.71) (2.71-4.84)
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Para comparar la abundancia de las mosquitas hematofagas entre las tres zonas
estudiadas, se utilizé la prueba Kruskal Wallis. Se observo que T. parasiticus se encuentra
en mayor abundancia en la zona ganadera (H= 8.47, p<0.05) con respecto a las otras

zonas estudiadas.

Simbologia

Tipo de vegetacion y uso de suelo

Agricultura de riego
Agricultura de temporal
Pastizal inducido
- Asentamiento humano
Cuerpo de agua
Blanquizal
I Vegetacion de dunas costeras
B Manglar
' Pastizal inundable
[ Selva baja caducifolia
B selva baja caducifoliacon con vs
Selva baja inundable
P Selva baja inundable con vs
B selva mediana subcaducifolia
I Sselva mediana subcaducifolia con vs
I sSelva mediana subperennifolia :
[ Selva mediana subperennifolia con vs 3 ) . ; Escala grdfica

100

Figura 8. Tipo de vegetacion y uso de suelo de la peninsula de Yucatan. Tomado de
Garcia & Cérdoba, 2010.

Las diferencias presentes en este estudio pueden tener un componente dado por
las caracteristicas del sitio, asi como la biologia propia del ectoparasito. En primer lugar,
al hacer un analisis mas detallado en el uso de suelo y la cobertura vegetal, se observa
que los municipios de la zona ganadera presentan principalmente pastizales inducidos y
parches de selva mediana (Figura 8). Los parches representados por esta fragmentacion
de la vegetacion parecen indicar una menor conectividad entre las poblaciones de D.
rotundus, esto en un estudio especifico acerca de la fragmentacion del ambiente sobre T.
parasiticus (datos no publicados, com pers Reyes-Novelo), donde la abundancia de ésta
parece ser influenciada por una menor linearidad (coneccién) entre los fragmentos, caso
contrario en S. wiedemanni donde las zonas con parches mas conectados contribuyen a

una mayor abundancia en esta mosquita. Estudios previos en Costa Rica, en lo que se
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enfocaron principalmente en caracterisiticas geograficas, encontraron que para T.
parasiticus y R. desmodi (acaro) parecen preferir habitads relativamente mas frios y con
menor humedad, donde la precipitacion esta entre 2000-8000 milimetros por afo, y una
temperatura entre 12-24° C. Dado que los sitios donde estos ectoparasitos fueron
colectados corresponden principalmente a sitios cerca de las montafias, es posible que
tambifien presenten predileccion por elevaciones entre 500 y 2000 m.s.n.m, resultados
similares a los de Wenzel y colaboradores (1966). En el caso de S. wiedemanni y P.
herrerai (acaro) parecen preferir zonas mas calidas y humedas con una precipitacion
anual entre 2000-4000 milimetros por afio, temperaturas arriba de los 24° C y elevaciones
menores a 500 m.s.n.m (Holdridge, 1987). Se podria pensar que los mismos parametros
podrian influenciar en la abundancia de las mosquitas en nuestro pais, sin embargo es
necesario un estudio mas detallado tomando en cuenta estas caracteristicas, ademas de
incluyendo el resto de los ectoparasitos presentes en México.

Todo esto sugiere que estos factores ambientales juegan también un papel
fundamental en la ecologia de estas especies, como Rui & Graciolli (2005) dedujeron
influye en la reproduccion de algunos ectoparasitos. Ademas las especies mas moviles
pueden buscar sitios especificos en el refugio o sitios mas alejados para poner la larva-
pupa, en especies menos moviles el sitio de postura es mas cercano. Esta mayor
actividad también se ve reflejada en la diferencia de los sitios de copulacién, algunas
especies copulan sobre el murciélago y otras se bajan del huésped para copular, tomando
en cuenta que se cree esta familia necesita una cdépula para ciclo reproductivo (al
contrario del resto de los pupipara) En la mayoria de las mosquitas es una larva-pupa
madura la que se deja en el refugio, en el caso del género Trichobius la larva-pupa
madura dentro de la madre y es la pupa que se coloca en el refugio. En cuanto a la
eleccion del huésped, en los insectos hematéfagos en general existe el supuesto que las
capacidades de locomocién o movimiento se veran reflejadas en la amplitud del rango de
huéspedes, ambas mosquitas presentan variedad de especies de murciélagos como
huéspedes, asi haciendo la interpolacion del ciclo de vida de estas mosquitas en distintas
especies de murciélagos puede jugar un papel importante en la “abundancia”. Asi como
las variaciones en la eleccién de sitio de postura, ya que pueden ser diferentes
dependiendo del sitio de percha temporal y definitivo de los huéspedes. Si hay diferentes
sitios de percha y estos con diferentes abundancias de murciélagos, esto puede verse
reflejado en la abundancia relativa de las mosquitas (Dick & Dittmar, 2014).

Los supuestos de las particularidades en el ciclo de vida, nivel del movimiento o
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actividad, y los sitios de postura de la pupa (relacionado con la densidad poblacional de D.
rotundus) podrian ser otros factores determinantes para la mayor abundancia de T.
parasiticus en la zona ganadera.

Ademas de la abundancia diferencial de especies en un mismo estado (o pais),
podemos observar diferencias en la presencia de especies con respecto a otros paises,
Almeida et al. (2011), encontrd T. furmani, T. joblingi, T. dugesioides y S. mirabilis en D.
rotundus en Brasil, esto comprueba las diferencias ademas se extienden a un nivel

geografico mayor.
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VIIl. 2. Andlisis de las mosquitas hematéfagas para la deteccion de huellas
moleculares de virus

VIIl. 2. 1. Determinacion de familias virales en mosquitas hematéfagas

Se realizo la extraccion de RNA de 71 lotes (992 mosquitas hematofagas) de las
especies T. parasiticus y S. wiedemanni. En promedio, cada lote contenia 10 S.
wiedemanni o 15 T. parasiticus, separados por localidad y por huésped. Se analizaron 6
familias virales: Arenaviridae (a nivel de familia y especifico para Clado B), Bunyaviridae,
Filoviridae, Flaviviridae, Rhabdoviridae y Togaviridae. Se han aislado virus pertenecientes
a estas familias en murciélagos por lo cual estos virus representaban una buena eleccion
como primer abordaje.

Para la busqueda de secuencias virales se utilizaron PCR anidadas, que
consisten, inicialmente, en una RT-PCR, que permitié obtener cDNA y la amplificacion de
un fragmento de la L polimerasa; a partir de este producto, en la segunda PCR, se
amplifica un segmento mas pequefo. Los primers o iniciadores utilizados para cada una
de las familias fueron disefados en el Instituto de Salud Carlos Ill (Madrid, Espafa), asi
como el mantenimiento de los cultivos celulares (controles negativos) y los virus usados
como controles positivos. Los productos obtenidos fueron visualizados en geles de
agarosa al 2%. La amplificacion por esta técnica permiti6 encontrar secuencias de
rabdovirus. El anadlisis del resto de las familias fue negativo en todas las muestras excepto
un positivo a la familia Arenaviridae pero con una sefal muy baja; sin embargo, la
secuenciacion del fragmento amplificado no permitié la comparaciéon con bases de datos

disponibles (dato no mostrado).

VIII. 2. 2. Secuencias virales amplificadas en mosquitas hemato6fagas

Las mosquitas (T. parasiticus) pertenecientes a una hembra de D. rotundus de la
localidad Rancho Chen-Delgado del municipio Buctzotz, Yucatan dieron positivas al grupo
Dimarhabdovirus (figura 9a). Los ectoparasitos (ambas especies) pertenecientes a una
hembra adulto del Rancho Panaba | del municipio Chasinkin también dieron positivos al
grupo Dimarhabdovirus (imagen no mostrada).

Todas las muestras que resultaron positivas, se procesaron con ExoProstar y se
mandaron a secuenciar. Tras la secuenciacién, solo se obtuvo un fragmento informativo
de la primer muestra positiva. En el caso de la segunda y tercer muestra, las secuencias
resultantes tenia muchos sitios indefinidos, debido probablemente a la presencia de otros

amplificados. Esto puede esperarse en el uso de iniciadores degenerados en la PCR.
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Para obtener otros fragmentos de la secuencia, la primer muestra fue amplificada con
PCR heminested o semianidada, es decir se combinaron los primers de ambas PCRs (F1-
R2 y R1-F2) y se ajustd la TM (temperatura de alineacion). Se ensamblaron las
secuencias obtenidas de manera manual se logré obtener un contig de 155 nucleétidos
(Fig. 9c).

Como primer paso, se utilizé el programa BLAST (NCBI) para comparar con las
bases de datos disponibles. Los resultados sugieren la presencia de una secuencia de
rabdovirus, posiblemente un vesiculovirus, presentando el fragmento analizado un 84% de
similitud al virus Jurona. La secuencia obtenida en este estudio fue denominada Butzotz
virus, debido al nombre del municipio donde las mosquitas hematéfagas fueron
colectadas. En la figura 9b se muestra la secuencia de nucleétidos obtenida, ademas de
la traduccion a aminoacidos, mostrando el marco de lectura hipotético (figura 9¢) usando

el software ExPASYy (http://web.expasy.org/translate).

VIII. 2. 3. Analisis filogenético de la secuencia resultante y otros rabdovirus

El arbol consenso nos permite observar que la secuencia del virus Butzotz se
agrupada a los virus Jurona, Chandipura, Malpais Spring, Piry, Isfahan, Perinet y Yug
Bogdanovac con una probabilidad posteriori del alrededor del 60%. Todos estos virus
pertenecen al género vesiculovirus. La baja probabilidad puede deberse al tamafio
reducido de las secuencias utilizadas, y aunque el fragmento que se amplificod es
conservado en los rabdovirus, no proporciona la suficiente informacién para la resolucién
de filogenias (Aznar-Lépez et al., 2013). El siguiente grupo (con un soporte del 75%)
muestra un vesiculovirus (virus Marco) agrupado con 5 rabdovirus sin clasificar (Porton,
Old River, Wongabel, Bangoran y La Joya), y este grupo a su vez, relacionado con los
virus Ephemeral Bovine (Ephemerovirus) y Timbo (sin clasificar). La siguiente agrupacién
esta formada, por dos vesiculovirus: VSI y Morreton, que se relacionan con el virus Cocal.
Con una probabilidad baja (60%) se agrupan con un sigmavirus y rabdovirus sin clasificar
identificados en acaros espinturnicidos (de murciélagos africanos). Los grupos restantes
incluyen aislados del virus VSN, Carajas y Radi, asi como dos agrupaciones con alto
soporte de rabdovirus asociados a peces.

Enseguida se observa el grupo de los rabdovirus identificados en estréblidos de
murciélagos espanoles, todos en una rama con un soporte mayor al 90%. Estas
secuencias fueron encontradas con los mismos primers usados en este estudio. Al

parecer la secuencia del virus Butztoz se separa filogenéticamente de los virus
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identificados en otros ectoparasitos de murciélagos. Aunque no se puede descartar una
mayor similitud hasta que se obtenga una secuencia mas larga (o el gen completo) de la L
polimerasa, asi como la adiciéon de otro gen para la resolucion de la historia filogenética.
Las ultimas agrupaciones pertenecen a rabdovirus relacionados a peces exceptuando el
rabdovirus de Delfin. En virus Tupaia (género Tupavirus) fue tomado como grupo externo.

Se observa en particular que los virus pertenecientes al género Vesiculovirus no
conservaron la agrupacion como en articulos previos, agrupando algunos con rabdovirus
de reciente adicion a la familia y aun sin clasificar. Sin embargo, es importante sefialar
que, exceptuando los rabdovirus asociados a peces y a un reptil, todos los demas fueron
identificados de dipteros (géneros Culex, Lutzomyia, Haemagogus, Culicoides, Aedes,
Phlebotomus, Penicillida y Nycteribia) y de acaros sin identificar (una grupo de ellos
provenientes de murciélagos). La alineacion de la secuencia presentd algunos
inconvenientes, asi que se optd por elegir los virus resultantes del BLAST y las
secuencias obtenidas previamente con los mismos primers (Aznar-Lépez et al., 2013). No
se agregaron virus pertenecientes a los otros géneros de rabdovirus, ya que al realizar la
alineacion con éstos, la secuencia de Butzotz se fragmentaba, dando un alineamiento con
muchos gaps y “missing data”, por ende el modelo de sustitucion era el mas complicado
(GTR+G). Esto debido a la complejidad de la alineacién y no realmente a un modelo de
sustituciéon real mas complejo. La alineacion en dos pasos (primero con los resultados de
BLAST, enseguida una realineacion con las secuencias de stréblidos) permiti6 mantener

la integridad de la secuencia del virus Butztoz (Fig. 1, Apéndice).

68



3 CTCTGTTTCAGGGGTTGACAATGGCTGATGATATGACGTCAGTGATCAAG

Municipio de Butzotz 1
a) b) 50 AAGATGTTAGAGAGTTGTCTCAGGACAAGGTTTGAACGACTACTCCCCTG
— ' + 100 TATCATTGCAAACCCCATCCATTATCAACAATGGAACACCCCACACCGGC
155 AAAAA 5
C) LFQGLTMetADDMetTSVIKKMetLESCLRTRFERLLPCITANPIHYQQWNTPHRQK

Buctzotz virus

prob Jurona virus 1

l Jurona virus 2
Jurona virus 3

Chandipura virus 1
—I:—{ Chandipura vinss 3
Chandipura virus 2
§ Malpais Spring virus 1 Vesiculovirus
¥ Malpais Spring virus 2

Piry virus

Isfahan virus
Perinet virus
Yug Bogdanovac virus
Porton s virus
Marco virus
Ord River virus
I  — Wongabel virus
Bangoran virus
. '— La Joya virus
— Bovine ephemeral fever virus Ephemerovirus

S Timbo virus

Cocal virus Indiana 2
—% Vesicular stomatitis Indiana virus
Morreton virus
Drosophila immigrans sigmavirus Sigmavirus
0.51 —-{_ .{ Rhabdovirus IC 201614
{ Rhabdovirus IC 20165

Rhabdovirus IC 201611

| Tench rhabdovirus
nge fry rhabdovirus
ring viraemia of carp virus iVivi
d ) [ Scophthalmus maximus rhabdovirqjsng i3 Sprivivirus
China fish rhabdovirus
= Vesicular stomatitis New Jersey virus 2
Vesicular stomatitis New Jersey virus 1
Carajas virus

Radi virus

ycteribia schmidlii rhabdovirus 3

rﬂ'N eribia schmidlii rhabdovirus 2
Nycteribia schmidii rhabdovirus 1

L Nycteribia schmidi rhabdovirus 4
Penicillidia conspicua rhabdovirus 1
Penicillidia conspicua rhabdovirus 2
Nycteribia kolenatii rhabdovirus 1
L[ Perchrhabdovirus Perhabdovirus
Eel virus European X
Hybrid snakehead virus
il _.‘_—c Siniperca chuatsi rhabdovirus
Starry flouradjrhrha_ bdwhabérqu
e —— in rl irus ;
Tupaia rhabdovirus ¢ Tupavirus

0.2

Figura 9. Arbol filogenético de la secuencia obtenida y otros rabdovirus. a) La colecta fue realizada en el Rancho Chen-Delgado del municipio de Buctzotz. b)
Secuencia de nucleodtidos del virus Butzotz de un lote de mosquitas T. parasiticus. c) Secuencia de aminoacidos resaltando el marco de lectura hipotético. d) Hipdtesis
filogenética de la secuencia encontrada en este trabajo, y secuencias extraidas del GenBank.. Se us6 secuencias parciales del gen L (polimerasa) bajo el criterio de Maxima

Verosimilitud (ML).



La importancia de la busqueda de posibles patégenos en una relacion parasito-huésped,
recae en las posibilidades de un cambio de huésped. En la actualidad se ha reconocido que la
perturbacion del ambiente juega un papel fundamental en las relaciones simbidticas, ademas en
la emergencia de enfermedades. Hobers & Brooks (2015) proponen que la expansion geografica
de los patdgenos esta dada por los cambios en los sitios de distribucién de especies, la alteracién
del ambiente, y la creciente conectividad global. La variacion en el clima y la perturbacion del
ambiente han modificado la estructura faunistica a diversas escalas a lo largo de la historia de la
Tierra (Hobers & Brooks, 2008) y esto podria estar pasando en muchas especies actuales. La
mayoria de los parasitos presentan una especializacion o preferencia de huésped, sin embargo
no es raro encontrar registros en otros huéspedes con cierta relaciéon filogenética, es decir, el
primer paso para el surgimiento de una enfermedad infecciosa tendria que ser prececido por un
expansion en el espectro de huéspedes, ser quisquilloso pero flexible, altamente especializado o
poder “usar” un huésped nuevo (La Paradoja del Parasito) (Agosta et al. 2010).

Uno de los objetivos de este estudio fue conocer la presencia de virus en un grupo de
ectoparasitos que por su ciclo de vida, presentan un grado de especificidad y aun asi un grado de
flexibilidad en la preferencia de huéspedes (dentro del orden Chiroptera). Como primer abordaje
a una pregunta mas extensa, se pudo tener la evidencia molecular de un virus. El aislamiento y
caracterizacion de este virus como siguiente paso nos permitira conocer aspectos importantes
en la potencialidad de cambio de huésped (virulencia, citopateneicidad, entre otros).

La busqueda proactiva para conocer la diversidad de posibles patégenos como
anticipacion a la emergencia de éste en un taxon diferente, asi como el conocimiento de los
factores que determinan la distribucion de los patégenos de novo son puntos fundamentales en

sistemas contemporaneos, expuestos a un cambio climatico evidente (Hobers & Brooks, 2015).
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VIL.

Conclusiones

Se determinaron taxondémicamente 3977 ectoparasitos (22 especies), aumentando el

listado actual de ectoparasitos de D. rotundus en México.

La hipotesis de investigacion no fue comprobada para los acaros asociados a D.
rotundus. Es decir, los cambios en el uso de suelo (como cierto tipo de perturbaciéon
antropogénica) parece no afectar la conectividad de las subpoblaciones de D. rotundus y

por lo tanto la abundancia de estos ectoparasitos.

Para una especie de mosquita hematéfaga (T. parasiticus) la hipotesis de investigacion si
se comprobd, pero no para la segunda especie (S. wiedemanni) reflejando que el uso de
suelo puede influenciar en la abundancia pero existen otros factores (como el lugar de
percha temporal del murciélago/sitio de puesta de la pupa de la mosquita) que influencian

de manera diferencial a las mosquitas hematofagas.

En esta poblacion de D. rotundus no hay presencia de quirodisidos a diferencia de otros

estados de la Republica Mexicana (com. pers. Morales-Malacara).

El rabdovirus asociado a mosquitas hematdéfagas presentan similitud al género
Vesiculovirus. El hallazgo de esta secuencia de rabdovirus nos revela un nuevo elemento

en las mosquitas ectoparasitas de murciélagos en México.
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VIll. Apéndice

Tabla 1. Ectoparasitos del murciélago comun D. rotundus en América Latina.

Familia Especie Localidad Referencia
Argasidae Onithodoros azteci México Hoffmann, 1962
Paraguay Dick and Gettinger (2005),
Ornithodoros brodyi Paraguay Dick and Gettinger (2005),
Onithodoros yumatensis México Kohls, 1965
Spinturnicidae
Periglischrus herrerai Venezuela Machado-Allison, 1965
Brasil Gettinger & Gribel, 1989
Panama Furman, 1966
Costa Rica Rojas et al., 2008
Almeida

Morales-Malacara ,1996;1998;2011

Periglischrus caligus México Morales-Malacara, 1996; Ryckman,
Periglischrus iheringi México 1956

Periglischrus ojastii México

Periglischyrus vargasi México

Macronyssidae

Radfordiella desmodi Brasil Azebedo et al., 2002; Almeida et al.,
2011.
Costa Rica Rojas et al., 2008
Trombiculidae
Beamerella acutascuta Surinam Brennan & Bronswijk, 1975
Venezuela Brennan & Reed, 1975
Hooperella saccopteryx Trinidad Brennan & Jones, 1960
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H. vesperuginis

Microtrombicula boneti

M. carmenae

Perates anophthalma

Perissopalla precaria

Speleocola secunda

S. davisi

Tecomatlana sandovali
Hoffmanniella transsylvanica
Euschoengastia megastyrax

E. colombiae
Parasecia longicalcar

Venezuela

Bolivia
Nicaragua
Surinam
Trinidad

México
Costa Rica
Venezuela

Nicaragua
Surinam
Trinidad

México

Panama
Guatemala
Trinidad
Venezuela

Surinam
Trinidad
Venezuela
México
México
Costa Rica
Trinidad

Trinidad
Trinidad

Brennan & Reed, 1975

Brennan, 1970

Webb & Loomis, 1977
Brennan & Bronswijk, 1975
Brennan & Jones, 1960

Webb & Loomis, 1971
Brennan & Reed, 1975
Webb & Loomis, 1971

Brennan & Bronswijk, 1975
Webb & Loomis, 1971

Hoffmann, 1960
Webb & Loomis, 1977
Loomis, 1969

Webb & Loomis, 1977
Brennan & Dalmat, 1960
Webb & Loomis, 1977
Brennan & Reed, 1975
Brennan & Bronswijk, 1975
Loomis & Webb, 1969
Brennan & Reed, 1975
Webb & Loomis, 1977
Webb & Loomis, 1977
Goff, 1980

Brennan & Jones, 1960
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Leeuwenhoekiidae

Myobiidae

Streblidae

T.

Loomisia desmodus

Nycterinastes primus

Whartonia nudosetosa

Eudusbabekia arganoi

n--

44 0nn w -

—

T
T
T

pecari

furmani
joblingi
mirabilis

. duegesioides

. parasiticus
. wiedemanni

. mirabilis

. wiedemanni
. furmani

. parasiticus

. parasiticus

. parasiticus
. johnsonae
. yunkeri

S.

wiedemanni

Trinidad

Guatemala
Nicaragua
Venezuela

Venezuela

México
Trinidad
Venezuela

México

Brasil
Brasil
Brasil

Brasil
Venezuela

México
México

Brasil
Brasil
Brasil
Brasil

Argentina
Paraguay

Puebla, México
Puebla, México
Puebla, México
Puebla. México

Brennan & Dalmat, 1960
Webb & Loomis, 1977
Brennan & Reed, 1975
Brennan & Reed, 1973
Loomis, 1969

Brennan & Jones, 1960
Reed & Brennan, 1975

Vomero, 1972; Palacios-Vargas &
Morales-Malacara, 1983

Almeida et al., 2011

Almeida et al., 2011
Wenzel (1976),

Cuxim-Koyoc et al., 2015.

Moura de Souza & Antonni, 2011.

Autino et al., 2009
Dick and Gettinger (2005),

Gonzalez- Avalos, 2014
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N. natali

Trichobius parasiticus
Strebla wiedemanni

Nycterophilia coxata
Strebla tonatiae
Trichobius sphaeronotus

Aspidoptera falcata

Aspidoptera phyllostomatis

Basilia ferrisi
Mastoptera sp

Megistopoda
aranea

Paradyschiria curvata
Paratrichobius dunni

Speiseria ambigua

Strebla hertigi

Strebla vespertilionis
Trichobioides perspicillatus
Trichobius costalimai
Trichobius dugesioides
Trichobius joblingi
Trichobius uniformis

Puebla, México

Costa Rica
Costa Rica

Costa Rica
Costa Rica
Costa Rica

Brasil
Peru

Brasil
Argentina

Venezuela
Venezuela

Argentina
Panama
Peru
Venezuela

Venezuela
Venezuela

Panama
Panama
Panama
Panama
Panama
Panama
Panama
Panama

Rojas et al., 2008.; Timm et al. (1989)

Hoffmann, 1953
Hoffmann, 1944
Hoffmann (1953)

Aguiar and Antonini (2011),
Claps et al. (2005),

Eriksson et al. (2011),
Autino et al. (2009),

Wenzel (1976),

Autino et al. (2009)
Wenzel& Tipton (1966)
Claps et al. (2005)
Wenzel (1976),

Wenzel (1976),

Wenzel and Tipton (1966)

Wenzel (1976),
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Strebla consocius
Strebla guajiro
Trichobius caecus
Trichobius costalimai
Trichobius joblingi
Trichobius tiptoni

Strebla diphyllae

Strebla wiedemanni

Venezuela
Venezuela
Venezuela
Venezuela
Venezuela
Venezuela
Dick (2006),
Guatemala
Hofstede et al. (2004
Belice

Parasito Huésped

Pteropterix kappleri
Desmodus rotundus
Diphylla ecaudata

Desmodus rotundus
Ornithodoros yumatensis Carollia perspicillata
Desmodus rotundus
Myotis velifer
Corynorhinus townsendii
C. raffinesquii

Desmodus rotundus murinus

Artibeus lituralis palmarum

Tabla 2. Registros previos de los ectoparasitos encontrados en este estudio.

Localidad Referencia

Monagas, Venezuela

Nueva Esparta, Venezuela
Yaracuy, Venezuela

Jones et al. 1972.
Zulia, Venezuela

Arizona, EUA
Chiapas, México

Chichen ltza, Yucatan., México

Sinaloa, México
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Artibeus aztecus
Hydrocaeris hydrocaerys
Cerdocyon thous
Tapirus terrestris
Homo sapiens

Bos taurus
Equs caballus

Canis familiaris
Tapirus bairdii

Pecari tajacu

Amblyomma cajennense s.l.

Artibeus jamaceiensis
Canis familiaris

Tayassu pecari
Tayassu tajacu
Dasyprocta aguti
Choeroniscus minor
Hydrocaeris hydrocaerys
Tapirus terrestris
Tamandua longicaudata
Myrmecophaga tridactyla

Dasyprocta aguti
Sigmodon hispidus

Alouatta seniculus
Tayassu tajacu
Dasyprocta aguti
Tamandua longicaudata

Procyon cancrivorus

Apure, Venezuela
México

Campeche, México

Chiapas, México

Yucatan, México

Bolivar, Venezuela

Carabobo, Venezuela

Falcén, Venezuela

Guarico, Venezuela

Hoffmann, 1961

Hoffmann, 1962

Aldan et al. 2003

Romero-Castafon et al.

2008
Wharton 1938

Zavala-Velazquez et al.

2002

Jones et al., 1972.
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Radfordiella desmodi

Periglischrus herrerai

Dasypus novemcinctus
Priodontes maximus
Tapirus terrestris
Tayassu pecari

Homo sapiens

Desmodus rotundus
Desmodus rotundus

Carollia perspicillata
Diaemus yongi

Desmodus rotundus

Desmodus rotundus

Desmodus rotundus
Carollia perspicillata

Desmodus rotundus

Desmodus rotundus

Miranda, Venezuela

T. F. Amazonas

Yaracuy, Venezuela

Morelos, Chiapas, Puebla, México
Venezuela
Plum Mitan, Trinidad
Los Santos, Panama
Acatenango, Guatemala

Brasil

Brasil

Costa Rica
Edo. de México; Morelos;
Querétaro; Guerrero; Michoacan y
Puebla,
México
Brasil
Colombia

Costa Rica

Panama

Morales- Malacara, 1998

Saunders, 1975

Radovsky, 1967

Azebedo et al., 2002

Almeida et al., 2011.

Rojas et al., 2008

Morales-Malacara, 1998

Gettinger & Gribel, 1989

Casebeer, 1966
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Desmodus rotundus
Sturnira ludovici
S. lilium

Desmodus rotundus

Perissopalla ipeani Carollia perspicillata
Carollia perspicillata
Sturnira lilium
Phyllostomus elongatus
Trachops crrhosus

Tonatia bidens

Artibeus lituratus
Diphylla ecaudata

Perissopalla precaria

Glosophaga soricina
Desmodus rotundus
Micronycterys megalotis
Desmodus rotundus

Anoura sp
Artibeus lituratus
Carollia brevicauda
C. perspicillata
Desmodus rotundus
Glossophaga longirostris
G. soricina
Leptonycteris curasoae
Micronycteris microtis

Trinidad

Venezuela

Costa Rica

Brasil

Surinam

Brasil

Brasil

Quintana Roo, México
Guatemala
Panama

Trinidad

Venezuela

Furman, 1966

Herrin & Tipton, 1975
Machado-Alison, 1965

Rojas et al., 2008

Brennan, 1969

Brennan & Bronswijk, 1975

Almeida et al., 2011

Almeida, datos sin publicar.

Loomis, 1969
Brennan & Dalmat, 1960
Brennan & Yunker, 1966

Webb &Loomis, 1977

Brennan & Reed, 1975
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Noctilio labialis
Peropteryx kappleri
P. macrotis
Phyllostomus discolor
Sturnira lilium
Proechimys guyannensis

Loomisia desmodus Glossophaga soricina
Mimon cozumelae

Trachops cirhosus

Erophylla sezekorni

Artibeus toltecus
Carolia castanea
Lonchophylla robusta
Vampyrops vittatus

Desmodus rotundus

Artibeus toltecus
Carolia perspiciliata
C. subrufa
Desmodus rotundus
Glossophaga soricina

Carollia subrufa
C. castanea
Glosophaga soricina
Micronycteris megalotis
Saccopteryx bilineata

Carollia perspicillata
Glossophaga soricina
Lonchophylla thomasi

Carolia perspicillata perspicillata

Yucatan, México

Bahamas

Colombia

Costa Rica

Guatemala

Nicaragua

Panama

Surinam

Loomis, 1969

Webb & Loomis, 1977

Brennan, 1967

Tamsitt & Fox, 1970

Webb & Loomis, 1977

Brennan & Dalmat, 1960

Webb & Loomis, 1977

Brennan & Yunker, 1966

Brennan & Bronswijk, 1975
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Trachops cirrhosus

Carollia p. perspicillata
Micronycteris megalotis

Anoura sp
Carollia brevicauda
C. perspicillata
Chrotopterus auritus
Desmodus rotundus
Glossophaga longirostris
G. soricina
Lonchophylla robusta
Micronycteris megalotis
P. macrotis
Saccopteryx bilineata
Sturnira lilium
Trachops cirrhosus
Vampyressa pusilla

Anoura geoffroyi
Carollia subrufa

Trombicula pecari Pecari tajacu
Bradypus griseus
Desmodus rotundus

Eutrombicula alfredugessi Sin datos

Sceloporus rufidorsum

Basiliscus vittatus
Ameiva undulata
Anolis lemurinus
Leptophis mexicanus
Oryzomys melanotis
Ototylomys phyllotis
Piaya cayana

Trinidad

Venezuela

Panama
Trinidad
BCS, México

BCN, México

Campeche, México.

Brennan & Dalmat, 1960
Brennan & Jones, 1960

Brennan & Reed, 1975

Webb & Loomis, 1977.

Brennan & Jones, 1960
Brennan & Jones, 1960
Loomis & Spath, 1969

Hoffmann, 1949

Loomis, 1969
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Ramphocaenus rufiventris
Sciurus deppei
S. yucatanicus
Sigmodon hispidus
Ciccaba virgata
Ameiva undulata

Sciurus sociales sociales
Neomota mexicana solitaria

Peromyscus maniculatus blandus
Sceloporus ferrariperezi
Sceloporus torquatus torquatus

Sceloporus jarrovii

Cnemidophorus deppei deppei
Sceloporus siniferus.

Ameiva undulata undulata
Scelopurus aenus aenus
Drymarchon corais
Ameiva undulata undulata

Homo sapiens
Citellus variegatus rupestris

Ameiva undulata
Dendrocincla homochroa
Oryzomys melanotis
Ototylomys phyllotis
Psilorhinus morio

Chiapas, México.
Chihuahua, México
Ciudad de México, México.

Durango, México.

Guerrero, México.

Michoacan, México
Morelos, México.
Nayarit, México
Oaxaca, México

Puebla, México.

Hoffmann, 1949

Medellin & Col., 1953

Barrera & Col,., 1953
Hoffmann, 1949.
Medelli & Col., 1954
Kroman et al., 1967

Hoffmann, 1949

Jenkins, 1949
Hoffmann, 1949
Kroman et al., 1967
Hoffmann, 1949

Rosales-Pérez, 1943
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Loomis, 1969

Sciurus deppei Quintana Roo, México

S. yucatanicus
Sceloporus chrysosticus
Anolis limifrons
Basilisicus vittatus
Cnemidophorus angusticeps
Glaucidium brasilianum
Nasua narica
Sciurus yucatanensis
Elaphe flavirufa
Spilotes pullatus
Gallus gallus Tabasco, México Hoffmann, 1949
Hoffmann, 1949

Ameiva undulata Veracruz, México

Ameiva undulata Pearse, 1936; Wharton,
1938.

Otonyctomys hatti
Oryzomys melanotis
Ameiva undulata
Cyanocorax yncas
Marmosa canescens
Peromyscus yucatanicus
Rattus rattus

Yucatan, México Loomis, 1969

Homo sapiens Brasil Jenkins, 1949

Ophis merremii

Philander oposum
Marmosa constantiae
Didelphis marsupialis Brennan, 1970

Holochilus brasiliensis Bolivia
Echimys sp
Dactylomys dactylinus
D. dactylinus tropica
Microtus pennsylvanicus Canada Jenkins, 1949
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Artibeus jamaicensis
Mniotilta varia
Acris gryllus
Bufo sp
B. terrestris americana
B. woodhousi
Rana pipiens
R. palustris
Thamnophis sirtalis sirtalis
T. sauritus proximus
T. marcianus

T. eques

T. sirlatis parietalis
T. radix

Lampropeltis getulus getulus

L. getulus holbrooki
L. calligaster

L. triangulum
Elaphe guttata

E. obsoleta
E. obsoleta confinnis
E. vulpina
Coluber constrictor constrictor
C. constrictor flaviventis
Drymarchon corais couperi

Costa Rica Webb & Loomis, 1977
Cuba Jenkins, 1949
Loomis, 1956

Wharton & Fuller, 1952
Jenkins, 1949
Wolfenbarger, 1953

Jenkins, 1948

EUA

Jenkins, 1949

Wolfenbarger, 1953

Jenkins, 1948

Wolfenbarger, 1953

Loomis, 1956

Jenkins, 1948




Heterodon contortix
H. platyrhinos
H. simus
H. nasicus
Opheodrys aestivus
O. vernalis
Diadophis punctatus
Sceloporus undulatus
S. olivaceus

S. unudulatus fasciatus

S. undulatus garmani
S. undulatus hyacinthinus

S. occidentalis occidentalis
Crotalus atrox
C. horridus
C. viris
Eumeces laticeps
E. fasciatus
Cnemidophorus sexlineatus
C. saki
C. gularis
Anolis carolinensis

Crotaphytus collaris
Phrynosoma sp

EUA

EUA

Loomis, 1956

Jenkins, 1948

Wharton & Fuller, 1952

Jenkins, 1948

Jenkins, 1949

Wolfenbarger, 1953

Brennan, 1948
Jenkins, 1949.
Wolfenbarger, 1953

Loomis, 1956

Jenkins, 1948
Loomis, & Crossley, 1963.

Jenkins, 1949

Jenkins, 1948
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P. cornutum
Terrapene carolina carolina

T. carolina bauri
T. carolina major

T. ornata
T. plastron
Kinonsternon subrubrum

Masticophis flagellum testaceus
M. taeniatus girardi

Urosaurus ornatus wrighti
Agkistrodon contortrix mokeson
Pituophis catenifer sayi
Natrix erythrogaster
N. rhomfera
N. sipedon
Ophisaurus attenuatus
Sonora episcopa
Tropiclonion lineatum

Gopherus polyphemus
Anadia taeniata

Holbrookia texana
H. maculata

Amphispiza bilineata

Jenkins, 1949
Ewing, 1926

Jenkins, 1948

Wolfenbarger, 1953
Wharton & Fuller, 1952
Jenkins, 1948

Jenkins, 1949.

Wolfenbarger, 1953

Loomis, 1956

EUA
Wolfenbarger, 1953

Loomis, 1956

Wharton & Fuller, 1952

Loomis & Crossley, 1963
Loomis, 1956

Loomis & Crossley, 1963




Ixobrychus exilis exilis
Coragyps atratus atratus

Spizella pusilla pusilla
Pipile erythrophthalmus
Protonotoria citrea
Geothlypis trichas
Setophaga ruticilla
Thyothorus ludovicianus
Polioptila caerulea caerulea

Colinus virginianus

Phasianus colchicus torquatus
Gallus gallus
Tympanachus cupido americanus
Meleagris gallopavo
Zenaidura macroura carolinensis
Geococcyx californianus
Antrostomus carolinensis
Colaptes auratus
Myarchus crinitus
Penthestes carolinensis
Baeolophus bicolor
Thryomanes bewicki
Mimus polyglottos polyglottos
Toxostoma rufum
Vireo olivaceus
Icteria virens virens
Sturnella magna

S. neglecta
Piranga rubra rubra

Momotus lessoni
Nothura maculosa

Jenkins, 1948

Ewing, 1929

Jenkins, 1948

Jenkins, 1940
EUA

Wolfenbarger, 1953
Jenkins, 1948

Wharton & Fuller, 1952
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Agelanius phoenicus
Bartramia longicauda
Chondestes grammacus
Corvus brachyrhynchos
Cyanocitta cristata
Icterus gélbula
Molothrus ater
Parus bicolor
Passer domesticus
Quiscalus quiscula
Rallus sp.

R. elegans

Richmondena cardinalis
Sialia sialis
Spiza americana
Spizella paserina
Sturnus vulgaris
Troglodytes aedon
Turdus migratorius
Calamospiza melanocorys
Eremophila alpestris

Buteo jamaicensis

Melanerpes erythrocephalus

Coccyzus americanus
Dumetella carolinensis

Citella sp.

C. tridecemlineatus
Tamias striatus
Cynomys ludovicianus
Procyon lotor

P. lotor elucus

Wolfenbarger, 1953

Loomis, 1956

EUA

Wolfenbarger, 1953

Loomis, 1956

Ewing, 1923

Loomis, 1956
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Didelphis virginiana pigra
Canis familiaris
Mephitis elongata
Felis domestica
Sylvilagus floridanus
S. floridanus mallurus
S. audoboni
Lepus californicus
Sciurus carolinensis
S. niger
Sogmodon hispidus
S. hispidus komareki
S. hispidus texanus

Oryzomys palustris palustris
Rattus rattus

R. norvegicus

Homo sapiens
Capra hircus

Neotoma floridana
N. micropus

N. atwateri
N. magister

N. albigula laplatensis
Mus musculus

Microtus pennsylvanicus

EUA

EUA

Jenkins, 1948

Wharton & Fuller, 1952

Loomis, & Crossley, 1960

Jenkins, 1948

Morlan, 1952
Wharton & Fuller, 1952

Jenkins, 1948

Wharton & Fuller, 1952

Jenkins, 1949

Jenkins, 1948

Wharton & Fuller, 1952

Wolfenbarger, 1953
Wharton & Fuller, 1952

Jenkins, 1948




M. achrogaster
Peromyscus maniculatus
P. leucopus
Cryptotis parva
Reithrodontomys megalotis
R. fulvescens
Dipodomys ordii
Onychomys leucogaster
Pitymys nemoralis
Tadarida mexicana
Perognathus hispidus

P. flavescens
Dasypus novemcinctus texanus

Urocyon cinereoargenteus floridanus

Myotis keenii septentrionalis
Eptesicus fuscus fuscus
Lasiurus borealis

Ameiva undulata parva
Corythophanes sp
Momutus lessonii lessonii
Cissilopha melanocyanea
Sciurus deppei deppei
S. griseoflavus griseoflavus

Dasyprocta aguti
Drymarchon corais

Ameiva praesignis

A. bifrontata

Wolfenbarger, 1953

Loomis, 1956
Jenkins, 1949

Morlan, 1952

Brennan & White, 1960

EUA
Brennan & Dalmat, 1960
Floch & Flauran, 1956
Guatemala Jenkins, 1949
Guayana Francesa Brennan & Yunker, 1966
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A. undulata
Anolis sp
Sceloporus sp
Oxybelis sp
Pseustes poecilonotus

Spilotes pullatus

Butorides virescens virescens

Gallus gallus
Arremonops conirostris

Odontophorus erythrops
Taraba major

Canis familiaris
Bos Taurus
Equus caballus
Pecari angulatus
Capra hircus
Odocaoileus chiriquensis
Nasua narica panamensis

N. nasua

Hydrochoerus isthmius
Dasyprocta punctata

Didelphis masupialis
Marmosa robinsoni
Philander oposum

Aotus trivirgatus
Sanguinus geoffroyi
Proechimys semispinosus
Heteromys desmarestianus
Coendou rothschildi
Agouti paca
Hydrochaeris hydrochaeris
Sciurus granatensis

Panama

Panama

Jenkins, 1949

Brennan &Yunker, 1966

Jenkins, 1949

Brennan & Yunker, 1966

Jenkins, 1949

Brennan & Yunker, 1966
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Sigmodon hispidus
Zygodontomys microtinus
Reithrodontomys mexicanus
Oryzomys alfaroi
Oryzomys sp
O. capito
Peromyscus flavidus
P. nudipes
Scotinomys tequina
S. xerampelinus
Sylvilagus brasiliensis

S. gabbi

Tayassu tajacu

Teius teyon
Nothura maculosa
Homo sapiens
Cavia aperea

Gallus gallus
Homo sapiens
Agouti paca
Dasyprocta sp
Proechimys sp
Sciurus sp

Didelphis marsupialis
Philander opossum
Zygodontomys brevicauda microtinus
Micronycteris megalotis

Epicrates cenchris
Leimadophis melanotus
L. reginae
Leptophis ahaetulla

Panama

Peru

Surinam

Jenkins, 1949

Brennan & Yunker, 1966

Jenkins, 1949

Brennan, 1970

Brennan & Bronswijk, 1975
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Pseustes poecilonotus
P. sulphureus
Sclateria naevia
Spilotes pullatus
Corallus enydris
Crotophaga ani
Megarhynchus pitangua
Myrmotherula axillaris
Ramphocellus carbo
Tachyphonus rufus
Thryothorus rutilus
Trogon violaceus
T. viridis
Cyclarhis gujanensis
Dysithamnus mentalis
Glaucidium brasilanum
Zygodontomys brevicauda
Coluromys trinitanis
Didelphis marsupialis
Marmosa mitis
Hteromys anomalus
Nectomys squamipes
Oecomys trinitatis
Rhipidomys couesi
Rattus rattus

Teius teyon
Nothura maculosa
Homo sapiens
Cavia aperea

Anadia bitaeniata
Homo sapiens
Marmosa cinerea
M. fuscata
M. robinsoni
Philander opossum
Molossops paramus

Trinidad

Uruguay

Brennan & Jones, 1960

Jenkins, 1949

Brennan & Reed, 1974
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Cyclopes sp
Agouti paca
Dasyprocta aguti
Myoprocta pratti
Zygodontomys brevicauda
Proechimys semispinosus
P. guyannensis
Sigmodon hispidus
Oryzomys concolor
O. bicolor
Holochilus brasiliensis
Echimys armatus
Sigmodon alstoni
Nectomys squamipes
Sylvilagus brasiliensis

Euschoengastia anops Chilonycteris rubiginosa
Carollia perspicillata

Speleocola davisi Glossophaga soricina leachii
Leptonycteris sanborni
Desmodus rotundus
Neotoma lepida

Heteromys gaumeri
Otolylomys phyllotis
Columba flavirostris
Sigmodon hispidus
Orthogeomys hispidus

Perognathus permix
Perognathus goldmani

Leptotrombidium
panamense Heteromys guameri
Otolylomys phyllotis

Otolylomys phyllotis

Venezuela

Trinidad

Sonora, México

Baja California, México

Campeche, México

Sonora, México

Quintana Roo, México.

Chichen Itza/ Mérida/Peto/ Pisté,
Yucatan, México

Brennan & Jones, 1960

Webb & Loomis, 1969

Brennan, 1966.

Loomis, 1969

Ryckman & Ross, 1955;
Kroman et al., 1967

Reportado en Hoffmann,
1990
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Peromyscus boylei levipes
Neotoma mexicana solitaria
Peromyscus mexicana saxatilis
Liomys picus isthmius

Rattus rattus

Baiomys musculus musculus
Peromyscus mexicanus

Citellus mexicanus
Dipodomys merriami
Liomys irroratus
Peromyscus leucopus

P. guardia
Neotoma lepida

Sigmodon hispidus chiriquensis
Didelphis marsupialis
Marmosa robinsoni
Artibeus toltecus
Proechimys semispinosus
Hoplomys gymnurus
Heteromys australis
Liomys adspersus
Coendou rotschildi
Oryzomyz bombicinus
O. caliginosus
O. capito
Zygodontomys microtinus

Parasecia sp Ototylomys phyllotys
Heteromys gaumeri
Ortalis vetula
Peromyscus leucopus

Chiapas, México

Guerrero, México

Oaxaca, México

EUA

Panama

Campeche, México

Loomis & Crossley, 1963.

Brennan, 1966

Ewing, 1925

Brennan & Yunker, 1966.
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Peromyscus yucatanicus Chichen Itza, Yucatan
P. leucopus Pisté, Yucatan

Eumeces fasciatus
E. inexpectus
E. laciteps
Elaphe guttata
E. obsoletus
Sceloporus undulatus
Lampropeltis getulus
L. triangulum
Uta ornata (=Urosaurus ornatus)
Parasecia gurneyi Scalopus aquaicus
Crotalus horridus
C. viridis EUA
Melanerphes erythrocephalus
Arizona elegans
Speotyto cunicularia
Masticophis flagellum
Neotoma floridana
N. micropus
Blarina brevicauda
Peromyscus leucopus
P. maniculatus
Sciurus niger
S. carolinensis
Citellus tridecemlineatus
Heterodon nasicus
Dipodomys ordii
Sylvilagus floridanus
Onychomys leucogaster
Perognathus hispidus
Cynomys ludovicianus
Heterodon platyrhinos

Sin datos Coahuila

P. kansasensis Sin datos Durango

Loomis, 1969
Ewing, 1937
Loomis, 1955

Radford, 1942
Loomis, 1955
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Coluber constrictor
Crotalus horridus
Thamnophis sirtalis
Pitouphis catenifer
Peromyscus maniculatus
Neotoma leucopus
N. micropus
Pteronotus davyi

Wagenaaria similis

Glossophaga soricina
Mormops megaphylla

Pteronotus davyi
P. parnelli

Mormops blainvillei
Phyllonycteris poyei
Whartonia nudosetosa Lasiurus borealis

Carollia perspicillata
Peropteryx macrotis

Glossophaga soricina

Artibeus jamaicensis
Peropteryx macrotis macrotis

Desmodus rotundus
Mimon cozumelae

Carollia subrufa

Balantiopterix plicata

Carollia sp

EUA

Campeche, México
Yucatan, México

México
Curagao
Venezuela

Cuba

Puebla, México

Quintana Roo, México

Sinaloa, México

Yucatan, México

México

Puebla, México

Costa Rica

Loomis, 1955

Loomis, 1969
Reed & Brennan, 1975

Webb & Loomis, 1977
Brennan, 1967

Reed & Brennan, 1975

De la Cruz & Daniel, 1994

Hoffmann, 1949

Loomis, 1969

Reed & Brennan, 1975

Wharton, 1938

Loomis, 1969

Webb & Loomis, 1977
R. Martinez, 1950

Webb & Loomis, 1977
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C. perspicillata
Molossus major
Carollia perspicillata azteca
Macrotus sp

Carollia perspicillata
Glossophaga soricina

Glossophaga soricina
Micronycteris brachyotis
Phyllostomus elongatus

Trachops cirrhosus

Carollia perspicillata
Desmodus rotundus

Ametrida centurio
Anoura caudifera
A. geoffroyi
Artibeus jamaicensis
Carollia brevicauda
C. perspicillata
Chiroderma villosum
Chrotopterus auritus
Desmodus rotundus
Glossophaga longirostris
G. soricina
Lionycteris spurrelli
Noctilio labialis
Peropteryx kappleri
Sturnira lilium
Vampyrops aurarius

Eubusbabekia arganoi

Colombia
Guatemala
Jamaica

Nicaragua

Surinam

Trinidad

Venezuela

Cd. Valles, SLP, México

Reed & Brennan, 1975
Brennan & Dalmat, 1960
Brennan, 1953
Webb & Loomis, 1977

Brennan & Bronswijk, 1975

Brennan, 1967

Brennan & Jones, 1967

Reed & Brennan, 1975

Vomero, 1972

98



Trichobius parasiticus

Strebla wiedemanni

Desmodus rotundus

Desmodus rotundus

Desmodus rotundus
Diphylla ecaudata

Desmodus rotundus

Saccopteryx bilineata
Artibeus jamaicensis
Noctilio albiventris
Artibeus lituratus
Mormoops megalophylla
Carollia brevicauda
Carollia perspicillata
Diaemus youngii
Glossophaga longirostris
Glossophaga soricina
Leptonycteris curasoae
Lonchorhina aurita
Lonchorhina orinocensis
Mimon crenulatum
Phyllostomus hastatus
Platyrrhinus umbratus
Sturnira lilium
Uroderma bilobatum
Uroderma magnirostrum

Desmodus rotundus

Desmodus rotundus

Morelos

Guerrero
Yucatan, México

Brasil

Argentina

Venezuela

Yucatan, México

Brasil

Morales- Malacara, 1980
Hoffmann et al., 1980; 1986
Palacios-Vargas & Morales-

Malacara, 1983
Uchikawa, 1987
Cuxim-Koyoc et al., 2015

Moura de Souza & Antonni,
2011.

Autino et al., 2009

Wenzel ,1976; Wenzel &
Tipton (1966)

Cuxim-Koyoc et al., 2015

Moura de Souza & Antonni,




Diphylla ecaudata

Artibeus fuliginosus
Artibeus jamaicensis
Artibeus lituratus
Carollia perspicillata
Glossophaga longirostris
Glossophaga soricina
Phyllostomus discolor
Platyrrhinus umbratus
Sturnira lilium

Venezuela

Sturnira tildae Peru

2011

Wenzel ,1976

Autino et al., 2011

Tabla 3. Virus reportados en humanos, quirépteros e insectos hematoéfagos. SI= sin identificar.

Familia Género

Arenaviridae Arenavirus

Bunyaviridae Orthobunyavirus
Phlebovirus

Especie de virus Especie de Lugar
murciélago
Tacaribe Artibeus literatus Sudameérica
Artibeus jamaicensis
Desmodus rotundus
Platyrrhinus helleri
Sturnira lilium
Bwamba Myotis lucifugus Cameroon
Kenya
Nigeria
Uganda
Catu Mollosus currentium Brasil
Guamu Sl Brasil
Kaeng Khoi Chaerephon plicatus Cambodia
Taphozous theobaldi Thailandia
Rift Valley fever Epomops franque_ Egipto
Glauconycteris Kenya
argentata Madagascar

Vector

mosquitos

Aedes furcifer
Anopheles coustai
Anopheles funestus
Anopheles gambiae
Mansonia uniformis
Anopheles nimbus
Culex spp.

Culex spp.
Stricticimex parvus
Cimex insuetus
Aedes dalzieli
Aedes dentatus
Aedes circumluteolus
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Filoviridae

Flaviviridae

Ebolavirus

Marburgvirus

Cuevavirus

Flavivirus

Toscana

Zaire ebolavirus

Lake Victoria

marburgvirus

Lloviu

Dengue

llheus

Encefalitis
Japonesa

Hipposideros abae
Hipposideros caffer
Micropteropus pusillus
Miniopterus
schreibersii
Pipistrellus kuhlii

Hypsignathus
monstrosus

Epomops franqueti
Myonycteris torquata
Rousettus aegyptiacus
Rhinolophus eloquens
Miniopterus inflatus

Miniopterus
schreibersii
Epomops franqueti
Myonycteris torquata
Artibeus jamaicensis
Carollia perspicillata
Molossus sp.

Myotis nigricans
Natalus stramineus
Pteronotus parnellii
Uroderma sp.

SI

Miniopterus schreibersi
Myotis mystacinus

Mauritania
Arabia Saudi
Somalia
Yemen

Francia
Grecia

Italia

Espana
Suecia

Suiza

Africa Central

Egipto
Republica
Democratica
del Congo
Espana

México
Guyana
Frnacesa

Bolivia

Ecuador
Panama
Trinidad

Japoén

Culex antennatus

Culex neavei

Culex pipiens
Phlebotomus duboscqi
Phlebotomus papatasi
Phlebotomus perniciosus
Phlebotomus perfiliewi

SI

SI

Aedes aegypti_
Aedes albopictus

Culex spp.
Haemagogus spp.
Ochlerotatus spp.
Psorophora ferox
Sabethes spp.
Trichoprospon spp.
Culex annulirostris
Culex gelidus
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Togaviridae

Alfavirus

Encefalitis de St.
Louis

West Nile

Fiebre Amarilla

Zika

Chikungunya

Encefalitis Equina
del del Este

Ross River

Sindbis

Plecotus auritus
Pipistrellus abramus
Rhinolophus pusillus
Eptesicus fuscus
Myotis lucifugus

Eptesicus fuscus
Myotis lucifugus
Myotis septentrionalis
Rousettus aegyp_acus
Rousettus leschenaultii
Tadarida brasiliensis
Eidolon sp.

Rousettus sp.

Myotis lucifugus
(infeccion en
laboratorio)

Chaerephon pumilus
Hipposideros caffer
Rousettus
leschenaultia
Scotophilus sp.
Artibeus lituratus
Artibeus jamaicensis
Eptesicus fuscus
Lasiurus cinereus
Myotis lucifugus
Tadarida brasiliensis
Pteropus conspicillatus

Hipposideridae sp.
Rhinolophidae sp.

Canada

EUA

Centro y
Suramerica
Africa

Asia

Medio Oriente
Europa

Africa
América Latina
Gaboon
Sierra Leona
Tanzania
Tailandia
Uganda

Isla Yap
Sudafrica
Sureste
Asiatico

EUA
Guatemala
(murciélagos)

Australia

Fiji

Nueva Guinea
Africa

Asia

Australia

Culex pipiens
Mansonia uniformis
Ochleorotatus japonicus
Aedes aegypti

Culex nigripalpus
Culex quinquefasciatus
Culex tarsalis
Coquille_dia richiardii
Culex modestus

Culex pipiens

Culex quinquefasciatus
Culex univi_atus

Culex vishnui

Aedes spp.
Haemogogus spp.
Aedes aegypti_

Aedes africanus

Aedes apicoargenteus
Aedes furcifer

Aedes luteocephalus
Aedes vittatus

Aedes aegypti_

Aedes albopictus

Aedes vexans
Coquille_dia perturbans
Culiseta melanura
Culex erraticus
Uranotaenia sapphirina

Aedes camptorhynchus
Aedes vigilax

Culex annulirostris
Aedes spp.

Culiseta morsitans
Culex pipiens
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Rhabdoviridae

Lyssavirus

Vesiculovirus

Encefalitis Equina
Venezolana

Encefalitis Equina
Occidental

European bat
lyssavirus 1
European bat
lyssavirus 2
Lleida

Rabia
Duvenhage
Aravan
Lysavirus
australiano de
murciélago
Khujand

Irkut

Bokeloh
Shimoni

Lagos
Vesiculovirus
americano de
murciélago

Artibeus lituratus
Artibeus jamaicensis
Artibeus phaeotis
Desmodus rotundus
Glossophaga
commissarisi

Myotis nigricans
Uroderma bilobatum

Artibeus lituratus
Artibeus jamaicensis

Eptesicus isabellinus
Eptesicus serotinus
Myotis daubentonii

Miniopterus
schreibersii
Desmodus rotundus
M. schreibersii
Myotis blythii

P. alecto

Myotis mystacinus
Murina leucogaster
Myotis nattereri
Hipposideros
commersoni

E. helvum

E. fuscus

Europa

Belice
Colombia
Ecuador

El Salvador
Guatemala
(murciélagos)
Honduras
México
Panama
Venezuela

Norteamérica

Europa
Europa
Espana
Ameérica Latina
Asia Central
Australia
Tajikistan
Rusia y China
Kenya

Nigeria

Culex torrenttum

Ochleorotatus spp.

Aedes serratus
Culex spp.
Mansonia titilans
Ochleorotatus
taeniorhynchus

Aedes campestris
Aedes dorsalis
Culex tarsalis

Ochleorotatus melanimon

Si
S
SI

SI
SI
SI
SI

SI
SI
SI
SI

SI
SI

103



Tabla 4. Técnica de PCR anidada para la deteccion de la familia Arenaviridae.

Reactivos RT (1x) Reactivos PCR anidada (1x)
H20 nuclease free 29.2 ul H20 nuclease free 34.3 ul
5X AMV/tfl Reaction 10 ul 10X Buffer Il, Perkin 5ul
Buffer Elmer
dNTPs Mix, (10 mM) 1 ul MgCI2 (25 mM) 8 ul
MgS0O4 (25 mM) 2 ul dNTPs Pharmacia 0.4 ul
Arena1+ (100 0.4 ul Arena2+ (100pmol/ul) 0.4 ul
pmol/ul)
Arena1- (100pmol/ul) 0.4 ul Arena2- (100pmol/ul) 0.4 ul
AMV Reverse 1ul Taq Pol. Perkin 0.5ul
Transc. (5 U/ul) Elmer (5U/ul)
Tfl DNA Polym. 1ul -
(5U/ul)
Muestra 5 ul Muestra 1ul
Total 50 ul Total 50 ul

Nota. A la par se elaboraron los tubos para la deteccidn de arenavirus del Clado B por
medio de un kit de una sola reaccién (one step), los reactivos se especifican en la tabla 4.

Tabla 5. Técnica de RT-PCR para la deteccion del Clado B

Reactivo Concentracion final Cantidad
H20 nuclease free 4.8 ul
Reaction Mix 2X (incluye 3.2 1.6 mM MgSO4 10 ul
mM MgS04)
Bovine Serum Albumina 40 nglul 0.8 ul
Stock
GuaS-a+ 0.5 uM 0.2 ul
GuaS-b+ 0.5 uM 0.2 ul
GuaS-a- 0.5 uM 0.2 ul
GuaS-b- 0.5 uM 0.2 ul
GuaS-c- 0.5 uM 0.2 ul
Mezcla de enzimas 0.4 ul
Muestra 3 ul
Total 20 ul
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Tabla 6. Técnica de PCR anidada para la deteccion de la familia Bunyaviridae

Reactivos RT (1x) Reactivos PCR anidada (1x)
H20 nuclease free 29.2 ul H20 nuclease free 34.3 ul
5X AMV/tfl Reaction 10 ul 10X Buffer Il, Perkin 5ul
Buffer Elmer
dNTPs Mix, (10 mM) 1 ul MgCI2 (25 mM) 8 ul
MgSO04 (25 mM) 2 ul dNTPs Pharmacia 0.4 ul
(25mM)
Phlebo1+ (100 0.4 ul Phlebo2+ 0.4 ul
pmol/ul) (100pmol/ul)
Phlebo1- (100pmol/ul) 0.4 ul Phlebo2- (100pmol/ul) 0.4 ul
AMV Reverse Transc. 1ul Taq Pol. Perkin Elmer 0.5 ul
(5 Ulul) (5U/ul)
Tfl DNA Polym. 1ul -
(5U/ul)
Muestra 5 ul Muestra 1ul
Total 50 ul Total 50 ul

Tabla 7. Técnica de PCR para la deteccion de la familia Filoviridae

Reactivos RT (1x Reactivos PCR anidada (1x
H20 nuclease free 29.2 ul H20 nuclease free 34.3 ul
5X AMV/tfl Reaction 10 ul 10X Buffer Il, Perkin 5ul
Buffer Elmer
dNTPs Mix, (10 mM) 1ul MgCI2 (25 mM) 8 ul
MgS0O4 (25 mM) 2 ul dNTPs Pharmacia ( ) 0.4 ul
Filo1+ (100 pmol/ul) 0.4 ul Filo2+ (100pmol/ul) 0.4 ul
Filo1- (100pmol/ul) 0.4 ul Filo2- (100pmol/ul) 0.4 ul
AMYV Reverse 1ul Taq Pol. Perkin 0.5ul
Transc. (5 U/ul) Elmer (5U/ul)
Tfl DNA Polym. 1ul -
(5U/ul)
Muestra 5 ul Muestra 1 ul
Total 50 ul Total 50 ul
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Tabla 8. Técnica de PCR para deteccion de la familia Flaviviridae

Reactivos RT (1x) Reactivos PCR anidada (1x)
H20 nuclease free 29.2 ul H20 nuclease free 34.3 ul
5X AMV/tfl Reaction 10 ul 10X Buffer Il, Perkin 5ul
Buffer Elmer
dNTPs Mix, (10 mM) 1 ul MgClI2 (25 mM) 8 ul
MgSO04 (25 mM) 2 ul dNTPs Pharmacia 0.4 ul
(25 mM)
Flavi1+ (100 pmol/ul) 0.4 ul Flavi2+ (100pmol/ul) 0.4 ul
Flavi1- (100pmol/ul) 0.4 ul Flavi2- (100pmol/ul) 0.4 ul
AMV Reverse 1ul Taq Pol. Perkin 0.5 ul
Transc. (5 U/ul) Elmer (5U/ul)
Tfl DNA Polym. 1ul -
(5U/ul)
Muestra 5 ul Muestra 1ul
Total 50 ul Total 50 ul

Tabla 9. Técnica de PCR para la deteccion de la familia Togaviridae

Reactivos RT (1x Reactivos PCR anidada (1x
H20 nuclease free 29.2 ul H20 nuclease free 34.3 ul
5X AMV/tfl Reaction 10 ul 10X Buffer Il, Perkin 5ul
Buffer Elmer
dNTPs Mix, (10 mM) 1ul MgCI2 (25 mM) 8 ul
MgSO04 (25 mM) 2 ul dNTPs Pharmacia ( 0.4 ul
25mM)
Alfa1+ (100 pmol/ul) 0.4 ul Alfa2+ (100pmol/ul) 0.4 ul
Alfa1- (100pmol/ul) 0.4 ul Alfa2- (100pmol/ul) 0.4 ul
AMYV Reverse 1ul Taq Pol. Perkin 0.5ul
Transc. (5 U/ul) Elmer (5U/ul)
Tfl DNA Polym. 1ul -
(5U/ul)
Muestra 5 ul Muestra 1 ul
Total 50 ul Total 50 ul
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Tabla 10. Técnica de PCR para la deteccion de la familia Rhabdoviridae

Reactivo Con final RT (1x) Conc Reactivo Conc PCR anidada (1x)
inicial final
H20 0.25 ul H20 8.65 ul
5x AMV 5 ul Buffer 10X 2.5ul
S04Mg (25 mM) 3mM 3ul 25mM MgCl2 4 mM 4 ul
DNTPs (10 mM) 500uM 1.25 ul 25mM DNTPs 500 uM 0.5 ul
DIM 1F (10 um) 1.5uM 3.75 ul 10uM DIM 2F 1.5uM 3.75 ul
DIM 1R (10 uM) 1.5uM 3.75 ul 10uM DIM 2R 1.5 uM 3.75 ul
CONINT 1F (5 uM) 0.2uM 1ul 1UP 0.2 uM 0.36 ul
CONINT 1R (5 uM) 0.2uM 1ul 1DS 0.2 uM 0.36 ul
Tfl POL 5U/uL 0.5 ul TAQ POL 0.13 ul
AMV-RT 5U/uL 0.5 ul -
Muestra 5 ul Muestra 1 ul
Total 20 ul Total 25 ul
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Familia

Togaviridae

Flaviviridae

Rhabdoviridae

Bunyaviridae

Arenaviridae

Filoviridae

Tabla 11.

Género

Alphavirus

Phlebovirus

Arenavirus

Clado B

Primers y controles positivos utilizados en la busqueda de familias virales.

Primers

Alfa 1+ 5-gA(TC)gCITA(TC)TIgA(TC)atggTIgAlgg- 3’
Alfa 1- 5-C(gT)(TC)TC(TC)TCIgT(gA)Tg(TC)TTIgTICClgg-3’

Alfa 2+ 5-gIAA(TC)Tg(TC)AA(TC)gTIACICA(gA)Atg-3’
Alfa 2- 5-gC(gA)AAIA(gA)IgCIgCIgC(TC)T(TC)lggICC-3’
Flavi 1+ 5-GA(TC)(TC)TIGGITG(TC)GGIIGIGGI(GA)GITGG-3’
Flavi 1- 5- TCCCAICCIGCI(GA)T(GA)TC(GA)TCIGC-3’

Flavi 2+ 5~(TC)G(TC)(gA)TI(TC)A(TC)A(AT)CA(TC)(Gc)Atggg-3’
Flavi 2- 5’-CCA(gA)TgITC(TC)(Gt)(TC)(gA)TTIA(gA)AAICC-3’
DimLis 1F 5’-GGKMGRTTYTTYKCHYTDATG-3’
DimLis 1R 5’- CARAARGGNTGGASYNTHBT-3’
Phlebo1+ 5'- ATggA(gA)gg(gC)TTTgT(gC)(AT)(gC)IC(TC)CCC-3

Phlebo1- 5’- AAgTTgCTIg(AT)(gA)gC(TC)TT(AC)Ag(AC)gTIgC-3

Phlebo2+ 5-AT(TC)CC(AC)AA(gA)CCIA(gC)AagATg-3’
Phlebo2- 5-TC(TC)TCTTT(gA)TT(TC)TT(gA)A(gA)(gA)TAACC-3’
Aren 1+ 5-CWATRTANGGCCAICCITCICC-3’

Aren 1- 5-TNRWYAAYCARTTYGGIWCIRTKCC-3'

Aren 2A 5-CANANYTTRTANARNAIRTTYT-3'
Aren 2S 5-AGYYTNSNNGCNGCGGTGAARGC-3’

GuaS 2041a+ 5-CCATTTTTGAAGCCCTTCTCATCATG-3’
GuaS 2041b+ 5-CCATTTTTAAACCCTTTCTCATCATG-3’
GuaS 2333a- 5-CAAATACTCGGGAGGTCTTGGGACAACAC-3’
GuaS 2333b- 5-CAAATTCTTGGGAGATCTTGGGACAACAC-3'
GuaS 2333C- 5-CAAATCATCGGCAGGTCATGGGACAACAC-3’

Filo1+(13306) 5-AARGCMTTYCCHAGYAAYATGATGGT-3’(13331)
Filo1-(13988) 5-TGHGGYARTTGDAYHCCRTTBARRTATTG-3’(13960)

EMR2+(13549) 5-HYAATHCCRCWRTGTTAYATGCATG-3’(13573)
EMR2-(13787) 5-GTDATRCAYTGRTTRTCHCCCATVAC-3’(13762)

Controles positivos

Alfa 10x;
Alfa 100x
Chikunkunya -5

6 WN (West Nile) -5

ELBV 1 cepa SB

Toscana -1

Tacaribe -1

Ebola cepa Zaire
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Virus

Rhabdovirus JC-2016 1
Rhabdovirus JC-2016 2
Rhabdovirus JC-2016 3*
Rhabdovirus JC-2016 4
Rhabdovirus JC-2016 5*
Rhabdovirus JC-2016 6
Rhabdovirus JC-2016 7
Rhabdovirus JC-2016 8
Rhabdovirus JC-2016 9
Rhabdovirus JC-2016 10
Rhabdovirus JC-2016 11
Rhabdovirus JC-2016 12
Rhabdovirus JC-2016 13
Rhabdovirus JC-2016 14*
Jurona Virus 1, parcial L

Piry virus, parcial L

Isfahan virus, parcial L pol
Perinet virus, parcial L

Jurona Virus 2, parcial L
Malpais Spring virus, L pol
Chandipura virus 1, parcial L pol
Chandipura virus 2, parcial L pol
Marcos virus, L pol

China fish rhabdovirus, L pol
Perch rhabdovirus, L pol
Porton’s virus

Carajas virus, parcial L pol
Morreton virus, parcial L pol
Vesicular Stomatitis NJ virus 1,
parcial L pol

Vesicular Stomatitis NJ virus 2,
parcial L pol

Tench rhabdovirus S64, parcial L pol
Pike fry rhabdovirus isolate F4,

Clasificacion Huésped/Vector Pais No. de acceso
Sl Murciélago/Spinturnicidae Sudafrica KR920019
Sl Murciélago/Spinturnicidae Sudafrica KR920018
Sl Murciélago/Ectoparasito Sudafrica KR920017
Sl Murciélago/Spinturnicidae Sudafrica KR920016
Sl Murciélago/Ectoparasito Sudafrica KR920015
Si Murciélago/Spinturnicidae Sudafrica KR920014
Si Murciélago/Spinturnicidae Sudafrica KR920011
Si Murciélago/Spinturnicidae Sudafrica KR920010
Si Murciélago/Spinturnicidae Sudafrica KR920009
Sl Murciélago/Spinturnicidae Sudafrica KR920008
Sl Murciélago/Spinturnicidae Sudafrica KR920007
Sl Murciélago/Spinturnicidae Sudafrica KR920006
Sl Murciélago/Spinturnicidae Sudafrica KR920013
Sl Murciélago/Ectoparasito Sudafrica KR920012
Vesiculovirus Haemagogus spegazzinii Brasil GU816024.
Vesiculovirus Philander opossum Brasil GU816023
Vesiculovirus Phlebotomus papatasi Iran AJ810084
Vesiculovirus Cepa de laboratorio Madagascar AY854652
Vesiculovirus Homo sapiens Brasil HM566194
Vesiculovirus Aedes campestris USA GU085727
Vesiculovirus Phlebotomos India HM627187
Vesiculovirus Cepa 1653514 - KF468775
Sl Ameiva ameiva Brasil JN882645
Si Cepa QZ-2005 China AY895167
Perhabdovirus Thymallus thymallus Finlandia KC408701
Sl/ Hart Park group.  Mansonia uniformis Malasia GU816013
Vesiculovirus Lutzomyia sp Brasil KM205015
Si Lutzomyia sp Colombia KM205007
Vesiculovirus Porcino Nicaragua JX121104
Vesiculovirus Bovino Costa Rica JX121107
Si Tinca tinca Alemania KC113517
Sprivivirus Esox lucius Francia FJ872827

Tabla 12. Secuencias utilizadas en el analisis filogenético de la secuencia Butztoz y otros rabdovirus.

SI= sin clasificar
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parcial L pol

Yug Bogdanovac virus, CG
Scophthalmus maximus rhabdovirus,
parcial L pol

Spring viraemia of carp virus, parcila
L pol

Wongabel virus , parcial L

Vesicular stomatitis Indiana virus,
parcial L pol

Cocal virus Indiana 2, parcial L pol
*Jurona virus 3, parcial L pol

Eel virus European, parcial L pol
Malpais Spring virus

Radi virus, parcial L pol
Bangoran virus, L pol

Hybrid snakehead virus, CG
Dolphin rhabdovirus, CG

Siniperca chuatsi rhabdovirus
Tupaia rhabdovirus

Old River virus, CG

Starry flounder rhabdovirus, parcial L
La Joya virus, CG

Bovine ephemeral fever virus

Timbo virus

Drosophila immigrans sigmavirus
-Nycteribia kolenatii rhabdovirus 1
Penicillidia conspicua rhabdovirus 1
Penicillidia conspicua rhabdovirus 2
Nycteribia schmidlii rhabdovirus 1
Nycteribia schmidlii rhabdovirus 2
Nycteribia schmidlii rhabdovirus 3
Nycteribia schmidlii rhabdovirus 4

Vesiculovirus Cepa de laboratorio Serbia JF911700

Sl Scophthalmus maximus China HQO003891

Sprivivirus Goldfish Finlandia KR012465

Sl Culicoides austropalpalis, cepa AY854648
CS264

Vesiculovirus Cepa de laboratorio Francia GU816006

Vesiculovirus Acaros Trinidad EU373657

Vesiculovirus Haemagogus spegazzinii Brasil GU816024

Perhabdovirus Anguilla anguilla Dinamarca KC608035

Vesiculovirus Aedes campestris, cepa 85- USA KC412247
488NM

Si Phlebotomus perfiliewi Italia KM205024

Si Culex perfuscus Rep Central GU816010

de Africa

Sl Channa argus China KP876483

Sl Lagenorhynchus albirostris Holanda KF958252

Sl Siniperca chuatsi China DQ399789

Tupavirus Tupaia belangeri Tailandia AY840978

Sl Culex annulirostris Australia KM205025

Sl Platichthys stellatus USA AY450644

Sl Culex dunni Panama KM204986

Ephemerovirus Bovinos China KM276084

Sl Ameiva ameiva Brasil JN882646

Sigmavirus Drosophila immigrans UK KR822814

Sl Nycteribia kolenatii Espafa JX276967

Sl Penicillidia conspicua Espafia JX276972

Sl Penicillidia conspicua Espana JX276973

Sl Nycteribia schmidlii Espafia JX276968

Sl Nycteribia schmidlii Espana JX276969

Sl Nycteribia schmidlii Espafia JX276970

S Nycteribia schmidlii Espana JX276971
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