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RESUMEN 

PHLEBOTOMINAE (DIPTERA: PSYCHODIDAE) DEL AREA NATURAL 

PROTEGIDA PARQUE ESTATAL CAÑON DE FERNÁNDEZ, DURANGO, 

MÉXICO 

Por: 

Jesús Guillermo Armijo Nájera 

Para obtener el grado de Maestro en Ciencias en Producción Agropecuaria 

Universidad Autónoma Agraria Antonio Narro Unidad Laguna 

Director de tesis: Dr. Aldo Iván Ortega Morales 

 

Los flebotomineos son vectores de distintos agentes etiológicos de 

enfermedades, como protozoarios, bacterias y virus. Se les conoce 

principalmente por la capacidad vectorial de algunos miembros de la subfamilia, 

para transmitir protozoarios del género Leishmania (Ross). Existen diversos 

estudios en el sur de México sobre estos vectores, pero al norte, existen escasos 

registros y trabajos sobre Phlebotominae. Por ello, el objetivo del presente trabajo 

fue evidenciar las especies presentes en el Área Natural Protegida Parque 

Estatal Cañón de Fernández, Lerdo, Durango, México. Se hizo un muestro de 

tres noches de 19:00 a 24:00 horas cada noche, y se encontraron un total de 190 

ejemplares de la subfamilia, en dos géneros y tres especies: Dampfomyia 

(Dampfomyia) anthophora (Addis), Micropygomyia (Coquillettimyia) oppidana 

(Dampf) y Micropygomyia (Coquillettimyia) stewarti (Mangabeira & Galindo). 

Siendo la segunda especie la que obtuvo mayor número de especímenes (n=183) 
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de los cuales, la mayoría fueron machos (n=163). En el caso de Da. anthophora 

y Mi. stewarti, las capturas fueron sólo hembras con dos y cinco ejemplares, 

respectivamente). Da. anthophora es considerada uno de los vectores de 

Leishmania mexicana (Biagi). 

Palabras clave: Dampfomyia anthophora, Micropygomyia oppidana, 

Micropygomyia stewarti, Phlebotominae nuevos registros, México.  
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ABSTRACT 

PHLEBOTOMINAE (DIPTERA: PSYCHODIDAE) OF THE NATURAL 

PROTECTED AREA PARQUE ESTATAL CAÑON DE FERNÁNDEZ, 

DURANGO, MEXICO 

By: 

Jesús Guillermo Armijo Nájera 

To obtain the degree of Maestro en Ciencias en Producción Agropecuaria 

Universidad Autónoma Agraria Antonio Narro Unidad Laguna 

Thesis director: Dr. Aldo Iván Ortega Morales 

 

Phlebotomine sandflies are vectors of different etiological agents of diseases, 

such as protozoa, bacteria and viruses. They are mainly known for the vectorial 

capacity of some members of the subfamily, to transmit the protozoan of the 

genus Leishmania (Ross). There are studies in southern Mexico on these vectors, 

but in the north, there are few records and works on Phlebotominae. Therefore, 

the objective of this work was to highlight the species present in the Natural 

Protected Area “Parque Estatal Cañón de Fernández”, Lerdo, Durango, Mexico. 

A sample of three nights was made from 19:00 to 24:00 hours each night, and a 

total of 190 specimens of the subfamily were found, in two genera and three 

species: Dampfomyia (Dampfomyia) anthophora (Addis), Micropygomyia 

(Coquillettimyia) oppidana (Dampf) and Micropygomyia (Coquillettimyia) stewarti 

(Mangabeira & Galindo). The second species the one that obtained the greatest 

number of specimens (n=183) of which, the majority were males (n=163). In the 
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case of Da. anthophora and Mi. stewarti, the captures were only females with two 

and five specimens, respectively). Da. anthophora is considered one of the 

vectors of Leishmania mexicana (Biagi). 

Key words: Dampfomyia anthophora, Micropygomyia oppidana, Micropygomyia 

stewarti, Phlebotominae new records, Mexico.
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1. INTRODUCCIÓN 

Los flebotomineos (Diptera: Psychodidae: Phlebotominae) se distribuyen desde 

Estados Unidos de América hasta Argentina (Galati, 2018). Según la clasificación 

de Lewis et al. (1977) se dividen en tres géneros para el Viejo Mundo: 

Phlebotomus, Sergentomyia y Chinius, y tres géneros para el Nuevo Mundo: 

Lutzomyia, Brumptomyia y Warileya. Mientras que con la clasificación de Galati 

(1995, 2003) tomando aspectos filogenéticos, divide Phlebotominae en dos 

tribus: Hertigiini y Phlebotomini. Esta última está dividida en: Phlebotomina, 

Australophlebotomina, Sergentomyiina, Brumptomyiina, Psychodopygina y 

Lutzomyiina. 

Estos insectos representan un problema de salud pública ya que son vectores de 

agentes etiológicos de enfermedades, principalmente leishmaniasis, además de 

otros virus y bacterias (Tesh, 1988; Killick-Kendrick, 1999; Lamas et al., 2008). 

Según la Organización Mundial de la Salud (OMS), la leishmaniasis sigue siendo 

una de las enfermedades más desatendidas en todo el mundo, y afecta 

predominantemente a los más pobres, sobre todo en los países en desarrollo; se 

considera que hay 350 millones de personas en riesgo de contraerla, y cada año 

se producen dos millones de casos nuevos (Burza et al., 2018; OMS, 2020). 

En México, la leishmaniasis es considerada un problema de salud pública, ya que 

se ha encontrado en al menos 22 estados (Sánchez-Tejada, 2001). Según la 

Secretaría de Salud (CENAPRECE, 2013), 13 entidades federativas se 

encuentran en mayor riesgo, agrupadas en las regiones del Golfo, Pacífico y 

Centro del país. Al norte, muy pocos casos han sido reportados para los estados 
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de Coahuila, Durango y Nuevo León (Simpson et al., 1968; Díaz-Nájera, 1971; 

Pérez-Vegas et al., 2009). Por ello, el estudio de los flebotomineos para algunos 

de estos estados es nulo. 

1.1. Hipótesis 

El ensamblaje Phlebotominae del Parque Estatal Cañón de Fernández, Lerdo, 

Durango, México está presente en el Área Natural Protegida debido a las 

condiciones biogeográficas. Asimismo, del ensamblaje Phlebotominae, al menos 

una especie será de importancia médica y veterinaria. 

1.2. Objetivo general 

Documentar las especies del ensamblaje Phlebotominae del Parque Estatal 

Cañón de Fernández, Lerdo, Durango, México, así como también las especies 

de Phlebotominae de importancia médica y veterinaria. 

1.3. Objetivos específicos 

1. Identificar taxonómicamente a nivel especie el ensamblaje Phlebotominae, 

incluyendo las de importancia médica y veterinaria. 

2. Describir morfológicamente las especies de Phlebotominae. 
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2. REVISIÓN DE LITERATURA 

2.1. Taxonomía y clasificación de Phlebotominae 

Diptera constituye uno de los órdenes más grandes de insectos, en el que tanto 

individuos como especies son abundantes en casi cualquier lugar. Este orden 

está compuesto prácticamente por moscas, mosquitos y sus larvas. Éstos, 

pueden distinguirse de otros insectos porque poseen sólo un par de alas 

funcionales, mientras que el segundo par son estructuras muy reducidas 

llamados halterios o balancines (Triplehorn y Johnson, 2005; Marchiori, 2019). 

Dentro del orden Diptera se encuentran los flebotomineos, pertenecientes a la 

familia Psychodidae, siendo esta una de las más antiguas de Diptera, conocida 

desde el Jurásico temprano (Ansorge, 1994). Está compuesta por más de 3,000 

especies, divididas entre seis subfamilias existentes y la extinta Datziinae, 

haciéndola una de las más diversas, tanto taxonómica como morfológicamente 

(Pape et al., 2011; Cordeiro y Wagner, 2018). 

La subfamilia Phlebotominae fue propuesta como tal por primera vez por Theodor 

(1948) y aunque han ocurrido cambios desde entonces, esta clasificación se ha 

mantenido. Se han descrito 1026 especies y subespecies (994 existentes y 32 

fósiles), de las cuales en América existen actualmente 548 (Galati, 2019.). 

Los flebotomineos, siguiendo la clasificación binomial de Linneo, se dividen 

según Lewis et al. (1977) en dos géneros para el Viejo Mundo, Phlebotomus y 

Sergentomyia, y tres para el Nuevo Mundo, Lutzomyia, Brumptomyia y Warileya. 

Actualmente, el género Lutzomyia es el más diverso (Shimabukuro et al., 2017; 
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Galati, 2019). Otra clasificación, propuesta por Galati (1995, 2003), ha ganado 

adeptos, donde desde un enfoque filogenético concentra a la subfamilia 

Phlebotominae en dos tribus: Hertigiini y Phlebotomini. La primera dividida en dos 

subtribus Hertigiina e Idiophlebotomina, y la segunda entre seis subtribus 

Phlebotomina, Australophlebotomina, Brumptomyiina, Sergentomyiina, 

Lutzomyiina y Psychodopygina. Además, Galati et al. (2018) retoma algunas 

sinonímias como especies diferentes. 

2.2. Biología y ecología de Phlebotominae 

2.2.1. Ciclo de vida 

Los flebotomineos tienen siete estadios en total, el huevo, cuatro estadios 

larvales, la pupa y el imago. Por lo que presentan una metamorfosis completa 

(Killick-Kendrick, 1999). 
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Figura 1. Ciclo de vida de Phlebotominae. A) Adulto, B) Huevo, C) Larvas 

(cuatro estadios), y D) Pupa (Young y Arias, 1991). 

La duración de los estadios y el número de huevos que ovipositan, y así, la 

densidad poblacional, además de la especie, dependen de la temperatura 

(Ximenes et al., 2006; Chelbi y Zhioua, 2007; Macedo-Silva et al., 2014). El 

promedio del ciclo biológico completo de Pintomyia (Pifanomyia) ovallesi (Ortiz) 

a una temperatura de 22-28°C es de 63 días, los estadios de huevo duran de 9-

12 días, larva I de 7-11 días, larva II de 7-13 días, larva III de 4-12 días, larva IV 
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de 9-19 días y la pupa de 8-16 días (Cabrera et al., 1999). Lutzomyia (Lutzomyia) 

longipalpis (Lutz y Neiva) a 25°C tiene un ciclo de vida de alrededor de 40 días 

en total, el huevo dura 5-11 días, las larvas de 10-17 y la pupa 10 días. Ovipositan 

en promedio 43 huevos (Souza et al., 2009; Macedo-Silva et al., 2014). Por otro 

lado, Lutzomyia (Tricholateralis) cruciata (Coquillet) oviposita en promedio 20 

huevos, bajo condiciones de laboratorio posee un ciclo de 52 días de huevo a 

adulto, el huevo dura 11 días, el estadio larval 33 días, y el de pupa 8 días donde 

la mayoría de la mortalidad se presenta en la etapa de huevo y los primeros 

estadios larvales (Castillo et al., 2015). Psathyromyia (Psathyromyia) shannoni 

(Dyar) puede colocar en promedio 22 huevos y su ciclo puede durar de 36 a 74 

días a una temperatura de 22-30°C (Ferro et al., 1998). 

Los huevos de Lu. cruciata miden 350 µm de largo y 92 µm de ancho, son 

elipsoidales, con patrones hexagonales en la superficie del exocorion formada 

por crestas sobresalientes (Castillo et al., 2015). Micropygomyia (Coquillettimyia) 

chiapanensis (Dampf) presenta huevos elipsoidales de 430 µm de largo y 110 µm 

de ancho y además de los patrones hexagonales presenta otro tipo de polígonos 

como cuadrados o pentágonos (Montes de Oca-Aguilar et al., 2016). 

La morfología de los huevos pueden ser utilizada para la taxonomía de 

flebotomineos y diferenciar especies entre sí (Alencar y Scarpassa, 2018), por 

otro lado, Montes de Oca-Aguilar et al. (2017) mencionan que existen variaciones 

intraespecíficas tanto en tamaño y patrones formados en el exocorion de Lu. 

cruciata, donde huevos fueron obtenidos de hembras colectadas en diferentes 

regiones biogeográficas en México, coincidiendo con Ward y Ready (1975) que 
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sugieren que el diseño del huevo puede ser diferente de acuerdo con el ambiente 

en donde se oviposita y no sólo entre especies distintas.  

Las larvas de Lu. cruciata poseen una cabeza globular y un cuerpo formado por 

12 segmentos, 9 abdominales y 3 torácicos. En cada segmento abdominal 

presenta un par de seudópodos a diferencia de Pa. shannoni, que posee un solo 

seudópodo en cada segmento, excepto en el octavo (Ferro et al., 1998; Castillo 

et al., 2015). En promedio llegan a medir hasta 2336 µm (Pa. shannoni) y 3662 

µm (Lu. cruciata) en el cuarto estadio larval (Ferro et al., 1998; Castillo et al., 

2015). 

La pupa tiene una forma elíptica y utiliza la exuvia del 4 estadio larval junto con 

los seudópodos del último segmento abdominal para adherirse al sustrato. En 

esta etapa se puede observar estructuras del adulto (Ferro et al., 1998; Castillo 

et al., 2015). 

El adulto posee una cabeza redonda, carecen de ocelos y las antenas poseen 

escapo y pedicelo, además de 14 segmentos (Ibáñez-Bernal, 1999). Una de las 

características distintivas de los flebotomineos es la posición de sus alas en 

descanso, que están dispuestas de forma erecta, en forma de “V” con un ángulo 

de 60° con respecto al cuerpo (Maroli et al., 2012). Tienen un par de palpos, 

conformado por cinco segmentos (Figura 2), las hembras poseen diferentes tipos 

de dientes en una estructura denominada Cibario (Figura 3). El abdomen está 

compuesto por 10 segmentos, terguitos y esternitos, al final del abdomen se 

encuentra un par de cercos, tanto en hembras como en machos, excepto que 

estos últimos poseen además la terminalia (Figura 4), que a simple vista parece 
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un gancho, conformado por el gonocoxito, gonostilo, parámero y lóbulo lateral (un 

par de cada uno). En las hembras, en el interior del abdomen se encuentra sus 

órganos sexuales, tales como la espermateca, conductos espermatecales 

individuales, su unión, y la furca genital (Figura 5) (Galati et al., 2017). Las 

principales características para identificar especies de flebotomineos en México 

son los flagelómeros, sus ascoides, los palpos, la terminalia (en machos), y las 

estructuras espermatecales (en hembras) (Ibáñez-Bernal, 2005a; 2005b).  

 

Figura 2. Cabeza Micropygomyia (Coquillettimyia) oppidana (Dampf) ♂ (a). 

Flagelómero Micropygomyia (Coquillettimyia) stewarti ♀ (b). fI – primer 

flagelómero; as – ascoide; p – segmento palpal; pe – pedicelo. 
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Figura 3. Formas de dientes horizontales. a: Mi. oppidana. b: 

Dampfomyia (Dampfomyia) anthophora (Addis). 

 

Figura 4. Bomba eyaculadora y terminalia de Mi. oppidana en vista lateral. 
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Figura 5. Espermateca y Furca Genital. Mi. oppidana (a). Mi. stewarti (b). 

 

2.2.2. Alimentación 

Los machos y hembras se alimentan de fuentes naturales de azúcar, como la 

savia de las plantas (Schlein y Warburg, 1986) o la ligamaza de áfidos (Killick-

Kendrick y Killick-Kendrick, 1987). Las hembras, además, se alimentan de sangre 

que necesitan para producir huevos (Forattini, 1973). Pueden alimentarse de 

diferentes mamíferos, aunque solo algunos, incluyendo el hombre, pueden ser 

útiles en diferentes grados para completar el ciclo de vida de algunas especies 

de Lutzomyia (Macedo-Silva et al., 2014). 
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2.2.3. Reproducción 

La relación entre el apareamiento y la alimentación de sangre varía según la 

especie, algunas se aparean antes, otras después de alimentarse (Kilick-

Kendrick, 1999). En algunas especies, los machos se conglomeran sobre o 

alrededor del hospedero antes de que las hembras lleguen a alimentarse para 

después aparearse con ellas (Ward y Morton, 1991; Ward et al., 1993). Además, 

los machos de Lu. cruciata y Lu. longipalpis pueden producir hormonas sexuales 

para atraer a las hembras (Serrano et al., 2016). Lu. longipalpis puede durar hasta 

una hora y media en cópula (Jarvis y Rutledge, 1992). 

El ciclo gonotrófico de Pi. ovallesi requiere alrededor de 5 días para llevarse a 

cabo (Cabrera et al., 1999). Las hembras se sienten atraídas por otros huevos 

de la misma especie para ovipositar (Elnaiem y Ward, 1991; Srinivasan et al., 

1995), esto se debe a un componente producido por sus glándulas accesorias 

(Dougherty et al., 1992). Los sitios de cría se dan en bosques tropicales húmedo 

y seco, y pueden ser lugares como la base, corteza, huecos, raíces tabulares y 

hojarasca de árboles (Vivero et al., 2015). 

Algunas especies son capaces de producir en algunas condiciones huevos sin 

sangre (El Kammah, 1973) como Lu. cruciata (Lewis, 1965; Perkins, 1982; 

Castillo et al., 2015). Los flebotomineos también pueden llegar a ser 

partenogenéticos (Olveira et al., 1994). 
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2.2.4. Disposición y patrones de actividad diurna o nocturna 

La actividad de los flebotomineos es principalmente crepuscular y nocturna, la 

mayoría de las especies son inactivas el resto del día, pero pueden alimentarse 

de sangre sobre algún hospedero cercano durante el día (Forattini 1973, Minter 

1982, Feliciangeli 1987; Kettle 1990; Killick-Kendrick, 1999). 

Nyssomyia yuilli (Young y Porter) y Nyssomyia trapidoi (Farchild y Hertig) en la 

región de Colombia tienen un pico de actividad a entre las 23:00-24:00 y 22:00-

2:00 horas respectivamente (Martínez Dueñas et al, 2018). Nyssomyia intermedia 

(Lutz y Neiva) tiene un pico de actividad diferente en cada estación del año que 

va alrededor de las 23:00 y 1:00 horas (Souza et al., 2019) en Brasil y mostrando 

la mayor presencia de individuos en las temporadas de invierno y verano, 

denotando que están presentes en cualquier época del año. Los picos de mayor 

actividad de los flebotomineos difieren inter e intraespecíficamente (Gomez y 

Galati, 1987; Souza et al., 2019; Porter y De Foliart, 1981; Martínez Dueñas et al, 

2018), por ello es necesario realizar estudios en zonas específicas.  

Por otro lado, en México, el pico de actividad de Lu. cruciata ocurre entre las 

18:00 y 19:00 horas (Biagi et al., 1965; Rebollar-Téllez et al., 1996b), 

Bichromomyia olmeca olmeca (Vargas y Díaz-Nájera), Psychodopygus 

panamensis (Shannon) y Pa. shannoni muestran un patrón similar de actividad, 

con un pico comprendido entre las 18:00 a las 20:00 horas (Rebollar-Téllez et al., 

2005). Según Rodríguez-Rojas (2017), en épocas de lluvias, Lu. cruciata y Pa. 

shannoni presentan un pico de actividad de las 20:00 a las 23:00 horas, mientras 

que Pi. ovallesi de 21:00 a 22:00 horas, mientras que en la época de nortes el 
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pico de Lu. cruciata y Pa. shannoni fue de 18:00 a 20:00 horas, y, en épocas de 

secas, Lu. cruciata presentó un pico de actividad de 19:00 a 23:00 horas, Pa. 

shannoni de 21:00 a 22:00 horas y Pi. ovallesi de 22:00 a 23:00 horas. 

2.3 Distribución y diversidad de especies Phlebotominae en América y 

México. 

Los flebotomineos se distribuyen en América desde Estados Unidos de América 

hasta Argentina (Galati, 2018). Según Shimabukuro et al. (2017) en América 

existen 548 especies de flebotomineos dentro de 23 géneros, distribuidas entre 

28 países de las cuales 57 se han reportado en México (Galati, 2019). 

Se han hecho registros en al menos 22 estados de México (Anexo1) (Díaz-

Nájera, 1971; Durán-Luz et al., 2019; Galati, 2018; Godínez-Álvarez y Ibáñez-

Bernal, 2010; Godínez-Álvarez y Ibáñez-Bernal, 2010; Ibáñez-Bernal y Ibarra-

Juárez, 2016; Ibáñez-Bernal et al., 2010; 2011; 2015; Ibáñez-Bernal, 1999; 2002; 

2003; 2005a; Lozano-Sardaneta y Cañeda-Guzmán, 2015; Montes de Oca-

Aguilar et al., 2017; Moo-Llanes et al., 2013; Pech-May et al., 2016; Rebollar-

Téllez et al.,1996; 2005 Rebollar-Téllez y Moo-Llanes 2020; Rodríguez‐Rojas y 

Rebollar‐Téllez, 2017; Rodríguez-Rojas et al., 2017; Vargas y Díaz-Nájera, 1951; 

1952; 1959; Young y Duncan, 1994) donde se encontraron las especies listadas 

a continuación: 

 



14 

 

Cuadro 1. Especies de flebotomineos distribuidas en México. 

Especies (sensu Galati, 2018) Código Especies 

†Pintomyia (Pifanomyia) bolontikui  †bolontikui 

†Micropygomyia (Sauromyia) paterna †paterna 

Psathryromyia (Xiphopsathyromyia) aclydifera aclydifera 

Dampfomyia (Dampfomyia) anthophora anthophora 

Dampfomyia (Dampfomyia) atulapai atulapai 

Dampfomyia (Coromyia) beltrani beltrani 

Psychodopygus bispinosus bispinosus 

Dampfomyia caminoi caminoi 

Psathyromyia (Forattiniella) carpenteri carpenteri 

Micropygomyia (Micropygomyia) cayennensis 

cayennensis 

cayennensis 

cayennensis 

Micropygomyia (Micropygomyia) cayennensis 

maciasi 

cayennensis maciasi 

Micropygomyia (Coquillettimyia) chiapanensis chiapanensis 

Psychodopygus corossoniensis corossoniensis 

Psathyromyia (Psathyromyia) cratifer cratifer 

Lutzomyia (Tricholateralis) cruciata cruciata 

Micropygomyia (Micropygomyia) ctenidophora ctenidophora 

Psathyromyia (Psathyromyia) dasymera dasymera 

Dampfomyia (Coromyia) deleoni deleoni 

Dampfomyia delpozoi delpozoi 
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Lutzomyia (Tricholateralis) diabolica diabolica 

Dampfomyia (Coromyia) disneyi disneyi 

Dampfomyia (Dampfomyia) dodgei dodgei 

Micropygomyia (Micropygomyia) durani durani 

Pintomyia (Pifanomyia) evansi evansi 

Micropygomyia (Micropygomyia) farilli farilli 

Brumtomyia galindoi galindoi 

Lutzomyia (Tricholateralis) gomezi gomezi 

Brumtomyia hamata hamata 

Micropygomyia (Micropygomyia) hardisoni hardisoni 

Lutzomyia (Helcocyrtomyia) hartmanni hartmanni 

Dampfomyia inusitata inusitata 

Pintomyia (Pifanomyia) itza itza 

Dampfomyia (Dampfomyia) leohidalgoi leohidalgoi 

Lutzomyia (Lutzomyia) longipalpis longipalpis 

Lutzomyia manciola manciola 

Psathyromyia (Psathyromyia) maya maya 

Brumptomyia mesai mesai 

Psychodopygus nocticolus* nocticolus* 

Bichromomyia olmeca olmeca olmeca olmeca 

Micropygomyia (Coquillettimyia) oppidana oppidana 

Pintomyia (Pifanomyia) ovallesi ovallesi 

Psychodopygus panamensis panamensis 



16 

 

Dampfomyia (Dampfomyia) permira permira 

Micropygomyia (Sauromyia) pratti pratti 

Pintomyia (Pifanomyia) serrana serrana 

Psathyromyia (Psathyromyia) shannoni shannoni 

Dampfomyia (Coromyia) steatopyga steatopyga 

Micropygomyia (Coquillettimyia) stewarti stewarti 

Psathyromyia (Forattiniella) texana texana 

Micropygomyia (Sauromyia) trinidadensis trinidadensis 

Trichopygomyia triramula triramula 

Psathyromyia (Psathyromyia) undulata undulata 

Lutzomyia vargasi vargasi 

Micropygomyia (Coquillettimyia) vexator vexator 

Micropygomyia (Coquillettimyia) vindicator vindicator 

Micropygomyia (Micropygomyia) wirthi wirthi 

Nyssomyia  ylephiletor ylephiletor 

  

*No hay registro de dónde específicamente, pero existe literatura sobre su 

distribución en México (Shimabukuro et al., 2017; Galati, 2018). 

 

2.4. Patógenos transmitidos por Phlebotominae 

Las hembras Phlebotominae (también conocidas como mosca de la arena o 

papalotilla) son hematófagas., y, debido a su hematofagia, actúan como vector 
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de diferentes patógenos causantes de enfermedades alrededor del mundo 

(Killick-Kendrick, 1999). 

2.4.1. Parásitos 

La leishmaniasis es una enfermedad inflamatoria crónica humana, causada por 

alguna de las más de 20 especies protozoarias del género Leishmania, que son 

transmitidos al hombre por la picadura de flebotomineos infectados (dos Santos 

et al., 2020; OMS, 2020). Los vectores de Leishmania. están restringidos a dos 

géneros: Phlebotomus para especies en África, Asia y Europa, y Lutzomyia para 

especies centro y sur de América (Bates, 2008). 

Este padecimiento es considerado una enfermedad desatendida, debido a su 

prevalencia en comunidades empobrecidas, además, presenta diferentes 

problemas como otras enfermedades tropicales desatendidas, los cuales son: 

pocos tratamientos terapéuticos, pobre diagnóstico y poca conciencia 

comunitaria (Burza et al., 2018).  

La enfermedad presenta tres formas principales: leishmaniasis cutánea (LC), en 

la que los síntomas se presentan en la piel (la forma más común); la leishmaniasis 

visceral (LV) que envuelve el torrente sanguíneo y órganos internos (la forma con 

mayor mortalidad) (OMS, 2020); y la tercera forma menos estudiada, la 

leishmaniasis mucocutánea, que lleva a una destrucción de membranas mucosas 

en nariz, boca y garganta. Esta última está mayormente presente en Bolivia, 

Brasil, Etiopía y Perú (Strazzulla, 2013; OMS, 2020). 
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Este padecimiento ha afectado a través de los años a 98 países dentro de África, 

América, Asia y Europa. Estimando hasta 400,000 y 1,200,000 de casos de LV y 

LC respectivamente (Alvar, 2012; OMS, 2020).  

Según la Organización Panamericana de la Salud (2019) en el continente 

americano desde México hasta Argentina se han reportado alrededor de 50,000 

nuevos casos por año desde el 2001 al 2017. México es uno de los países con 

menor incidencia (10.5/100,000 habitantes) con 842 nuevos casos de LC para el 

2017 (OPS, 2017; OPS, 2019), ocupando así el 7° lugar con menor reporte de 

casos por año de 17 países de América (Alvar et al., 2012). 

De las 57 especies (55 existentes y 2 fósiles) de flebotomineos reportadas en 

México. Las especies de mayor importancia médica y veterinaria son: Bi. olmeca 

olmeca, Da. anthophora, Lu. cruciata, Lu. diabolica, Lu. longipalpis, Lu. gomezi, 

Ny. ylephiletor, Pa. shannoni, Pi. evansi, Pi. ovallesi y Ps. panamensis (Rebollar-

Téllez et al., 1996a; Canto-Lara et al., 2007; Sánchez-García et al., 2010; Pech-

May et al., 2010; 2016; Galati et al., 2019). Cada una de estas especies puede 

transmitir alguna especie particular de Leishmania en México. Lu. longipalpis, la 

especie transmisora de leishmaniasis visceral se distribuye desde el sur de 

México hasta Uruguay (Brazil et al., 2010). 

2.4.2 Bacterias 

Las bacterias del género Bartonella, están diseminadas en la naturaleza con 

muchos reservorios animales e insectos vectores, de las cuales 13 especies o 
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subespecies han sido reconocidas como agentes causales de enfermedades 

humanas (Lamas et al., 2008). 

Bartonella bacilliformis es una bacteria gram-negativa, pleomórfica e intracelular, 

que prolifera en el torrente sanguíneo humano invadiendo a los eritrocitos, y, tiene 

un periodo de incubación de dos a ocho semanas (Maguiña y Gotuzzo, 2000; 

Minick et al., 2014). 

La Fiebre de Oroya o Enfermedad de Carrión es una afección, única en humanos, 

cuyo agente etiológico es B. bacilliformis, provoca lesiones angiogénicas y se 

puede presentar en la piel o, como una anemia hemolítica severa (Anderson y 

Neuman, 1997; Maguiña et al., 2008; Minick et al., 2014). Esta bacteria es 

transmitida por flebotomineos, principalmente Pi. verrucarum (Hertig, 1942; 

Battisti et al., 2015). 

La enfermedad es endémica de los valles áridos de la cordillera de los Andes, 

con una altitud aproximada de 600-3200 msnm, localizados en Perú, Ecuador y 

Colombia (Alexander, 1995; Maguiña y Gotuzzo, 2000). 

2.4.3 Virus 

Algunos flebotomineos son vectores de la Fiebre de Pappataci en la región de 

Asia, África y Europa causada por un arbovirus (Tesh, 1988; Becker et al., 1997; 

Acevedo y Arrivillaga, 2008). Además, Comer et al. en 1990, demostraron que 

uno de los serotipos del virus que causa la estomatitis vesicular, una enfermedad 

que afecta al ganado en México, Centroamérica, el norte de Sudamérica y el este 

de Brasil (Letchworth et al., 1999), puede ser transmitido por Pa. shannoni. 
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2.5. Phlebotominae en áreas naturales protegidas de América y México. 

En América existen algunos trabajos de diversidad de flebotomineos en áreas 

naturales protegidas, como el de Young y Duncan (1994) en algunas zonas del 

“Amazonas” en Brasil; Romero-Ricardo et al. (2013), en la “Reserva Forestal 

Protectora Serranía de Coraza y Montes de María” en Colombia; el de Tonelli et 

al. (2017) en el “Santuario do caraça”, en Brasil. 

En México, Pech et al. (2016) encontraron 3,374 flebotomineos distribuidos en 

nueve especies en dos comunidades de Calakmul, Campeche, cerca de la 

Reserva de la Biosfera Calakmul (RBC). El muestreo fue realizado tres noches 

seguidas cada mes, en cada localidad, durante noviembre del 2006 y enero y 

marzo del 2007, usando cinco trampas CDC, cinco trampas Disney y dos trampas 

Shannon cada noche. Los primeros dos tipos de trampa fueron colocados de 

16:00-07:00 horas aproximadamente, mientras que las Shannon de 18:00-22:00. 

Pa. shannoni fue la especie más abundante (47.8 %) seguido por Lu. cruciata y 

Bi. olmeca olmeca (18.1 y 18.2 % respectivamente). 

Por otra parte, Rebollar-Téllez y Moo-Llanes (2020) realizaron un estudio en siete 

comunidades, dentro y, alrededor de la RBC. El muestreo fue llevado a cabo en 

los meses de noviembre a marzo entre 2001-2007. Se muestrearon dos 

localidades por cada comunidad empleando cinco trampas CDC, cinco trampas 

Disney y una trampa Shannon, donde el horario de muestreo es el mismo que en 

Pech et al. (2016). Se encontraron 17,405 flebotomineos distribuidos en un total 

de 17 especies. Las especies con mayor abundancia fueron Bi. olmeca olmeca 

(22,2%), Lu. cruciata (19,3%) y Ps. panamensis (18,8%). Ellos reportan dos 



21 

 

nuevos registros para Campeche: Micropygomyia (Micropygomyia) cayennensis 

maciasi (Fairchild y Hertig) y Dampfomyia (Coromyia) steatopyga (Fairchild y 

Hertig). 

Ibáñez-Bernal (1998), reportó tres especies para la Reserva de la Biósfera 

Celestún: Mi. cayennensis cayennensis, Mi. chiapanensis y Bi. olmeca olmeca, 

además para la Reserva de la Biósfera Lagartos también reportó la primera 

especie. 

Para la Reserva de la Biosfera Montes Azules dentro de la Selva Lacandona, 

Chiapas, Rodríguez-Rojas et al. (2013) realizaron un muestreo en junio de 2012. 

El muestreo fue realizado con trampas CDC y capturas manuales directas 

durante tres noches consecutivas. Se colectaron 153 especímenes con un total 

de siete especies, de las cuales, Psathryromyia (Xiphopsathyromyia) aclydifera 

(Fairchild y Hertig) fue la más abundante (82%). 

En Jalisco, dentro de la Reserva de la Biosfera Chamela-Cuixmala Lozano-

Sardaneta y Cañeda-Guzmán (2015) obtuvieron 158 flebotomineos distribuidos 

en seis especies. El muestreo consistió en cuatro colectas, en junio y noviembre 

de 2011 y en marzo y abril de 2012. Se utilizaron trampas CDC miniatura de las 

18:00-24:00 horas durante tres noches consecutivas en cada colecta. 

Dampfomyia (Dampfomyia) dodgei (Vargas y Díaz-Nájera) fue la especie con 

mayor abundancia (52%). 

En Tamaulipas, dentro de las Reserva de la Biósfera El Cielo, Rodríguez-Rojas 

et al. (2017) reportaron 638 individuos de nueve especies de flebotomineos. El 
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muestreo fue conducido del 28-30 de julio de 2010. Se utilizaron 16 trampas CDC 

y seis trampas Disney para cada noche de las 18:00-07:00 horas. La especie con 

mayor abundancia fue de Pa. shannoni (66%). 

En la Unidad de Manejo Ambiental Rancho el Salado, en Puebla, Durán-Luz et 

al. (2019) encontraron 311 especímenes de flebotomineos en un total de ocho 

especies. El estudio fue realizado en octubre 2014 y febrero y mayo 2015, se hizo 

en 2 áreas, una conservada y otra no conservada. Cada muestreo de cada mes, 

en cada zona, fue durante 3 noches consecutivas, utilizando ocho trampas CDC 

de 19:00-06:00 horas, adicionalmente una trampa Shannon fue utilizada en cada 

sitio durante dos noches seguidas de 19:00-23:00 horas en cada colecta. Las 

especies con mayor abundancia registrada fueron Micropygomyia 

(Micropygomyia) durani (Vargas y Díaz-Nájera) y Da. dodgei (39.2 y 28.9 % 

respectivamente). 
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3. MATERIALES Y MÉTODOS 

3.1 Área de estudio 

La primera localidad del muestreo (Figura 6) se encuentra dentro del Parque 

Estatal Cañón de Fernández (ANP-PECF), dentro del municipio de Lerdo, 

Durango (25°20'57.11"N; 103°44'28.95"O) con una elevación desde los 1,200 

msnm. En un ambiente de bosque de galería conformado por Salix sp., Taxodium 

mucronatum y Populus sp.  

 

 

Figura 6. Área de estudio dentro del Parque Estatal Cañón 

de Fernández, Lerdo, Durango, México. 
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La segunda localidad de muestreo fue en “La Isla”, Lerdo, Durango (25°30'9.11"N 

103°37'21.39"O) (Figura 7). La región arbórea estaba compuesta principalmente 

por álamos (Populus spp.). 

 

Figura 7. Área de estudio “La Isla”, Lerdo, Durango, México. 

 

3.1.1 Parque Estatal Cañón de Fernández 

La superficie total del ANP-PECF es de 17,001.48 Ha, de la cuál 153 

corresponden al corredor ripario, zona importante para la fauna local y como 

corredor biológico. 

En el sitio presenta por lo menos tres diferentes ecosistemas: bosque de galería, 

matorral xerófilo, y ambientes acuáticos. Ciertas partes del río permiten apreciar 

tres estratos claramente definidos: el arbóreo, formado principalmente por sauces 

(Salix spp.), ahuehuetes (Taxodium mucronatum) y álamos (Populus sp.); el 

arbustivo en el que predomina la jarilla (Bracharis glutinosa) junto con otras 
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especies, y el estrato herbáceo dominado por un zacate introducido (Cynodon 

dactylon), que ha desplazado a gramíneas de géneros nativos como Bouteloua. 

Dentro del ANP-PECF, en la localidad conocida como Gaseros existen árboles 

del grupo de los ahuehuetes (T. mucronatum) de más de dos metros de diámetro 

y más de 500 años. Hacia las laderas en algunas porciones se presentan 

frondosos bosques de mezquite (Prosopis laevigata), casi siempre indicadores 

de altos contenidos de humedad en el suelo. En algunas porciones del cauce del 

río se forman pozas o lagunetas permanentes. En el ANP-PECF existen más de 

50 especies que aparecen en la NOM-059-ECOL2001, de las cuales ocho están 

en peligro de extinción, 22 que están amenazadas y 27 que requieren de 

protección especial (SISR, 2007).  

3.2 Captura de Phlebotominae 

El trabajo de campo fue llevado a cabo los días 29 y 30 de noviembre y 1 de 

diciembre del 2019 en la primera localidad (Parque Estatal Cañón de Fernández) 

y los días 18, 19 y 20 de marzo de 2020 en la segunda localidad (La Isla), donde 

no hubo capturas de flebotomineos en esta última. El muestreo consistió en tres 

días consecutivos en cada localidad. Durante cada noche se muestreo durante 

cinco horas continuas,19:00 a 24:00 h. Las capturas de los flebotomineos se 

realizaron con una trampa Shannon (2.5 m x 2 m x 2 m) (Figura 8) utilizando cebo 

humano protegido (Rodríguez‐Rojas y Rebollar‐Téllez, 2017) y capturas 

manuales directas en huecos de la serranía. Cada espécimen capturado 

mediante aspiradores bucales se colocó en un frasco con alcohol al 70% 
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debidamente etiquetados por fecha, lugar, colector y trampa. Cada hora se anotó 

el número de individuos capturados y se procedía a cambiar de frasco. 

 

Figura 8. Trampa Shannon colocada en el ANP Cañón de Fernández, Lerdo, 

Durango, México. 

3.3 Identificación de Phlebotominae 

Cada ejemplar fue montado en una laminilla permanente para microscopio de 

acuerdo con la técnica recomendada por Young y Perkins (1984) e Ibáñez-Bernal 

(1999). Para la preparación de los individuos antes del montaje se siguieron los 

siguientes pasos (Fig. 9), con individuos o grupos de individuos: 

Se colocaron dos placas de porcelana de 12 cavidades c/u (en orden para 

completar seis cavidades en columna hacia abajo); En la primera fila, se vertió 

con una pipeta de plástico el hidróxido de sodio (NaOH) al 10%, en el cual se 

dejan macerar los especímenes durante 24 horas, cubriéndolos con un 

portaobjetos para evitar la rápida evaporación; Después, en la segunda fila se 
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agregó agua destilada (H2O) para enjuagar a los individuos durante 10 minutos; 

Para iniciar la deshidratación gradual con alcoholes, los ejemplares se pasaron 

por la tercera fila con alcohol 70%, después por la cuarta fila con alcohol 80%, y 

por último a la quinta fila con alcohol 100%, durante 10 minutos en cada 

graduación; Para finalizar la preparación de los organismos, en la cavidad de la 

sexta fila, se diafanizó a éstos con alcohol isopropílico y esencia de clavo (1:1), 

dejándose sumergidos durante al menos 20 minutos cubiertos con un 

portaobjetos para evitar la evaporación. 

 

Figura 9. Tratamiento para el montaje de especímenes y diafanización de 

Phlebotominae. 

El montaje permanente se llevó a cabo en dos fases: 

Primera Fase: se colocó una gota de Euparal® (Bioquip Products, Rancho 

Domínguez, CA, EUA), utilizando la punta de un aplicador de madera, justo en el 

centro de un portaobjetos Corning®, después se procedió a colocar un individuo 
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(diafanizado) y, con la ayuda del microscopio estereoscopio, y unas pinzas (con 

punta individual de <1 mm), se acomodó el ejemplar y sus estructuras para su 

posterior identificación (Figura 10). Ambos sexos, la cabeza hacia la izquierda, 

cabeza separada del tórax, con los ojos hacía debajo de la laminilla, tórax en 

vista lateral, alas extendidas hacías arriba y patas hacía abajo. Para las hembras, 

se separó además el abdomen y se colocó de manera ventral apuntando hacia 

arriba de la laminilla (Figura10). En el caso de los machos, el abdomen se quedó 

dejó junto con el tórax en vista lateral, con la terminalia apuntando hacia atrás del 

individuo (derecha de la laminilla) (Figura 11). 

Segunda Fase: después de 24 horas de la primera fase, se observó que las 

estructuras siguieran dispuestas como deberían, para después agregar otra gota 

de Euparal y sobre esta, sin ejercer presión, se colocó un cubreobjetos Pearl® 

circular de 12 mm de diámetro y 0.13-0.17 mm de ancho de grosor (Figura 12). 

 

Figura 10. Montaje de hembra Mi. oppidana con huevos. 
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Figura 11. Montaje de flebotomineos. A: Portaobjetos con gota de Euparal 

en estereoscopio. B: Flebotomineo puesto sobre la gota de Euparal. C: 

Flebotomineo  montado. 

 

 

Figura 12. Montaje permanente en laminilla, cubreobjetos sobre Euparal. 
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La identificación fue mediante diferentes estructuras morfológicas de acuerdo con 

las claves de Young y Duncan (1994), así como las claves de Ibáñez-Bernal 

(2005a, 2005b). Las especies siguieron la nomenclatura de Galati et al. (1995; 

2003) y las abreviaturas de Marcondes (2007) Los ejemplares montados están 

depositados en la “Colección de Artrópodos” del Centro de Investigación y 

Desarrollo en Ciencias de la Salud, Universidad Autónoma de Nuevo León. 



31 

 

4. RESULTADOS 

Se encontraron un total de 190 flebotomineos, de tres especies y dos géneros: 

Dampfomyia (Dampfomyia) anthophora, Micropygomyia (Coquillettimyia) 

oppidana y Micropygomyia (Coquillettimyia) stewarti (Cuadro 2). De estos, 163 

son machos, todos pertenecientes a Mi. oppidana, y 27 hembras, de las cuales, 

dos son Da. anthophora, cinco Mi. stewarti y 20 ejemplares de Mi. oppidana. Se 

conservaron en alcohol al 96% y en frío las patas de 48 organismos para futuros 

análisis genéticos como Barcode. 

Cuadro 2. Flebotomineos capturados en el ANP Cañón de Fernández, 

Lerdo, Durango. 

Especie  Hora de 
captura 

Captura 
en 

Reposo 
Shannon Sub 

total Total 

    Sexo     
    ♀ ♂ ♀ ♂     

Mi. oppidana 19:00-20:00 9 35 1 2 47 

183 
  20:00-21:00 3 48 1 2 54 
  21:00-22:00 2 36 1 2 41 
  22:00-23:00 1 22 0 0 23 
  23:00-24:00 2 16 0 0 18 

Mi. stewarti 19:00-20:00 1 0 0 0 1 

5 
  20:00-21:00 0 0 0 0 0 
  21:00-22:00 1 0 1 0 2 
  22:00-23:00 1 0 0 0 1 
  23:00-24:00 1 0 0 0 1 

Da. anthophora 19:00-20:00 0 0 1 0 1 

2 
  20:00-21:00 0 0 1 0 1 
  21:00-22:00 0 0 0 0 0 
  22:00-23:00 0 0 0 0 0 
  23:00-24:00 0 0 0 0 0 
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4.1 Descripción morfológica de Phlebotominae 

Dampfomyia (Dampfomyia) anthophora hembra: 

Características morfológicas distintivas observadas: Cibario con dos dientes 

horizontales en forma laminar; Conductos espermatecales individuales, al menos 

tan largos como el cuerpo espermatecal. 

Material examinado: México, Durango, Mpo. Lerdo, Parque Estatal Cañón de 

Fernández, trampa Shannon, 29-nov-2019, col. Jesús Armijo-Nájera, Rafael 

Marroquín y Rahuel Chan-Chable, 1♀; 02-dic-2019, col. Jesús Armijo-Nájera y 

Jesús Castro-Xochitla, 1♀, altitud: 1200 m.s.n.m. 25°20'57.11"N; 

103°44'28.95"W. 

Micropygomyia (Coquillettimyia) oppidana hembra: 

Características morfológicas distintivas observadas: Flagelómeros con ascoides 

simples y estos son cortos, además, no alcanzan el margen distal del siguiente 

artejo; Cibario sólo con 4 dientes horizontales grandes en forma de corona; 

Espermateca con forma globular con anillos; Conductos espermatecales 

individuales más de cinco veces el largo del tallo de la furca genital. 

Material examinado: México, Durango, Mpo. Lerdo, Parque Estatal Cañón de 

Fernández, colecta directa sobre roca, 29-nov-2019, col. Jesús Armijo-Nájera, 

Rafael Marroquín y Rahuel Chan-Chable, 9♀, trampa Shannon, 2♀; colecta 

directa sobre roca, 30-nov-2019, 6♀; 02-dic-2019, col. Jesús Armijo-Nájera y 

Jesús Castro-Xochitla, 2♀, trampa Shannon, 1♀, altitud: 1200 m.s.n.m. 

25°20'57.11" N 103°44'28.95" W. 
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Micropygomyia (Coquillettimyia) oppidana macho: 

Características morfológicas distintivas observadas: Lóbulo lateral delgado, 

longitud mayor a siete y medio veces su ancho; Conductos eyaculadores con 

ápices delgados, menos que el ancho de la bomba eyaculadora; Gonocoxito con 

mechón basal con cuatro sedas; Gonostilo con cinco sedas insertadas a diferente 

nivel con fórmula 1+1+1+2; Conductos eyaculadores con el ápice lanceolado, con 

el extremo delgado más corto que la longitud del ensanchamiento; Parámero 

delgado tan largo como un tercio de la longitud del lóbulo lateral. 

Material examinado: México, Durango, Mpo. Lerdo, Parque Estatal Cañón de 

Fernández, colecta directa sobre roca, 29-nov-2019, col. Jesús Armijo-Nájera, 

Rafael Marroquín y Rahuel Chan-Chable, 94♂, trampa Shannon, 3♂; colecta 

directa sobre roca, 30-nov-2019, 45♂, trampa Shannon 1♂; colecta directa sobre 

roca, 02-dic-2019, col. Jesús Armijo-Nájera y Jesús Castro-Xochitla, 18♂, trampa 

Shannon 2♂, altitud: 1200 m.s.n.m. 25°20'57.11" N 103°44'28.95" W. 

Micropygomyia (Coquillettimyia) stewarti hembra: 

Cibario sólo con 4 dientes horizontales; Espermateca más ancha que el diámetro 

del tallo de la furca genital; Espermateca con la porción distal globular, más larga 

que ancha y anillos en su unión con el conducto individual. 

Material examinado: México, Durango, Mpo. Lerdo, Parque Estatal Cañón de 

Fernández, colecta directa sobre roca, 29-nov-2019, col. Jesús Armijo-Nájera, 

Rafael Marroquín y Rahuel Chan-Chable, 3♀; trampa Shannon, 30-nov-2019, 1♀; 
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colecta directa sobre roca, 02-dic-2019, col. Jesús Armijo-Nájera y Jesús Castro-

Xochitla, 1♀, altitud: 1200 m.s.n.m. 25°20'57.11" N 103°44'28.95" W. 
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5. DISCUSIÓN 

Se describieron los primeros registros de flebotomineos para el Área Natural 

Protegida Parque Estatal Cañón de Fernández, además, también son los 

primeros para el estado de Durango, donde se encontraron las especies Da. 

anthophora, Mi. oppidana y Mi. stewarti. La presencia de Mi. oppidana y Mi. 

stewarti en conjunto puede deberse a su estrecha relación filogenética (Galati, 

2018). 

Mi. oppidana, fue descrita por primera vez por Dampf (1944) el cual le acuñó el 

nombre de Phlebotomus oppidanus, después, esta especie fue adoptada por 

Young y Duncan (1994) como Lutzomyia (Helcocyrtomyia) oppidana, y hasta 

1995, y con la nueva clasificación propuesta por Galati, adoptó el nombre de 

Micropygomyia (Coquillettimyia) oppidana. Esta especie se ha reportado en 

México en Ciudad de México (localidad tipo), Nayarit, Nuevo León y Veracruz y 

en Estados Unidos de América en Colorado, Montana, Texas y Washington 

(Ibáñez-Bernal, 2003; Ibáñez-Bernal et al., 2011). 

Según Ibáñez-Bernal (2003) aunque existan pocos registros Mi. oppidana es una 

especie ampliamente distribuida por estos dos países. Tienen características 

similares a Mi. stewarti y Mi. vexator, lo cual hace que antiguos registros puedan 

tener sesgos y haber confundido una especie con otra. Aunque Mi. oppidana no 

ha sido catalogada como una especie de importancia médica, Rodríguez-Rojas 

et al. (2017) analizaron por PCR la presencia de Leishmania spp. con un 

resultado negativo. 
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Mi. stewarti fue descrita por primera vez como Phlebotomus stewarti por 

Mangabeira y Galindo (1944), después, Barretto (1962) como Lutzomyia 

(Helcocyrtomyia) stewarti, y con la más reciente clasificación de Galati (1995) 

pasó a Micropygomyia (Coquillettimyia) stewarti. Aunque la distribución conocida 

en E.U.A. se reduce a California (localidad tipo), y en México a Baja California y 

Sonora (Ibáñez-Bernal, 2003), los mapas de distribución potencial actual 

muestran que puede estar presente en toda la frontera sur de E.U.A. y el sur de 

Florida, y, además, en todos los estados de México, con pequeños manchones 

de ausencias (Moo-Llanes et al., 2013). 

Mi. stewarti no es considerada como una especie de importancia médica, por su 

poca antropofilia, sin embargo, Schall (2011) la describe como un potencial vector 

de Plasmodium mexicanum (Thompson & Huff), un protista parasítico que afecta 

a reptiles. 

Da. anthophora fue descrita por primera vez por Addis (1945) que lo acuñó como 

Phlebotomus (Dampfomyia) anthophorus, luego Theodor (1965) lo reclasificó en 

el género Lutzomyia, conservando el subgénero, y cambiando el epíteto 

específico a anthophorus, por último, Galati (1995) reclasificó la especie 

quedando como Dampfomyia (Dampfomyia) anthophora. Se distribuye por E.U.A. 

en Arizona y Texas (localidad tipo) y por México en Guerrero, Michoacán, 

Morelos, Nuevo León y Tamaulipas (Mead y Cupp, 1995; Ibáñez-Bernal, 2001; 

Rodríguez-Rojas et al., 2017) 

Con datos bioclimáticos como son la temperatura media anual, rango diurno 

medio, isotermalidad, estacionalidad de temperatura, temperatura máxima del 
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mes más cálido, temperatura mínima del mes más frío, rango anual de 

temperatura, entre otros, los modelos de nicho ecológico nos dicen, cómo se 

puede estar distribuyendo actualmente (y además modelar la distribución a 

futuro) una especie. Según el mapa de distribución potencial actual de Da. 

anthophora de González et al. (2010), en el que usaron las 19 variables 

bioclimáticas posibles, y Moo-Llanes et al. (2018), en el que usaron sólo nueve 

variables bioclimáticas, esta especie, aparece desde el centro de México hasta 

abarcar prácticamente todos los estados del sur de E.U.A., incluyendo la misma 

zona donde se realizó el presente trabajo, en la cual, no había registro previo, lo 

que nos da la pauta para validar los modelos de predicción.  

A pesar de sólo encontrar dos especímenes hembras, el que hayan estado 

ambos, en días diferentes, dentro de la trampa Shannon, nos recuerda su posible 

antropofilia, opuesto a Mi. oppidana que el 95 % de las capturas fueron de 

manera directa en reposo fuera de la trampa. Una de las hembras de Da. 

anthophora fue capturada con huevos, lo cual coincide con la época reproductiva 

de la especie en el trabajo de McHugh et al. (2001) realizado en Texas.  

En 2009, se registró el primer caso en Durango de leishmaniasis causado por 

Leishmania mexicana (Pérez-Vega et al., 2009). Este protozoario ha sido aislado 

de Da. anthophora (McHugh et al., 1993; McHugh, 2010), además en México es 

reconocida según el Centro Nacional de Vigilancia Epidemiológica y Control de 

Enfermedades (2015) como uno de los vectores asociados a leishmaniasis 

cutánea. Durango no es el único estado al norte de México, en Coahuila, Nuevo 
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León y Tamaulipas también se han presentado, aunque escasos, casos de 

leishmaniasis (Díaz-Nájera, 1971; Simpson et al., 1968).  

Aunque diferentes especies de Phlebotominae son potenciales vectores de 

Leishmania spp., el estudio de su diversidad en la región norte de México es 

escaso. Conocer su distribución y las especies específicas en la región favorece 

al conocimiento de posibles casos futuros de leishmaniasis y sus vectores 

específicos. 

El uso de la trampa Shannon ha mostrado la mayor abundancia y riqueza de 

especies en la mayoría de los estudios (Cruz-Ruiz et al., 1994; Rebollar-Téllez et 

al., 2006; Pech-May et al., 2010; 2016; Rebollar-Téllez et al., 2005; Sánchez-

García et al., 2010; May-Uc et al., 2011; Pérez et al., 2013; Rodríguez-Rojas y 

Rebollar-Téllez, 2017) pero esto no siempre se cumple (Christenesen et al., 1972; 

Andrade et al., 2005; Posada-López et al., 2014) como en el presente estudio 

que la gran mayoría de los especímenes fueron atrapados en un sitio diferente a 

la trampa Shannon, además, existen especies que pueden llegar a ser 

capturadas sólo en un tipo de trampa como en el trabajo de Rodríguez-Rojas y 

Rebollar-Téllez (2017) donde la especie Dampfomyia (Dampfomyia) permira 

(Fairchild & Hertig) fue capturada sólo en trampas de luz CDC y la especie 

Lutzomyia manciola (Ibáñez-Bernal), sólo fue capturada en trampa Shannon, lo 

cual nos advierte que los muestreos deben usarse diferentes tipos de trampas 

para poder observar diversidad más cercana a la real. 

El objetivo de documentar las especies del Área Natural Protegida Parque Estatal 

Cañón de Fernández de cierta manera se cumplió dando lugar a los primeros 
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registros, hace falta un mayor esfuerzo de muestreo, usar además trampas de 

luz, agregar más puntos para la localidad y también en diferentes localidades del 

estado de Durango, y durante al menos un año como en Rodríguez-Rojas y 

Rebollar-Téllez (2017), para así poder estar seguros del ensamblaje 

Phlebotominae para el mismo. 

Según los modelos de predicción se espera encontrar en el área de la reserva 

las especies Lu. diabolica (González et al., 2010), Mi. californica, Mi. vexator y 

Pa. texana (Moo-Llanes et al., 2013). Para el estado de Durango, además de las 

anteriores, se espera encontrar en la zona más cercana a la costa del pacífico, 

las especies Br. mesai, Da. beltrani, Pa. carpenteri, Mi. cayennensis, Mi. 

chiapanensis, Lu. cruciata, Lu. longipalpis, Pi. ovallesi, Ps. panamensis, Pi. 

serrana, Mi. trinidadensis, Pa. undulata y Ny. ylephiletor (Moo-Llanes t al., 2013). 

Dado el creciente interés en la restauración de ambientes degradados, el 

monitoreo de la dinámica de los ensambles de las comunidades de insectos 

podría proporcionar evidencia convincente para estimar el éxito o el fracaso de 

cualquier proyecto de restauración (Mattoni et al., 2000). Ashford (2007) expone 

cómo las enfermedades como la leishmaniasis pueden llegar a ser a única 

respuesta del ambiente contra la sobrepoblación humana y los cambios 

antropogénicos generados en el planeta. Las causas que facilitan enfermedades 

emergentes son meramente dadas por el hombre, además, la dificultad de 

erradicar reservorios silvestres hace que el manejo de las poblaciones deba 

orientarse hacia la salud del ecosistema (Medina-Vogel, 2010). Así, la OMS (s.f.), 

manifiesta que tenemos que preservar nuestra salud mediante la protección de 
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la biodiversidad. Por ello es necesario conocer primero la biodiversidad que se 

plantea conservar. 
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6. CONCLUSIÓN 

El presente estudio representa la primera evaluación del ensamblaje de 

Phlebotominae tanto para el Área Natural Protegida Parque Estatal Cañón de 

Fernández como para el estado de Durango. Y así, forma las bases para generar 

futuras investigaciones sobre estos insectos en el estado y alrededores donde no 

se tienen registros como Chihuahua. 
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ANEXO 1 

Distribución de flebotomineos por estado en México. 
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Total 
Estados 

†bolontikui     ✔                                     1 
†paterna     ✔                                     1 
aclydifera   ✔ ✔         ✔                           3 

anthophora             ✔   ✔  ✔   ✔             ✔     4 
atulapai     ✔                                     1 
beltrani     ✔                                 ✔   2 

bispinosus     ✔                                     1 
caminoi                   ✔       ✔               2 

carpenteri   ✔ ✔                       ✔         ✔   4 
cayennensis cayennensis   ✔         ✔ ✔           ✔           ✔   5 

cayennensis maciasi   ✔ ✔       ✔   ✔   ✔   ✔   ✔           ✔ 8 
chiapanensis     ✔   ✔   ✔   ✔               ✔     ✔   6 

corossoniensis     ✔                                     1 
cratifer   ✔ ✔                       ✔       ✔ ✔   5 
cruciata   ✔ ✔       ✔ ✔ ✔   ✔ ✔ ✔   ✔ ✔   ✔ ✔ ✔ ✔ 14 

ctenidophora                               ✔     ✔     2 
dasymera     ✔                                     1 

deleoni   ✔ ✔                       ✔         ✔   4 
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delpozoi     ✔                                     1 
diabolica         ✔   ✔   ✔     ✔   ✔               5 
disneyi     ✔                                     1 
dodgei   ✔ ✔       ✔ ✔ ✔ ✔       ✔               7 
durani           ✔ ✔ ✔ ✔   ✔   ✔ ✔               7 
evansi     ✔                                     1 
farilli     ✔                                     1 

galindoi   ✔ ✔                                     2 
gomezi   ✔                                       1 
hamata   ✔ ✔                 ✔                   3 

hardisoni             ✔                             1 
hartmanni     ✔                                     1 
inusitata     ✔                                     1 

itza                             ✔             1 
leohidalgoi                                     ✔ ✔   2 
longipalpis   ✔ ✔       ✔   ✔ ✔       ✔           ✔   7 
manciola                             ✔             1 

maya                             ✔             1 
mesai   ✔ ✔                 ✔     ✔         ✔   5 

nocticolus*                                           0 
olmeca olmeca   ✔ ✔                       ✔     ✔   ✔   5 

oppidana       ✔             ✔ ✔             ✔ ✔   5 
ovallesi   ✔ ✔               ✔       ✔             4 

panamensis   ✔ ✔                       ✔     ✔   ✔   5 
permira   ✔ ✔                       ✔         ✔   4 
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pratti             ✔                             1 
serrana   ✔ ✔               ✔                 ✔   4 

shannoni   ✔ ✔       ✔ ✔     ✔ ✔ ✔ ✔ ✔       ✔ ✔   11 
steatopyga   ✔ ✔                       ✔             3 

stewarti ✔                               ✔         2 
texana     ✔   ✔   ✔ ✔ ✔ ✔ ✔ ✔ ✔ ✔         ✔ ✔   12 

trinidadensis   ✔ ✔                       ✔       ✔   ✔ 5 
triramula     ✔                                 ✔   2 
undulata   ✔ ✔                                 ✔   3 
vargasi                   ✔       ✔               2 
vexator                                 ✔         1 

vindicator       ✔       ✔ ✔ ✔   ✔ ✔                 6 
wirthi                                       ✔   1 

ylephiletor   ✔ ✔                             ✔       3 
Total 1 23 37 2 3 1 13 8 10 7 8 9 6 9 16 2 3 4 9 20 3  
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A continuación, se detallan por estado las especies que están presentes en 
México: 

Baja California Micropygomyia (Coquillettimyia) stewarti (Mangabeira & Galindo) 

(Ibáñez-Bernal, 2003). 

Campeche Brumtomyia hamata (Fairchild & Hertig), Brumtomyia galindoi 

(Fairchild & Hertig), Brumptomyia mesai (Sherlock), Bi. olmeca, Lu. cruciata, Lu. 

longipalpis, Lutzomyia (Tricholateralis) gomezi (Nitzulescu), Micropygomyia 

(Micropygomyia) cayennensis cayennensis (Floch & Abonnenc), Micropygomyia 

(Micropygomyia) cayennensis maciasi (Fairchild & Hertig) Pintomyia (Pifanomyia) 

serrana (Damasceno & Arouck), Pi. ovallesi, Dampfomyia (Coromyia) deleoni 

(Fairchild & Hertig), Dampfomyia (Dampfomyia) dodgei (Vargas & Díaz-Nájera), 

Da. permira, Dampfomyia (Coromyia) steatopyga (Fairchild & Hertig), Pa. 

shannoni, Psathryromyia (Xiphopsathyromyia) aclydifera (Fairchild & Hertig), 

Psathyromyia (Psathyromyia) cratifer (Fairchild & Hertig), Psathyromyia 

(Psathyromyia) undulata (Fairchild & Hertig), Psathyromyia (Forattiniella) 

carpenteri (Fairchild & Hertig), Ps. panamensis, Nyssomyia ylephiletor (Fairchild 

& Hertig) y Micropygomyia (Sauromyia) trinidadensis (Newstead) (Rebollar-Téllez 

et al.,1996; 2005; Pech-May et al., 2016; Rebollar-Téllez y Moo-Llanes 2020). 

Chiapas Br. hamata, Br. mesai, Br. galindoi Mi. cayennensis maciasi, 

Micropygomyia (Micropygomyia) farilli (Vargas & Díaz-Nájera), Mi. trinidadensis, 

Mi. chiapanensis, Micropygomyia (Sauromyia) †paterna (Quate), Lu. 

cruciata, Lu. longipalpis, Lutzomyia (Helcocyrtomyia) hartmanni (Fairchild & 

Hertig), Pintomyia (Pifanomyia) †bolontikui (Ibáñez-Bernal, Kraemer, Stebner & 

Wagner) Pintomyia (Pifanomyia) evansi (Nuñez-Tovar), Pi. ovallesi, Pi. serrana, 

Dampfomyia (Coromyia) beltrani (Vargas & Díaz-Nájera), Da. deleoni, Da. 

steatopyga, Dampfomyia (Coromyia) disneyi (Williams), Dampfomyia delpozoi 

(Vargas & Díaz-Nájera), Dampfomyia inusitata (Fairchild & Hertig), Dampfomyia 

(Dampfomyia) atulapai (León), Da. dodgei, Da. permira, Trichopygomyia triramula 

(Fairchild & Hertig), Pa. carpenteri, Psathyromyia (Forattiniella) texana (Dampf), 

Pa. aclydifera, Pa. cratifer, Pa. undulata, Psathyromyia (Psathyromyia) dasymera 
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(Fairchild & Hertig), Pa. shannoni, Bi. olmeca olmeca, Psychodopygus bispinosus 

(Fairchild & Hertig), Psychodopygus corossoniensis (Le Pont & Pajot), Ps. 

panamensis y Ny. ylephiletor (Vargas & Díaz-Nájera, 1953; 1959; Ibáñez-Bernal 

et al., 2015). 

Ciudad de México Micropygomyia (Coquillettimyia) oppidana (Dampf) y 

Micropygomyia (Coquillettimyia) vindicator (Dampf) (Dampf, 1944; Godínez-

Álvarez y Ibáñez-Bernal, 2010). 

Coahuila Lutzomyia (Tricholateralis) diabolica (Hall), Mi. chiapanensis y Pa. 

texana (Díaz-Nájera, 1971; Godínez-Álvarez y Ibáñez-Bernal, 2010; Rodríguez-

Pérez, 2014). 

Estado de México Micropygomyia (Micropygomyia) durani (Vargas & Díaz-

Nájera) (Godínez-Álvarez y Ibáñez-Bernal, 2010). 

Guerrero Mi. cayennensis cayennensis, Mi. cayennensis maciasi, Mi. 

chiapanensis, Mi. durani, Micropygomyia (Micropygomyia) hardisoni (Vargas & 

Dias-Nájera), Micropygomyia (Sauromyia) pratti (Vargas & Díaz-Nájera) Lu. 

cruciata, Lu. diabolica, Lu. longipalpis, Dampfomyia (Dampfomyia) anthophora 

(Addis), Da. dodgei, Pa. shannoni y Pa. texana (Vargas & Nájera-Díaz, 1952; 

1953; Ibáñez-Bernal, 2003; Godínez-Álvarez y Ibáñez-Bernal, 2010). 

Jalisco Lu. cruciata, Pa. texana, Pa. shannoni, Da. Dodgei, Mi. cayennensis 

cayennensis, Mi. durani, Mi. vindicator, Pa. aclydifera y Pa. texana (Ibáñez-Bernal 

2005a; Godínez-Álvarez y Ibáñez-Bernal, 2010; Moo-Llanes et al., 2013; Lozano-

Sardaneta & Cañeda-Guzmán, 2015). 

Michoacán Mi. chiapanensis, Mi. vindicator, Mi. cayennensis maciasi, Mi. durani, 

Lu. cruciata, Lu. diabolica, Lu. longipalpis, Da. anthophora, Da. dodgei y Pa. 

texana (Ibáñez-Bernal & Ibarra-Juárez, 2016). 

Morelos Da. dodgei, Dampfomyia caminoi (Young & Duncan), Da. anthophora, 

Lu. longipalpis, Lutzomyia vargasi (Fairchild & Hertig), Pa. texana, y Mi. vindicator 

(Young & Duncan, 1994; Ibáñez-Bernal, 2001; 2003; Godínez-Álvarez y Ibáñez-

Bernal, 2010). 
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Nayarit Mi. cayennensis maciasi, Mi. durani, Mi. oppidana, Lu.  cruciata, Pa. 

shannoni, Pa. texana, Pi. ovallesi y Pi. Serrana (Godínez-Álvarez y Ibáñez-

Bernal, 2010). 

Nuevo León Br. hamata, Br. mesai, Da. anthophora, Lu. cruciata, Lu. diabolica, 

Pa. shannoni, Pa. texana y Mi. oppidana Mi. vindicator (Ibáñez-Bernal, 2003; 

Rodríguez-Rojas et al.,2017) 

Oaxaca Mi. cayennensis maciasi, Mi. durani, Mi. vindicator, Lu.  cruciata, Pa. 

shannoni y Pa. texana (Vargas y Díaz-Nájera, 1953; Godínez-Álvarez y Ibáñez-

Bernal, 2010). 

Puebla Da. caminoi, Da. dodgei, Lu. diabolica, Lu. longipalpis, Lu. vargasi, Mi. 

durani, Mi. cayennensis cayennensis, Pa. shannoni y Pa. texana (Vargas y Díaz-

Nájera, 1953; Godínez-Álvarez y Ibáñez-Bernal, 2010 Durán-Luz et al., 2019). 

Quintana Roo Bi. olmeca olmeca, Br. mesai, Da. deleoni, Da. permira, Da. 

steatopyga, Lu. cruciata, Lu. manciola, Mi. cayennensis maciasi, Mi. 

trinidadensis, Pa. carpenteri, Pa. cratifer, Psathyromyia (Psathyromyia) maya 

(Ibáñez-Bernal, May-Uc & Rebollar-Tellez) Pa. shannoni, Pi. ovallesi, Pintomyia 

(Pifanomyia) itza (Ibáñez-Bernal, May-Uc & Rebollar-Tellez) y Ps. panamensis 

(Ibáñez et al., 2010; Godínez-Álvarez y Ibáñez-Bernal, 2010; Rodríguez‐Rojas & 

Rebollar‐Téllez, 2017). 

San Luis Potosí Lu. cruciata y Micropygomyia (Micropygomyia) ctenidophora 

(Fairchild & Hertig) (Vargas y Díaz-Nájera, 1953; Godínez-Álvarez y Ibáñez-

Bernal, 2010). 

Sonora Mi. chiapanensis, Mi. stewarti y Micropygomyia (Coquillettimyia) vexator 

(Coquillet) (Ibáñez-Bernal, 2003; Godínez-Álvarez y Ibáñez-Bernal, 2010). 

Tabasco Lu. cruciata, Bi. olmeca olmeca, Ps. Panamensis y Ny. ylephiletor 

(Ibáñez-Bernal, 1999, 2002, 2003). 

Tamaulipas Da. anthophora, Pa. cratifer, Lu. cruciata, Mi. ctenidophora, 

Dampfomyia (Dampfomyia) leohidalgoi (Ibáñez-Bernal, Hernández-Xoliot & 
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Mendoza), Mi. oppidana, Pa. shannoni, Pa. texana y Mi. trinidadensis (Rodríguez-

Rojas et al., 2017). 

Veracruz Br. mesai, Pa. carpenteri, Mi. cayennensis, Mi. chiapanensis, 

Micropygomyia (Micropygomyia) wirthi (Vargas & Díaz-Nájera), Pa. cratifer, Lu. 

cruciata, Da. deleoni, Da. leohidalgoi, Lu. longipalpis, Bi. olmeca olmeca, Mi. 

oppidana, Ps. panamensis, Da. permira, Pi. serrana, Pa. shannoni, Pa. texana, 

Ty. triramula, Pa. undulata y Da. beltrani (Vargas & Díaz, 1951; Ibáñez-Bernal et 

al., 2011). 

Yucatán Mi. cayennensis maciasi, Mi. trinidadensis y Lu. cruciata (Vargas y Díaz-

Nájera, 1953; Godínez-Álvarez y Ibáñez-Bernal, 2010; Montes de Oca-Aguilar et 

al., 2017). 


