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Resumen 

 

El presente estudio se enfocó en la detección molecular, mediante técnicas de PCR y RT-

PCR, de material genético de organismos del orden Piroplasmida, el género Rickettsia, así 

como de los 4 serotipos del virus del dengue (DENV) en sangre, bazo e hígado del murciélago 

vampiro común, Desmodus rotundus. Se capturaron 32 ejemplares en los estados de 

Querétaro, Hidalgo y Tabasco. Para la detección del gen 18S rRNA se implementaron 3 

protocolos: PCR punto final, PCR semianidada y PCR anidada; de ellos, 14 muestras 

sanguíneas amplificaron fragmentos del tamaño esperado, aunque ninguna de las secuencias 

obtenidas resultó positiva para organismo del orden Piroplasmida. Tampoco se detectó la 

presencia de la proteína OmpB del género Rickettsia en ninguna muestras de bazo analizadas 

(0%). En contraste, 17 muestras hepáticas (53.12%) resultaron positivas para DENV-3, 

correspondientes a 13 ejemplares provenientes de Hidalgo (40.62%) y 4 de Tabasco (12.5%). 

Este es el primer estudio que reporta la presencia de DENV-3 en muestras biológicas de D. 

rotundus. La detección de estos agentes constituye una aproximación al estudio de D. 

rotundus como potencial reservorio de patógenos zoonóticos, y contribuye a la comprensión 

de la epidemiología y dinámicas de las enfermedades arbovirales. 
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Abstract. 

 

This study is focused on the molecular detection of genetic material from organisms of the 

order Piroplasmida, the genus Rickettsia, and the four Dengue virus (DENV) serotypes in 

blood, spleen, and liver samples from the common vampire bat, Desmodus rotundus, using 

PCR and RT-PCR amplification techniques. Thirty-two specimens were captured in 

Queretaro, Hidalgo, and Tabasco. Three protocols for the detection of the 18S rRNA gene 

were performed: endpoint PCR, semi-nested PCR, and nested PCR. Fourteen blood samples 

amplified a fragment of the expected size; however, none of the sequenced samples showed 

positive results for any piroplasmid. No specimens tested positive for the OmpB protein of 

the genus Rickettsia in spleen samples (0%). Seventeen liver samples (53.12%), thirteen 

specimens from Hidalgo (40.62%) and 4 from Tabasco (12.5%) tested positive for a fragment 

of prM protein of DENV-3. This study is the first to report the presence of DENV-3 in 

biological samples of Desmodus rotundus. The detection of these agents is an approach to 

the study of Desmodus rotundus as a potential reservoir of zoonotic pathogens, which 

contributes to the understanding of the epidemiology and dynamics of arboviral diseases. 
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I. Introducción  

 

El orden Chiroptera comprende un grupo de mamíferos con características únicas: son 

los únicos mamíferos capaces de realizar un vuelo verdadero, representan el segundo orden 

más diverso después orden Rodentia con más de 1400 especies. Los murciélagos exhiben 

una esperanza de vida notablemente alta en comparación con mamíferos de talla similar. 

Ciertas especies son migratorias y recorren distancias considerables, mientras que otras 

entran en estado de hibernación durante una parte del año. Además, proporcionan 

importantes servicios ecosistémicos como la polinización, la dispersión de semillas y el 

control de artrópodos que actúan como vectores de agentes patógenos.  

Una de las características más estudiadas de los quirópteros, es su capacidad para albergar 

una amplia gama de agentes virales, bacterianos y parasitarios. Muchos de los cuales están 

estrechamente relacionados con patógenos de importancia para la salud pública y veterinaria; 

sin embargo, es importante señalar que su papel como hospederos y reservorios sigue siendo 

investigado a detalle para comprender las dinámicas de estos patógenos. 

Entre los grupos de patógenos más importantes para la salud pública están los agentes 

transmitidos por vectores, cuya presencia ha sido detectada en murciélagos y sus 

ectoparásitos. De acuerdo con la Organización Mundial de la Salud, las enfermedades 

transmitidas por vectores representan el 17% de las enfermedades infecciosas y causan 

aproximadamente 700 mil muertes anuales.  

La aparición de ciclos de transmisión urbanos para estas enfermedades se relaciona con 

modificaciones antropogénicas como el cambio climático, el cambio de uso de suelo, la 

minería, la deforestación y la ganadería. Estas actividades facilitan la presencia de vectores 

hematófagos que pueden alimentarse tanto de fauna silvestre, animales domésticos y 

humanos, los cuales a su vez pueden actuar como hospederos amplificadores.  

Desmodus rotundus es una de las tres especies existentes de murciélagos hematófagos y 

la única especie de su género. Mas allá de su papel establecido como reservorio y vector del 

virus de la rabia, su importancia se ve acentuada por su proximidad al ganado, del cual se 

alimenta. Esta proximidad incrementa la probabilidad de contacto con humanos y, en 



  

15 

 

consecuencia, el potencial de transmisión bidireccional de agentes infecciosos. Por lo tanto, 

este estudio tiene como objetivo detectar patógenos transmitidos por artrópodos en muestras 

de sangre y órganos de ejemplares de D. rotundus. Esta investigación contribuirá a la 

comprensión de la epidemiología de las enfermedades transmitidas por vectores, lo que 

podría fundamentar el desarrollo de estrategias de control y prevención de enfermedades con 

potencial zoonótico. 

 

 

II. Antecedentes. 

 

2.1 Orden Chiroptera.  

 

El orden Chiroptera es el único grupo taxonómico de mamíferos dotado de la 

capacidad de vuelo verdadero. Esta característica les confiere una amplia distribución 

geográfica, hábitos migratorios, y el potencial, para dispersar patógenos a grandes distancias 

(Messenger et al., 2002). Se trata de un taxón sumamente diverso clasificado actualmente en 

21 familias, 232 géneros y 1,487 especies (Simmons & Cirranello, 2025). Representa el 

segundo orden más numeroso de mamíferos después del orden Rodentia, y representa más 

del 20% de todas las especies de mamíferos existentes (Taylor, 2019; Mammalian Diversity 

Database, 2024). 

Entre sus características particulares de este grupo taxonómico, destaca una 

longevidad excepcional, con una esperanza de vida entre tres a diez veces mayor, que la de 

otros mamíferos de talla similar, (Taylor, 2019; Cooper et al., 2024). Otra adaptación notable 

es la ecolocalización laríngea, una habilidad utilizada para navegar y depredar en entornos 

nocturnos o de oscuridad total mediante la interpretación de ecos. Aunque esta característica 

está presente en los microquirópteros, está ausente en la mayoría de los macroquirópteros. 

Cabe señalar que la ecolocalización también ha evolucionado de manera independiente en 

unos pocos miembros de los órdenes Cetartiodactyla, Afrosoricida, Eulypotiphla y Rodentia 

(Taylor, 2019; He et al., 2021).  
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Los quirópteros presentan una distribución cosmopolita exceptuando los círculos 

polares y algunas islas oceánicas. La mayor proporción de las especies se concentran en las 

regiones tropicales y subtropicales, aunque algunas habitan regiones templadas. 

Generalmente presentan hábitos gregarios formando colonias de tamaño variable 

dependiendo de la especie (Scheffer et al., 2022). 

Tradicionalmente los quirópteros se han dividido en dos subórdenes basados en 

características morfológicas: Microchiroptera formado por la mayoría de los murciélagos 

pequeños con capacidad de ecolocalización y compuesto por 17 familias; y Megachiroptera 

formado por murciélagos de gran tamaño que no presentan ecolocalización, a excepción del 

murciélago egipcio de la fruta, Rousettus aegyptiacus. Sin embargo, actualmente se propone 

una clasificación basada en criterios genéticos moleculares, que sugiere dividir a los 

quirópteros en dos subórdenes:  

• Pteropodiformes (Yinpteroquiroptera) que incluye a las familias: 

Pteropodidae, Rhinolophidae, Hipposideridae, Megadermatidae, 

Craseonycteridae Rhinonycteridae, y Rhinopomatidae;  

• Vespertilioniformes (Yangochiroptera) que incluye 14 familias: Cistugidae, 

Emballonuridae, Furipteridae, Miniopteridae, Molossidae, Mormoopidae, 

Mystacinidae, Myzopodidae, Natalidae, Noctilionidae, Nycteridae, 

Phyllostomidae, Thyropteridae y Vespertillionidae (Taylor, 2019; Simmons & 

Cinarrello, 2024). 

 

Como resultado de su adaptación a una gran diversidad de nichos ecológicos, los 

murciélagos también se clasifican con base en su dieta, en diferentes gremios tróficos: 

insectívoros, frugívoros, nectarívoros, ictiófagos, carnívoros y hematófagos. Mientras que 

algunas especies son especialistas estrictos otras son generalistas (polífagos), mostrando 

flexibilidad en su alimentación (Villa, 1976). 
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2.2 Quirópteros en México.  

 

En México el orden Chiroptera constituye el segundo grupo de mamíferos con mayor 

abundancia y diversidad (Aguilar Setien et al, 2008). El país alberga poco más de 140 

especies (Cordero et al., 2014; Ramírez-Pulido et al., 2014) distribuidas en 8 familias, de las 

cuales aproximadamente 20 son endémicas (cerca del 13%) (Sil-Berra et al., 2024) 

Recientemente se describieron dos nuevas especies endémicas: Corynorhinus paniaguae 

(López-Cuamatzi et al., 2024) y Vampyressa villai (Garbino et al., 2024). Asimismo, en la 

primera mitad de 2025, fue reportada por primera vez la presencia de la especie Phyllostomus 

hastatus en territorio mexicano (Aranda-Coello et al., 2025).  

La NORMA Oficial Mexicana (NOM-059-SEMARNAT-2010) incluye un listado de 

38 especies de quirópteros con algún estatus de riesgo para su conservación en México. Estas 

especies pertenecientes a 7 familias incluyen 6 endémicas y 32 no endémicas. De acuerdo 

con esta normativa 17 especies se encuentran sujetas a protección especial, 17 están 

categorizadas como amenazadas y 4 se encuentran en peligro de extinción (NOM-059-

SEMARNAT-2010). 

 

2.3. Desmodus rotundus 

 

De las 1487 especies de murciélagos conocidas actualmente, únicamente 3 poseen 

una dieta hematófaga estricta, además de ser los únicos mamíferos con este hábito alimenticio 

(Ramí, et al., 2024; Simmons & Cinarrello, 2025).  

Estas tres especies que conforman la subfamilia Desmodontinae (Phyllostomidae) 

son: Diphylla eucaudata (murciélago vampiro de patas peludas), Diaemus youngi 

(murciélago vampiro de alas blancas) ambos con una dieta altamente especializada en sangre 

de aves; y Desmodus rotundus (murciélago vampiro común). D. rotundus presenta una dieta 

menos estricta, alimentándose de la sangre de una amplia variedad de presas (Villa, 1976; 

Greenhall et al., 1983; Torres-Mejía et al, 2021). Su espectro trófico incluye cerca de 63 

especies de 45 familias, pertenecientes a 21 órdenes y 4 clases de vertebrados: mamíferos, 

aves, reptiles y anfibios (Brown & Escobar, 2023). Entre sus presas predominan los animales 



  

18 

 

domésticos como bovinos, equinos y suidos, y en mucho menor medida pueden alimentarse 

del ser humano (Aguilar-Setien et al., 1998, Scheffer et al., 2022). 

 D. rotundus posee una gran plasticidad trófica, originada por los cambios en la 

disponibilidad de presas en su entorno. La proliferación y abundancia de producciones 

pecuarias en el neotrópico junto con su mayor accesibilidad en comparación con la fauna 

silvestre han convertido al ganado en sus presas preferidas (Gonçalves et al., 202). Este hecho 

es fundamental para entender su papel central en la epidemiología de la rabia paralítica 

bovina (Aguilar-Setien et al., 1998, Scheffer et al., 2022). 

Además de su papel como vector del virus rábico, los efectos directos de D. rotundus, 

radican también en las lesiones generadas por su mordedura, estas heridas predisponen a la 

aparición de infecciones bacterianas secundarias y miasis, lo que genera depreciación del 

valor de las pieles. Además, la capacidad de provocar estados de anemia en el ganado 

resultando en una disminución de la energía metabólica que se refleja en la reducción de los 

parámetros productivos (Villa, 1976; Flores-Crespo, 1992; Torres-Mejía et al., 2021).   

Los registros fósiles del género Desmodus, han sido hallados exclusivamente en el 

continente americano y datan del Pleistoceno. Se han descrito 4 especies, 3 de ellas extintas: 

D. archaeodaptes, D. stocki y D. draculae, y D. rotundus; la única especie existente en la 

actualidad (Greenhall et al., 1983; Trajano & Vivo, 1991). Algunos autores dividen a D. 

rotundus en dos subespecies según su distribución geográfica: D. rotundus rotundus en 

Sudamérica y D. rotundus murinus en Mesoamérica (Villa, 1976). Además, restos 

encontrados en Cuba han sido objeto de debate, ya que algunos autores le consideran una 

especie distinta a D. rotundus y otros una de subespecie de esta, denominándole D. rotundus 

puntajudensis (Orihuela, 2011). 
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Cuadro 1. Taxonomía de Desmodus rotundus (Simmons & Cinarello, 2025). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

El murciélago hematófago D. rotundus, es la especie de murciélago hematófago más 

abundante en Centro y Sudamérica; con una distribución que se extiende desde el noreste de 

México (paralelo 27º latitud norte) hasta el norte de Argentina y Chile (paralelo 33º latitud 

sur abarcando 24 estados de la República Mexicana. Su distribución está asociada a 

condiciones ambientales específicas, con una humedad relativa cercana al 45%, y del 70 al 

100% en el interior de los refugios; y una temperatura fluctuante entre los 20ºC a los 27ºC. 

Cabe destacar que la especie es poco tolerante a modificaciones drásticas de estos parámetros 

(Villa, 1976; Greenhall et al., 1983; Zarza et al., 2017). La especie es capaz de habitar hasta 

los 3500 msnm en una gran diversidad de hábitats, desde zonas áridas hasta bosques 

tropicales (Brown & Escobar, 2023). 

Las modificaciones antropogénicas en Centro y Sur América como la fragmentación 

de los hábitats, el cambio de uso de suelo para actividades agropecuarias, la deforestación, y 

los fenómenos han alterado el comportamiento, la distribución y la dispersión de D. rotundus 

desde la llegada de los europeos hasta la actualidad (Goodwin et al., 1961; Villa, 1976; Brown 

& Escobar, 2023). 

Reino Animalia 

Phylum Chordata 

Clase Mammalia 

Orden Chiroptera 

Familia Phyllostomidae 

Subfamilia Desmodontinae 

Género Desmodus 

Especie Desmodus rotundus 

Subespecies  Desmodus rotundus murinus 

Desmodus rotundus rotundus 
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D. rotundus, tiene la capacidad de habitar una amplia variedad de refugios como lo 

son cuevas, túneles, huecos en los árboles, grietas en las rocas, paredes, puentes y 

construcciones abandonadas. Poseen hábitos gregarios y sus colonias pueden oscilar entre 

unos cuantos individuos hasta algunos cientos; sin embargo, existen reportes de 

investigadores mexicanos en los cuales se han encontrado miles de individuos compartiendo 

refugio con otras especies (Goodwin et al., 1961; Villa, 1976; Flores-Crespo, 1992; Ávila-

Vargas et al., 2024).  

Una característica propia de D. rotundus es su postura en reposo. A diferencia de la 

mayoría de los murciélagos que se suspenden cabeza abajo utilizando sus miembros 

pelvianos, esta especie se posa sobre superficies apoyándose en sus miembros posteriores y 

en las garras de los pulgares de sus alas (miembros anteriores). Su nicho en el interior del 

refugio permanece bien delimitado por encima del depósito de heces semilíquidas 

sanguinolentas (Flores-Crespo, 1992). 

Morfológicamente, D. rotundus cuenta con un pelaje corto de densidad moderada y 

textura suave, con coloración parduzca en la región dorsal y gris claro en la región ventral; 

sin embargo, dependiendo de la zona geográfica en que habite pueden existir algunas otras 

variantes cromáticas (Scheffer et al., 2019). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Figura 1. Fotografía de un ejemplar de sedado de D. rotundus 

capturado en Progreso de Obregón. 
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Otra adaptación importante, es la presencia de un fuerte pulgar altamente 

desarrollado, mismo que posee tres almohadillas en su porción ventral. Este les permite una 

excelente locomoción terrestre plegando sus alas y usando sus miembros anteriores para la 

locomoción cuadrúpeda y así realizar hábiles saltos y emprender el vuelo a partir del impulso 

realizado por estos (Scheffer et al., 2019). Los miembros posteriores están parcialmente 

cubiertos por pelo, posee un calcáneo rudimentario, carecen de cola y el uropatagio es 

angosto, apenas perceptible (Goodwin et al., 1961; Greenhall et al, 1983).  

El tamaño corporal promedio oscila entre los 69 a 90 mm de longitud, con un 

antebrazo es de 52 a 63 mm y la envergadura de sus alas de entre 30 a 40 cm y un peso de 

entre 25 a 40 g. Sus ojos son de menor tamaño comparado con las otras dos especies de 

vampiros. Tiene orejas pequeñas y redondeadas. El labio inferior presenta forma de V con un 

surco intermedio que permite el flujo de sangre por capilaridad hacia el interior de la cavidad 

oral durante la alimentación (Villa, 1976; Scheffer et al., 2019), además de la presencia de 

surcos en la cara ventral de la lengua con funciones similares (Neuweiler, 2000). 

Poseen incisivos superiores bien desarrollados con su extremo distal en forma de 

cincel, posicionados entre los caninos puntiagudos, las cúspides de los incisivos quedan 

posicionados detrás de los incisivos inferiores. Los premolares son estrechos con bordes 

afilados (Villa, 1976) y los molares están ausentes o son rudimentarios como resultado de su 

dieta estrictamente líquida (Villa, 1976; Rami et al., 2024). Los incisivos inferiores son 

pequeños y poseen un borde afilado que presenta tres lóbulos; se disponen en pares formando 

un espacio en la región media de la mandíbula, el cual se corresponde con la escotadura labial 

característica de la especie. Los caninos que son de tamaño regular funcionan como pinzas 

en lugar de ser utilizados para desgarrar (Villa, 1966). Su fórmula dentaria es: 1/2, 1/1, 1/2, 

1/1= 20, teniendo la menor cantidad de piezas dentales entre los quirópteros (Goodwin et al., 

1961; Greenhall et al., 1983; Neuweiler, 2000). 

D. rotundus se alimenta tras aterrizar cerca de su presa o directamente sobre ella, y 

utiliza su locomoción terrestre especializada, corriendo y saltando, para aproximarse. Una 

vez lo suficientemente cerca, utiliza los termorreceptores de su rostro para localizar zonas 

densamente vascularizadas como el cuello, la corona de las pezuñas, el borde de las orejas, 

las ubres, la región perianal y los dedos de los pies en humanos (Neuweiler, 2000; Rami et 
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al., 2024).  Posteriormente procede a humedecer la zona con su saliva, presiona su mandíbula 

contra la piel fungiendo como apoyo para cerrar rápidamente el maxilar y arrancar un pedazo 

de piel (Neuweiler, 2000). Generalmente la lesión producida por la mordedura se presenta 

como una solución de continuidad con forma semicircular o elíptica, producida por los 

incisivos superiores, misma que es prácticamente indolora (Goodwin et al., 1961). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Debido a los compuestos anticoagulantes y activadores de plasminógeno presentes en 

su saliva, además de la constante laceración del tejido por la acción de su lengua altamente 

queratinizada, la herida sangra profusamente durante la alimentación y durante un periodo 

prolongado. D. rotundus aproxima la hendidura del labio inferior a la herida y, debido a los 

movimientos continuos de la lengua del interior al exterior, los canalículos de su región 

ventral generan un efecto de bombeo que conduce la sangre hacia la cavidad oral al 

extenderse y contraerse (Neuweiler, 2000). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Esquema general de los viriones de la 

familia Flaviviridae (Ilustración modificada de 

ViralZone). 

 

 

 

Figura 2. Esquema general de los viriones de la 

familia Flaviviridae (Ilustración modificada de 

Figura 2. Ejemplar de D. rotundus capturado en 

Jalpan de Serra. 
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Cada sesión de alimentación tiene una duración aproximada de 25 minutos con varias 

pausas y pueden ingerir hasta 15 g, (equivalente a lo que representa cerca de la mitad del 

promedio del peso de un ejemplar adulto y en algunos casos hasta dos tercios). El tubo 

digestivo de D. rotundus, presenta una gran capacidad de distensión y el estómago posee un 

denso lecho capilar que permite la absorción acelerada del plasma de la sangre ingerida. El 

líquido es dirigido aceleradamente hacia los riñones para ser excretado con rapidez, con la 

finalidad de perder peso al emprender el vuelo. Los componentes celulares son digeridos 

posteriormente durante su paso por el intestino (Neuweiler, 2000).  

Una característica notoria del comportamiento de esta especie es el “altruismo”. 

Debido a que su consumo alimenticio se basa principalmente en componentes proteicos y 

escasamente en lípidos, sus reservas de grasa son pobres. Por esto los individuos deben 

alimentarse continuamente y son incapaces de sobrevivir por más de 72 horas sin consumo 

de alimento. Esto ha favorecido el desarrollo de una conducta en la que los individuos que se 

alimentaron con éxito regurgitan sangre directamente en la boca de aquellos que no 

encontraron presa, otorgándoles así la oportunidad de sobrevivir algunas horas más e intentar 

cazar en la siguiente noche (Neuweiler, 2000).  

Las hembras de D. rotundus son poliéstricas, y no presentan estacionalidad 

reproductiva (Villa, 1976; Flores-Crespo, 1992); sin embargo, algunos autores postulan su 

Figura 3. Acercamiento al rostro de D. rotundus, donde pueden apreciarse sus 

características morfológicas faciales propias de la especie. 
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pico de nacimientos y la lactancia durante la temporada húmeda, durante primavera y verano 

(Delpietro et al., 2017; Souza et al., 2018). Generalmente dan a luz a una única cría; sin 

embargo, existen reportes del nacimiento de hasta 2 crías en condiciones de cautiverio (Villa, 

1976; Flores-Crespo, 1992). A diferencia de la mayoría de los mamíferos, a excepción de 

algunos primates, roedores y sorícidos, las hembras de D. rotundus, así como algunas otras 

especies de quirópteros, presentan menstruación (Neuweiler, 2000). La gestación dura 

alrededor de 6-7 meses (Greenhall et al., 1983).  El proceso de lactancia y de dependencia a 

la madre en la especie es largo, mayor a 5 meses y la alimentación hematófaga se va 

desarrollando paulatinamente comenzando únicamente a consumir leche materna y con el 

paso del tiempo comenzará a consumir sangre regurgitada de la madre y las heridas que esta 

genera para alimentarse (Greenhall et al., 1983; Flores-Crespo, 1992). En cuanto a su 

conducta sexual, los vampiros se agrupan en harenes con un macho dominante, mismo que 

no participa en la crianza (Flores-Crespo, 1992; Souza et al., 2018). 

 La esperanza de vida oscila entre los 12 a 17 años (Villa, 1976; Delpietro et al., 2017) 

y entre sus principales depredadores se encuentran aves rapaces, reptiles y algunos mamíferos 

carnívoros (Villa, 1976).  

Debido a su importancia en la epidemiología del virus de la rabia, al pasar de los años 

se han diseñado varios métodos para el control del vampiro común. Algunos de estos métodos 

representan un grave problema para la conservación de muchas especies de quirópteros y 

otros animales, debido a que carecen de selectividad y pueden ser sumamente invasivas para 

los ecosistemas como lo es la quema o bloqueo de los accesos a los refugios, el uso de 

sustancias tóxicas como pesticidas en el interior de las cuevas, y el uso de explosivos y armas 

de fuego (Flores-Crespo, 1992; Gonçalves et al., 2021). 

Existen también otros métodos aún utilizados actualmente, que fueron desarrollados 

en México durante los años setenta, que consisten en aprovechar los hábitos sociales de la 

especie como el acicalamiento y el contacto estrecho constante entre individuos para aplicar 

una sustancia viscosa combinada con sustancias anticoagulantes y tóxicas para los 

quirópteros ya sea directamente en el murciélago o en la presa, cercana a las heridas infligidas 

por el vampiro, con el fin de ser ingerido y diseminado a otros ejemplares en el mismo refugio 

o colonia, compuesto comúnmente conocido como vampiricida (Flores-Crespo, 1992; 

https://www.satisloh.com/es/who-we-are/meet-the-team/fernando-goncalves
https://www.satisloh.com/es/who-we-are/meet-the-team/fernando-goncalves


  

25 

 

Gonçalves et al., 2021); sin embargo existen varios estudios en los que se cuestiona la 

efectividad y seguridad del uso de este método (Ávila-Vargas et al., 2024). Esto ha generado 

la necesidad de diseñar estrategias más selectivas y menos dañinas hacia los ejemplares de 

D. rotundus y de otras especies como lo es el uso de la vacunación en murciélagos (Aguilar-

Setien et al., 1998; Aguilar-Setien et al., 2002).     

 

2.4. Los quirópteros como posibles reservorios de patógenos zoonóticos y enfermedades        

vectoriales. 

 

Las enfermedades zoonóticas, son causadas por microorganismos infecciosos, que 

pueden ser transmitidos de manera natural de los animales al ser humano. Se estima que 

aproximadamente de un 60% de las enfermedades infecciosas conocidas que afectan a la 

población humana son ocasionadas por patógenos compartidos con otras especies animales 

tanto domésticos como silvestres, y hasta un 75% de las enfermedades zoonóticas emergentes 

se atribuyen patógenos originados en reservorios de fauna silvestre. Las actividades humanas 

invasivas, así como las modificaciones del ambiente propician las interacciones entre 

animales silvestres, ganado y humanos, promoviendo de esta manera la diseminación de 

patógenos (Phelps et al., 2019).  

La presencia de reservorios silvestres facilita el establecimiento de enfermedades 

zoonóticas en áreas específicas, generalmente estos reservorios son asintomáticos ante los 

patógenos que los infectan. Estas enfermedades pueden transmitirse por contacto directo, por 

medio de animales domésticos o por vectores hematófagos (Calderón et al., 2016). 

Un número importante de patógenos detectados en murciélagos, son agentes 

transmitidos por artrópodos. Según la Organización Mundial de la Salud, las enfermedades 

vectoriales representan el 17% de las enfermedades infecciosas y son causantes de alrededor 

de 700 mil muertes anuales, estas pueden ser causadas por virus, parásitos o bacterias 

(Organización Mundial de la Salud [OMS], 2020).  

Los murciélagos, constituyen un reservorio importante de agentes zoonóticos, 

algunos de ellos de alta patogenicidad, responsables de enfermedades emergentes y 

reemergentes como los virus Nipahvirus, Coronavirus, Filovirus y Lyssavirus, así como 
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agentes bacterianos y parasitarios (Sotomayor-Bonilla et al., 2014; Barrón-Rodríguez et al., 

2022), algunos de ellos transmitidos por artrópodos. 

La capacidad de los murciélagos para albergar y transmitir agentes zoonóticos se 

atribuye a varias características biológicas, como lo es su capacidad de vuelo a grandes 

distancias incluyendo especies migratorias, su longevidad que puede superar los 35 años, lo 

que genera la posibilidad a los patógenos de instaurar infecciones crónicas; su conducta 

gregaria que favorece la coexistencia de numerosos individuos de la misma o diferentes 

especies en refugios densamente poblados; además de la gama de mecanismos inmunitarios 

especializados como el uso de moléculas de reconocimiento de patrones, la ausencia de 

actividad inflamatoria exacerbada, la secreción de citocinas proinflamatorias y la diversidad 

de genes VDJ; además de factores antropogénicos (Calderón et al., 2016). 

Este grupo de mamíferos además posee una amplia gama de ectoparásitos de los 

cuales han sido aislados agentes de importancia veterinaria y para la salud pública (Fagre & 

Kading, 2019), y que potencialmente podrían participar en su transmisión (Lv et al., 2018). 

Entre los principales ectoparásitos presentes en quirópteros son hemípteros (familia 

Cimicidae), dípteros (familia Hippoboscoidea), garrapatas (familias Argasidae e Ixodidae) y 

distintas especies de ácaros (Familias Macronyssidae, Dermanyssidae y Spiturnicidae) 

(Fagre & Kading, 2019). 

Se ha generado evidencia de que los murciélagos son portadores de al menos 24 

familias virales (Phelps et al., 2019; Tendu et al., 2022) entre las que se han reportado virus 

transmitidos por vectores artrópodos. Tanto en murciélagos cautivos como de vida libre, las 

principales familias de arbovirus presentes son: Asfaviridae, Rhabdoviridae, 

Orthomixoviridae, Reoviridae, y Flaviviridae. (Kemensi & Banayi, 2019). Así como las 

familias Filoviridae, Paramyxoviridae, Peribunyaviridae, y Nairoviridae (Tendu et al., 2022). 

Gran parte de la investigación en patógenos de murciélagos ha sido enfocada 

principalmente en agentes virales. Por su parte el estudio de bacterias y otros patógenos con 

potencial zoonótico y que utilizan algún vector artrópodo, ha ido cobrando cada vez mayor 

interés e importancia (Afonso & Goydadin, 2018). Evidencia reciente indica que los 

murciélagos y sus ectoparásitos podrían fungir como reservorios y vectores de agentes 

zoonóticos bacterianos como Bartonella mayomanensis, Mycoplasma haemathominis y 
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Anaplasma phagocytophilum (de Mello et al., 2023a), Neorickettsia spp, Ehrlichia spp 

(Ikeda et al., 2021) y parásitos de los géneros Babesia, Theileria y Trypanosoma entre otros 

(de Mello et al., 2023a). 

Existen reportes de diferentes partes del mundo en los que se ha encontrado material 

genético de agentes bacterianos transmitidos por vectores. Se han identificado los géneros 

Rickettsia, Ehrlichia y Babesia en garrapatas Argas verpertilionis parasitando murciélagos 

del oeste de Europa (Sokolovschi et al., 2012; Lv et al., 2018). Hornok et al. (2019) identificó 

la presencia del género Rickettsia en argásidos y Anaplasma y Bartonella principalmente en 

garrapatas presentes en murciélagos de 8 países distintos, incluido México.  

En el medio silvestre, los mosquitos transmiten agentes patógenos, principalmente 

arbovirus a animales susceptibles, como algunos primates no humanos, en lo que es 

denomina ciclo de transmisión selvático. La intrusión en zonas conservadas con actividades 

como la cacería, el cambio de uso de suelo, el tráfico de ejemplares silvestres, la 

deforestación; así como el cambio climático, entre otras, puede aumentar las posibilidades 

de que los humanos se infecten en dichas zonas o que los vectores infectados se desplacen a 

sitios urbanizados, donde las infecciones son amplificadas y diseminadas por especies de 

vectores como los mosquitos que habitan los entornos urbanos, lo que puede resultar en una 

epidemia o pandemia, si los brotes inician en regiones tropicales con alta densidad 

poblacional, aunque pueden presentarse únicamente los niveles necesarios de transmisión 

para mantener a los patógenos circulando entre la población (Valentine et al., 2019).  

Los ciclos selváticos son de gran importancia para la salud pública, debido a que 

sirven para que los patógenos, como los arbovirus, continúen circulando en reservorios 

animales, y permite la reemergencia de las enfermedades que causan cuando los niveles de 

inmunidad de la población han menguado. Además, estos ciclos proporcionan un ambiente 

adecuado para la generación de nuevas variantes virales con distinto potencial de virulencia 

para los humanos (Valentine et al., 2019). 

A pesar de la importancia ecológica de los murciélagos y sus ectoparásitos 

hematófagos, se conoce poco acerca del papel que juegan en las dinámicas de transmisión de 

ciertos patógenos, así como sobre la competencia real de los murciélagos para fungir como 

reservorios de éstos (Fagre & Kading, 2019).  
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2.5 Rickettsia spp. 

 

Las rickettsiosis son un grupo de infecciones causadas por las bacterias intracelulares 

obligadas, Gramnegativas del género Rickettsia (Rickettsiales: Rickettsiaceae) con capacidad 

de replicación tanto en el citoplasma como, para algunas especies, en el núcleo de la célula 

hospedera. Estos microorganismos son agentes causales de enfermedades importantes en 

humanos y animales como el tifus epidémico, el tifus murino y la fiebre maculosa de las 

montañas rocosas, entre otras (Álvarez-Londoño et al., 2024).  

Poseen tropismo por células endoteliales, y son transmitidas principalmente mediante 

la picadura o inoculación de vectores artrópodos tales como ácaros, garrapatas, pulgas 

(sifonápteros) y piojos (ftirápteros) (Ulloa, et al., 2019; Álvarez-Londoño et al., 2024). Los 

agente rickettsiales son de relevancia en salud pública a nivel global; sin embargo, su 

prevalencia y distribución son variables y dependen de factores regionales y de la presencia 

de vectores competentes para su transmisión (Suarez-Galaz et al, 2025). 

Actualmente, el género Rickettsia está compuesto por 35 especies divididas en grupos 

filogenéticos. La clasificación más aceptada los organiza los siguientes grupos denominados: 

Grupo del tifus (grupo typhus), Grupo de las Fiebres Manchadas (grupo spotted fever), Grupo 

ancestral, Grupo Intermedio y Grupo Transicional (Álvarez-Londoño et al., 2024; Suarez-

Galaz et al., 2025). De las especies descritas, 18 han sido asociadas con infecciones y 

enfermedades en humanos en diversas partes del mundo (Suarez-Galaz et al., 2025).  

Las especies de mayor relevancia por su virulencia y patogenicidad humana se 

encuentran en el Grupo del Tifus que incluye a Rickettsia prowazekii (agente causal del tifus 

epidémico) y Rickettsia typhi (agente causal del tifus murino); y en el Grupo de Fiebres 

Manchadas, que incluye a con las especies Rickettsia conorii (causante de la fiebre botonosa 

mediterránea) y Rickettsia rickettsii (agente etiológico de la fiebre maculosa de las Montañas 

Rocosas) (Suarez-Galaz et al., 2025). 

En México, se han registrado casos de infecciones en humanos principalmente por 5 

especies del género: R. prowazekii, R. rickettsii, R. felis, R. thyphi y R. akari; sin embargo, 
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se han detectado otras especies en garrapatas de México, como lo son R. amblyommatis, R. 

belli, R. lusitanae y R. parkeri (Ulloa et al., 2019). 

 Los ciclos de transmisión de los agentes rickettsiales conlleva las interacciones entre 

un vector, un reservorio y un hospedante accidental humano, estas interacciones suelen 

llevarse a cabo frecuentemente en ambientes de precariedad y analfabetismo (Caamal-Itza et 

al., 2025). 

 

2.5.1. Rickettsias detectadas en quirópteros 

 

Existe evidencia molecular y serológica de la presencia de diversas especies del 

género Rickettsia en muestras de murciélagos y sus ectoparásitos (como moscas, ácaros y 

garrapatas) (Dietrich et al., 2016; Do Amaral et al., 2018; Szentivanyi et al., 2023).  La 

detección de genotipos idénticos en ectoparásitos y en tejidos de murciélagos sugiere la 

capacidad vectorial de estos artrópodos; no obstante, se requieren más estudios corroborar o 

descartar esta hipótesis, así como para elucidar el rol que los quirópteros desempeñan en la 

epidemiología y las dinámicas de transmisión de las rickettsiosis (Dietrich et al., 2016). 

 

A continuación, se presenta una revisión de los trabajos de vigilancia epidemiológica 

realizados para detectar la presencia de agentes rickettsiales en murciélagos y sus 

ectoparásitos: 

• Corea 2006: Un estudio serológico mediante inmunofluoresencia indirecta 

detectó anticuerpos contra Orientia tsutusgamushi (antes clasificada en el 

género Rickettsia) en roedores y murciélagos (Choi & Lee, 1996). 

 

• Estados Unidos, 2005-2006: se detectaron anticuerpos contra R. rickettsi 

mediante inmunofluorescencia indirecta en suero de un ejemplar de Eptesicus 

fuscus (Reeves et al, 2006). 
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• México (Yucatán), 2016:  Se detectó material genético de Rickettsia lusitanae 

mediante PCR en garrapatas Ornithodoros yumatensis parasitando 

murciélagos (Sánchez-Montes et al., 2016). 

 

• Brasil 2007-2008: se llevó a cabo un estudio en Brasil, en el cual se estudiaron 

sueros de ejemplares de las familias Molossidae, Phyllostomidae y 

Vespertilionidae, por medio de inmunofluorescencia indirecta, obteniendo 

resultados positivos para R. rickettsii, R. parkeri, R. amblyommii, R. 

rhipicephali y R. belli (D’ Auria et al., 2010). 

 

• Francia, 2012: Un estudio molecular detectó secuencias relacionadas con 

Rickettsia peacockii, R. africae y R. conorii en garrapatas Argas vespertilionis 

asociadas a murciélagos (Socolovschi et al., 2012). 

 

• Antillas, 2016: Se detectó ADN de Rickettsia sp. mediante PCR en sangre 

completa de los murciélagos Artibeus jamaicensis y Ardops nichollsi (Reeves 

et al., 2016). 

 

 

• Sudáfrica y Suazilandia, 2016: Se detectó Rickettsia spp. mediante PCR en 

garrapatas asociadas a Rousettus aegyptiacus y en sangre de 5 especies de 

murciélagos: Miniopterus natalensis, Nycteris thebaica, Epomophorus 

wahlbergi, Scotophilus dinganii y Glauconycteris variegata (Dietrich et al., 

2016). 

 

• Polonia, 2016: El estudio de garrapatas Ixodes ricinus parasitando 

Rhinolophus hipposideros y Myotis myotis mediante PCR y PCR anidado, 

detectó secuencias similares a Rickettsia helvetica (Piksa et al., 2016).  

 

• Guyana Francesa, 2016: Se detectó ADN de Rickettsia spp en garrapatas 

Ornithodoros hasei (Tahir et al., 2016). 
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• Argentina, 2017: Se detectó material genético de Rickettsia spp. mediante 

PCR en ejemplares de Tadarida brasiliensis (Cicuttin et al., 2017). 

 

• Reino Unido, 2018: Se detectaron secuencias homólogas a R. conorii y R. 

sibirica mediante PCR en garrapatas A. vepertilionis colectadas de 

Pipistrellus pipistrellus y Plecotus auritus (Lv et al., 2018).  

 

• Brasil, 2018: Se detectaron secuencias similares a Rickettsia andeanae 

mediante PCR en moscas parásitas (Trichobius joblingi) de un ejemplar de 

Carollia perspicillata (Do Amaral et al., 2018). 

 

• Polonia, 2019: Se detectaron secuencias relacionadas con R. massiliae, 

“Candidatus Rickettsia barbarie”, Rickettsia sp. AvBat, “Candidatus 

Rickettsia wissemanii” y “Candidatus Rickettsia nicoyana” mediante PCR en 

ácaros Spiturnix myoti parasitando Myotis myotis (Szubert-Kruszyńska et al., 

2019). 

 

• Brasil (Amazonía), 2019: Se detectó material genético relacionado con 

“Candidatus Rickettsia wissemanii” mediante PCR en un grupo de larvas de 

Ornithodoros hasei que parasitaban Artibeus planirostris (Luz et al., 2019). 

 

• Múltiples países (Incluido México), 2019:  Se detectó Rickettsia spp. 

mediante PCR en garrapatas de los géneros en garrapatas de los géneros Argas 

y Ornithodoros colectadas de Pipistrellus hesperidus, P. pipistrellus y 

Balantiopteryx plicata (Hornok et al., 2019). 

 

• China, 2020: Se detectó ADN de Rickettsia parkeri, R. lusitaniae, R. slovaca 

y R. raoultii en Pipistrellus pipistrellus y en garrapatas Argas vespertilionis, 

asociadas (Zhao et al., 2020). 
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• Namibia, 2020:   Se detectó Rickettsia hoogstraalii y Rickettsiella sp. 

mediante técnicas moleculares en larvas de Argas transgariepinus parasitando 

Eptesicus hottentotus (Reeves et al., 2020). 

 

• Rumania, 2021: Se detectaron secuencias de Rickettsia spp. y R. monacensis 

mediante PCR en tejido cardiaco de Nyctalus noctula y Pipistrellus 

pipistrellus (Matei et al., 2021). 

 

• México (Yucatán), 2021: Se detectaron secuencias con homología cercana a   

Rickettsia rickettsi, R. felis y R. typhi mediante PCR anidado, en muestras de 

bazo de Artibeus jamaisencis (Lugo-Caballero et al., 2021). 

 

• Suecia, 2023: Se detectaron secuencias de Rickettsia rickettsi, R. parkeri y R. 

conorii mediante PCR en garrapatas Carios vespertilionis parasitando 

Pipistrellus pygmaeus (Tompa et al., 2023). 

 
Hasta la fecha no existen estudios publicados en los que se hayan reportado la 

presencia de alguna especie de Rickettsia en tejidos ni en ectoparásitos de D. rotundus.  

 

 

2.6. Piroplasmida 

 

Los protozoarios pertenecientes al orden Piroplasmida (phylum Apicomplexa) son 

microorganismos intracelulares transmitidos por garrapatas ixódidas que comprenden los 

géneros Babesia, Theileria y Cytauxzoon. Estos agentes parasitan células sanguíneas, 

(eritrocitos y en el caso de Theileria, también leucocitos) de vertebrados domésticos y 

silvestres, y de ser humano, pudiendo causar enfermedades graves (Ikeda et al., 2020).   

2.6.1. Piroplásmidos detectados en quirópteros 
 

Existe evidencia molecular y serológica de la presencia de piroplásmidos en 

murciélagos y sus ectoparásitos (garrapatas), las cuales se exponen a continuación: 
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• Italia, 1899: La primera descripción morfológica de piroplasmas en 

murciélagos se realizó por Dionisi, quien los observó en frotis sanguíneos de 

ejemplares de Nyctalus noctula y Pipistrellus sp. (de Mello et al., 2023a). 

 

• Colombia, 1996: Se obtuvieron frotis con distintos estadios de Babesia sp, en 

ejemplares de Moormops megalophylla, donde el autor hipotetizó que se trata 

de B. vesperuginis (Marinkelle, 1996). Este reporte es considerado como la 

primera detección documentada de la presencia del género Babesia en 

murciélagos del continente americano (Marinkele, 1996). 

 

• Reino Unido, 2005: Por su parte, la primer detección molecular fue realizada 

por Concannon y colaboradores en murciélagos del género Pipistrellus, en los 

cuales detectaron material genético de B. vesperuginis, además de otros 

hemoparásitos de los géneros Trypanosoma y Bartonella (Concannon et al., 

2005).  

 

 

• Hungría y Países Bajos, 2015: se reportaron fragmentos de material genético 

asociados a Babesia canis en muestras de heces de Nyctalus noctula, 

Pipistrellus pygmaeus, Myotis daubentonii y M. alcathoe; además de la 

presencia de secuencias similares a Besnoitia besnoiti en heces de M. 

dasycneme (Hornok et al., 2015).  

 

• Hungría y Rumania, 2016: Se realizó la detección de secuencias de Theileria 

spp., Babesia verperuginis, B. crassa, B. canis y B. venatorum en ixódidos 

que parasitan murciélagos (Hornok et al., 2016). 

 

• Hungría y China, 2017: Se detectaron secuencias de Babesia verperuginis 

en Argas vespertilionis que parasitaban ejemplares de las especies Eptesicus 

serotinus, Plecotus auritus, Pipistrellus pipistrellus y Vespertilio murinus 

(Hornok et al., 2017). 
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• Varios países de Europa, 2017: Babesia vesperuginis también ha sido 

detectada en ectoparásitos asociados a murciélagos en Austria, República 

Checa y Rumania (Corduneanu et al., 2017).  

 

• China, 2018: Se realizó la detección de material genético de Babesia 

verperuginis en muestras de sangre de ejemplares de Eptesicus serotinus (Han 

et al., 2018). 

 

 

• Madagascar, 2019: Fueron detectadas por medio de PCR, secuencias 

relacionadas con B. microti en sangre de Pteropus rufus (Ranaivoson et al., 

2019). 

 

• Brasil, 2020: Se analizaron muestras de sangre y bazo, en las cuales fue 

detectado material genético de Hepatozoon sp. por medio de PCR en Carollia 

perspicillata y Artibeus lituratus (Santos et al., 2020). 

 

• Brasil, 2021: Se detectó material genético asociado a B. vogeli en especies del 

género Artibeus así como de nuevos piroplásmidos en la especie Phyllostomus 

discolor, ambos estudios realizados en Brasil (Ikeda et al., 2021) 

 

• Republica Checa, 2022: se reportó la presencia de B. vesperugnis en N. 

noctula y se asoció la infección con alteraciones hematológicas durante la 

hibernación (Linhart et al., 2022).  

 

• Brasil, 2023: Se reportó la presencia de material genético de Babesia sp. 

(previamente detectada en Nasua nasua y Didelphis spp.) y de Theileria sp. 

(asociada a Tapirus terrestris) en muestras de bazo de D. rotundus (de Mello 

et al., 2023a). 

 

• Lituania, 2024: Se analizaron muestras de sangre y órganos de 8 especies de 

murciélagos mediante micoscopía, RT-PCR y nPCR, los cuales dieron 
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resultados positivos a Babesia verperuginis en Pipistrellus nathussi, P. 

pygmaeus, Vespertilio murinus, Eptesicus nilssonii y E. serotinus 

(Sakalauskas et al., 2024). 

 

 

2.7. Orthoflavivirus.  

 

La familia Flaviviridae del latín Flavus= amarillo (Porterfield, 1986), comprende un 

grupo de virus entre los que se encuentran algunos agentes con importancia zoonótica. Son 

virus cuyo material genético se compone por una molécula de RNA de polaridad positiva 

(+ssRNA) por lo que pertenece al grupo IV de la clasificación de Baltimore. El genoma de 

estos virus posee la misma polaridad que el RNA mensajero contenido en la célula 

hospedadora, lo que les provee la capacidad de tomar ventaja de los mecanismos celulares, 

ser capaces de traducir sus proteínas directamente y modificar algunos sistemas 

membranosos como el retículo endoplásmico, para establecer complejos replicativos 

(Denison, 2008; van den Elsen et al., 2021). 

Los virus de la familia Flaviviridae se dividen en 4 géneros y 97 especies (Simmonds 

et al., 2023): Hepacivirus, Pestivirus, Pegivirus y Orthoflavivirus. Dentro de este último 

género se encuentran cerca de 50 especies (Kemensi & Bányai, 2019) cuyos ciclos biológicos 

y transmisión involucran principalmente artrópodos hematófagos como vectores y 

hospedantes vertebrados como mamíferos y aves (Kemenesi & Bányai, 2018; Charles et al., 

2021; Simmonds et al., 2023).    
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Cuadro 2. Características de los 4 géneros de la familia Flaviviridae 

     

 

Género 

 

Tamaño del 

genoma 

 

Hospedantes 

 

Mecanismo de transmisión 

 

Agentes de importancia  

 

 

 

Orthoflavivirus 

 

 

 

9.2-11 kb 

 

 

Mamíferos silvestres y 
domésticos. Aves. 

Artrópodos (Simmonds et 

al., 2017).  

 

Vectorial: mosquitos y garrapatas. 
Transovárica, transestadial y de 

artrópodo a artrópodo (Simmonds et 

al, 2017). 

 

Virus de la fiebre amarilla (YFV), 
Virus del dengue (DENV), Virus de la 

encefalitis japonesa (JEV), Virus del 

Nilo Occidental (WNV), Virus de la 
encefalitis transmitida por garrapatas 

(TBEV), Virus Zika (ZIKV), Louping 

ill virus (LIV), Powassan virus 
(POWV), Virus de la encefalitis de San 

Luis (SLEV), Kiasanur Forest deiease 

virus (KFDV) (Simmonds et al, 2017). 
Taman bat virus (TABV) (Blitvich & 

Firth, 2017). 

 
 

 

Hepacivirus 

 

 

8.9-10.5 kb 

 

Quirópteros (Epstein et al, 

2010), roedores, équidos, 
bovinos, cánidos y 

sorícidos (Simmons et al., 

2017; Guo et al., 2023), así 
como primates humanos y 

no humanos (Simmons et 

al., 2017). 

 

 

Exposición a sangre o productos 

sanguíneos contaminados (Simmons 
et al., 2017). 

 

Virus de la hepatitis C (HCV), Virus B 

tipo B (GBV-B) (Simmonds et al., 
2017). 

 

 

Pegivirus 

 

 

8.9-11.3 kb 

 
Quirópteros, roedores, 

équidos, suidos, primates 

humanos y no humanos 
(Quan et al., 2013; 

Simmons et al., 2017). 

 

Vía sexual., contacto con sangre, rutas 

parenteral y vertical (Simmons et al., 

2017). 

 
Pegivirus humano (HPgV), Pegivirus 

equino (EPgV), Pegivirus de 

murciélagos (BPgV), Pegivirus símico 
GB (SPgV/ GBV), Pegivirus de roedor 

(RPgV), Pegivirus porcino (PPgV) 

(Quan et al., 2013; Simmonds et al., 
2017) 

 
 

 

Pestivirus 

 

 

12.3-13 kb (s) 

 

Quirópteros, roedores, 

marsopas, pangolines, 

suidos domésticos y 
silvestres. Rumiantes 

domésticos y silvestres 

(Simmons et al., 2017). 
 

 

Contacto directo o indirecto por 

medio de orina, secreciones nasales, 

heces, alimentos contaminados, 
transplacentaria (Simmons et al., 

2017). 

 

 

Virus de la diarrea viral bovina 

(BVDV), Virus de la Fiebre porcina 

clásica (CSFV) (Simmonds et al., 
2017), Virus de la enfermedad de la 

frontera (BDV) (WOAH, 2017). 

 

 

El género Flavivirus u Orthoflavivirus, renombrado recientemente por el Comité 

Internacional para la Taxonomía de los Virus (ICTV) en 2022 (Postler et al., 2023). 

Comprende hasta la fecha un total de 53 especies, la mayoría transmitidas por vectores 

artrópodos (Postler et al., 2023; International Comitee on Taxonomy of Viruses [ICTV], 

2024). Los Orthoflavivirus son clasificados en 4 grupos de acuerdo con su vector: 
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Orthoflavivirus transmitidos por garrapatas, Orthoflavivirus transmitidos por mosquitos, 

Orthofavivirus con clasificación pendiente y Orthoflavivirus con vector desconocido 

(Brinton & Basu, 2015). Este último grupo comprende algunos virus que circulan en las 

poblaciones de ciertas especies de roedores y murciélagos, y de los cuales se desconoce la 

participación de algún vector para su transmisión (ICTV, 2024).  

Cuadro 3. Clasificación taxonómica actual de la familia Flaviviridae (ICTV, 2025; Simmonds et al.,2023). 

 

 

 

 

 

 

 

El género viral en cuestión incluye agentes causantes de enfermedades emergentes y 

reemergentes de gran importancia para la medicina veterinaria y para la salud pública 

causando importantes brotes y epidemias en varios países alrededor del mundo (Hayman, 

2016; Pierson & Diamond, 2020), particularmente en el sudeste asiático y América Latina 

(Renner et al., 2021), provocando un espectro de enfermedades severas que cursan con 

encefalitis, anomalía y muerte fetal, hepatitis, shock vascular, parálisis aguda y fiebres 

hemorrágicas (Pierson & Diamond, 2020; Zhang et al., 2021; Simmonds et al., 2023). Entre 

los principales agentes causales de estas enfermedades están: el virus del Dengue (DENV), 

Fiebre Amarilla (YFV), Zika (ZIKV), Encefalitis Japonesa (JEV), Virus del Nilo Occidental 

(WNV), Virus Powassan (POWV) y Encefalitis transmitida por garrapatas (TBEV), entre 

otros (Mlera & Bloom, 2018; Pierson & Diamond, 2020; Renner et al., 2021; van den Else 

et al., 2021; Aréchiga-Ceballos et al., 2024).  

Existen vacunas para pocos virus de este extenso grupo y no existen fármacos antivirales 

para el tratamiento de las infecciones generadas por Orthoflavivirus. Por lo tanto, el estudio 

y la comprensión de la biología, inmunología y epidemiología de estos agentes son cruciales 

Dominio Riboviria 

Reino Orthonavirae 

Phylum Kitrinoviricota 

Clase Flasuviricetes 

Orden Amarillovirales 

Familia Flaviviridae 

Género Orthoflavivirus 
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para la generación de vacunas y tratamientos efectivos (van den Else et al., 2021; Zhao et al., 

2021). 

La morfología general de los viriones del género Orthoflavivirus es esférica y presenta 

una envoltura lipídica. Su tamaño promedio es de 50 nm, y se compone por una cápside 

icosaédrica (Kemenesi & Bányai, 2018; Renner et al., 2021; ICTV, 2024; ViralZone, 2024) 

formada por 180 copias de la proteína E y prM/M (Kostyuchenko et al., 2013; Tan et al., 

2020). Los viriones son ensamblados a partir de una molécula de (+) ssRNA genómico y 3 

proteínas estructurales denominadas C (cápside), E (envoltura) y prM (premembrana)/ M 

(membrana), rodeadas por una membrana lipídica tomada de la célula hospedadora (Pierson 

& Diamond, 2020). 

 Existen dos diferentes conformaciones del virión en las que las proteínas de superficie 

sufren cambios estructurales significativos: la forma inmadura, principalmente intracelular, 

y cuya superficie posee heterodímeros de la proteína E y un precursor de la proteína de 

membrana (prM); y la forma madura, extracelular e infectiva, donde el precursor de la 

proteína M ha sido escindido por proteasas celulares como la enzima furina para su 

maduración y salida de la célula por medio de exocitosis (Stadler et al., 1997; Zhang & Ge 

et al., 2012; van den Else et al., 2021; ICTV, 2024).    

El retículo endoplásmico, lugar donde inicialmente son ensamblados los viriones posee 

un pH neutro, en el cual el estadio inmaduro muestra 60 espículas constituidas a su vez por 

60 trípodes invertidos entrecruzados entre sí, y cada uno de estos trípodes se encuentra 

conformado por 3 heterocomplejos de las proteínas prM-E, los cuales se encuentran anclados 

a la membrana lipídica por sus dominios transmembranales (Tan et al., 2020).  
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Los virus pertenecientes al género Orthoflavivirus poseen un genoma de ARN de cadena 

sencilla con polaridad positiva con un tamaño aproximado de 9.2-11 kb (Blitvich & Firth, 

2017; Kemenesi & Bányai, 2018; ICTV, 2024; ViralZone, 2024). El genoma codifica una 

región no traducida (UTR) en el extremo 5’ (Charles et al., 2021) de aproximadamente 100 

nucleótidos (Kemenesi & Bányai, 2018; Zhang et al., 2021) un único marco abierto de lectura 

(ORF) y una UTR en el extremo 3’ (Charles et al., 2021) de 400 -700 nucleótidos (Kemenesi 

& Bányai, 2018; Zhang et al., 2021)  

En el extremo 5´ del ARN genómico posee una cap tipo I seguido de un dinucleótido AG 

conservado. El extremo 3’ carece de cola poli(A) y termina en una estructura secundaria con 

forma de tallo-bucle (stem-loop) (Kemenesi & Bányai, 2018; ICTV, 2024; ViralZone, 2024). 

 El ORF codifica una poliproteína grande que es escindida por proteasas virales y del 

hospedador para generar las tres proteínas estructurales, de las que está constituida la 

partícula viral: proteína C, proteína prM/M y proteína E, además de las 7 proteínas no 

estructurales (NS1-NS5), involucradas en la replicación viral. El orden de las proteínas en el 

genoma de los Orthoflavivirus es: 5′-C-prM(M)-E-NS1-NS2A-NS2B-NS3-NS4A-2K-

NS4B-NS5-3′ (Charles et al., 2021; Zhao et al., 2021; Fisher et al., 2023). 

Figura 4. Esquema general de los viriones de la familia Flaviviridae (Ilustración modificada de ViralZone). 
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2.7.1 Proteínas estructurales 

 

Proteína E      

La proteína E de una glicoproteína con forma de bastón, de aproximadamente 50 kDa, 

que se encuentra dispuesta en una posición paralela a la membrana sin formar proyecciones 

hacia el exterior de la partícula viral. Los homodímeros de esta proteína se encuentran 

ordenados en una disposición con forma de espiga que recubre al virión. Esta proteína es la 

hemaglutinina viral y media la unión del virión a su receptor en la membrana celular y la 

fusión dependiente de pH ácido posterior a la endocitosis mediada por receptor (ICTV, 2024). 

La proteína E es el mayor componente de la estructura de la superficie de los flavivirus, 

en su porción extracelular se pueden diferenciar 3 dominios estructurales denominados: DI, 

DII y DIII y que se encuentran interconectados por medio de regiones flexibles, los cuales 

permiten su reordenamiento durante los procesos de ensamblaje y maduración de lo viriones 

(Kostyuchenko et al., 2013). 

 

 

Figura 5. Esquema de la organización del genoma de los virus del género Orthoflavivirus 

(Ilustración modificada de ViralZone). 
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Proteína M 

La proteína de membrana posee dos formas funcionales. En el virión inmaduro, se 

sintetiza como un precursor denominado prM (proteína precursora de membrana), que 

estabiliza la proteína E e impide la fusión prematura del virión con las membranas 

intracelulares de la célula hospedadora. Durante la maduración, la proteasa celular furina 

escinde el dominio N-terminal de prM, liberando el péptido “pr” y permitiendo que la porción 

C-terminal restante (la proteína M madura) se ancle firmemente a la membrana del virión, 

formando una proteína de transmembrana (Kemenesi & Bányai, 2018). 

Proteína C 

La proteína de la cápside (C) es un monómero de 11 kDa, constituida por 114 

aminoácidos (Zhao et al., 2021). Está formada por 4 α-hélices (α1-α4) unidas por asas cortas 

en cuya disposición se encuentran α1, α2 y α4 en distintas capas, y α3 media la función la 

unión entre dos monómeros, formando un dímero proteico de proteína de la cápside (Tan et 

al., 2020). Puede encontrarse tanto en el citoplasma como en el núcleo de la célula infectada 

(Zhang et al., 2021). 

La proteína C es la primera en ser traducida a partir del genoma de los flavivirus, y posee 

un papel crucial en la interacción con el ARN para su empaquetamiento dentro del virión 

durante el proceso de ensamblaje, brindándole protección y participando en la formación de 

la envoltura, la infectividad (Tan et al., 2020; Zhao et al., 2021). Su dominio N terminal posee 

una interfaz cargada positivamente lo que le confiere una gran afinidad para interactuar con 

la carga negativa del ARN genómico. Esta interacción resulta en la formación de la 

nucleocápside, un complejo constituido por múltiples copias de proteína C y una única 

molécula de ARN genómico, necesario para la producción de viriones infecciosos       

(Kemenesi & Bányai, 2018; Zhao et al., 2021; Zhang et al., 2021). 

También se encarga en parte de la maduración del virión, antes de que esta sea escindida 

por proteasas virales, permanece en fase inmadura denominada C anclada a membrana 

(anchC) misma que posee la capacidad para realizar el ensamblaje de los flavivirus, lo que 

propicia la escisión del precursor de la proteína M (prM) induciendo la maduración del virión 

(Zhang et al., 2021). 



  

42 

 

 

2.7.2. Proteínas no estructurales 

 

 

NS1 

Se trata de una glicoproteína no estructural, altamente conservada con un peso molecular 

de 46 a 55 kDa dependiendo de su grado de glicosilación (Rastogi et al., 2016; Zhao et al., 

2021) misma que es clave para su secreción y la virulencia y replicación viral (Rastogi et al., 

2016).  

Existen distintas formas de NS1, como monómero al ser recién sintetizada; como dímero 

asociado a la membrana plasmática y compartimentos intracelulares; y como hexámero 

soluble, secretado en suero, saliva, líquido cefalorraquídeo y orina (Zhao et al., 2021; Fisher 

et al, 2023) posee una vida media en plasma de 1 hora y puede ser usada para la realización 

de diagnóstico de infecciones flavivirales por medio de técnicas de detección de antígenos y 

anticuerpos (Fisher et al., 2023). 

La proteína NS1 es indispensable para llevar a cabo la replicación eficiente del ARN, 

posee la capacidad de modular la permeabilidad del endotelio, lo que se relaciona con cuadros 

severos de algunas enfermedades causadas por flavivirus como el Dengue hemorrágico 

(Zhao et al., 2021; Fisher et al., 2023). 

 

NS2A y NS2B 

La proteína no estructural NS2A se trata de una proteína transmembranal de 

aproximadamente 25 kDa, que posee diferentes funciones, mismas que dependen de la 

especie del Orthoflavivirus en cuestión. Se requiere para los procesos de síntesis de ARN, la 

formación de los complejos replicativos y el ensamblaje, maduración y secreción de los 

viriones; además está involucrada en el transporte del ARN viral (Latanova et al., 2022). 

Por su parte NS2B es una proteína integral de membrana de cerca de 14 kDa, esta 

interactúa con otras proteínas como NS2A para realizar actividades relacionadas con la 
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replicación y ensamblaje de los viriones, también actúa como viroporina con capacidad de 

oligomerizar y modificar la permeabilidad de las membranas; y es necesaria para la 

activación de la proteasa NS3 (Latanova et al., 2022). 

 

NS3 

La proteína NS3 es una proteína de 69 kDa, misma que posee un dominio N terminal con 

actividad de proteasa similar a quimotripsina, la cual permite la escisión cis y trans de la 

poliproteína viral para generar el resto de las proteínas no estructurales y actividad NTPasa 

y Helicasa de RNA (Latanova et al., 2022). 

 

NS4A y NS4B 

NS4A posee un peso molecular de aproximadamente 16 kDa, posee un dominio 

transmembranal, posee actividad importante involucrada en el reordenamiento de 

membranas en la formación de los complejos replicativos, así mismo interactúa con NS1, 

NS2A y NS5, e induce autofagia en virus como ZIKV y DENV. Por su parte NS4B posee 

una masa molecular de 27 kDa en su conformación madura y posee un dominio 

transmembranal, mismo que juega un papel importante dentro de la formación del complejo 

replicativo mediante las interacciones con NS1, NS3 y NS4A (Latanova et al., 2022). 

 

NS5 

La proteína no estructural NS5, es la proteína más conservada entre los miembros del 

género Orthoflavivirus, posee un peso molecular de 105 kDa, el dominio N-terminal tiene 

actividad metiltransferasa, responsable de la formación del cap. El dominio C-terminal de 

NS5 funge como ARN polimerasa dependiente de ARN, actividad responsable de la 

replicación del genoma, además de interactuar para formar un complejo con NS3 para la 

replicación viral (Lantova et al., 2022). 
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2.7.3. Orthoflavivirus en quirópteros 

 

Los murciélagos actúan como reservorios de una variedad de virus que afectan 

seriamente la salud de los seres humanos; sin embargo, debido a su particular sistema 

inmunológico, son capaces de soportar infecciones virales crónicas sin los efectos 

patológicos letales que ocurren en otros mamíferos (Aréchiga-Ceballos et al., 2024).       

Los análisis filogenéticos actuales sugieren que varios agentes virales de importancia en 

salud pública se originaron en virus de murciélagos como los virus de la parotiditis y el 

sarampión (Hayman, 2016), así como algunos coronavirus, lyssavirus, henipavirus y filovirus 

entre otros (Aréchiga-Ceballos et al., 2024).  

 

 

La familia Flaviviridae, que contiene una cantidad importante de virus zoonóticos, es la 

segunda familia viral más reportada en murciélagos, (Turmelle & Olival, 2010; Sotomayor-

Bonilla et al., 2018). Precedida en primer lugar por la familia Rhabdoviridae y seguido por 

la familia Paramyxoviridae en el tercer sitio (Turmelle & Olival, 2010), además, se ha 

obtenido evidencia de que los murciélagos son reservorios importantes de los 4 géneros de 

 

 

 

 

Figura 3. Mapa de distribución de murciélagos que albergan evidencia de la presencia de agentes virales zoonóticos. (Tomado 

de Liu et al., 2024). 

 

 

 

 

Figura 3. Mapa de distribución de murciélagos que albergan evidencia de la presencia de agentes virales zoonóticos. (Tomado 

de Liu et al., 2024). 

Figura 6. Mapa de distribución de murciélagos con evidencia de la presencia de agentes virales zoonóticos. 

(Tomado de Liu et al., 2024). 
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la familia Flaviviridae: Pegivirus y Hepacivirus a los cuales pertenecen patógenos zoonóticos 

como los virus de las hepatitis C y G (Hayman, 2016), Pestivirus (Wu et al., 2018) y 

Orthoflavivirus como el DENV (Kading & Schountz., 2016). 

Sin embargo, el papel que estos juegan como posibles reservorios de Orthofavivirus tales 

como el DENV permanece poco claro, además de ser un tema controversial debido a que 

existe evidencia serológica y molecular obtenida de diversos estudios con resultados 

positivos en distintas especies de murciélagos a DENV; sin embargo, también existen 

diferentes estudios con considerable cantidad de individuos y especies en los cuales se han  

Se han detectado anticuerpos, material genético o incluso se han aislado varios virus del 

género Orthoflavivirus a partir de muestras de murciélagos infectados naturalmente. Estos 

pertenecen principalmente al grupo de flavivirus sin vector conocido como el virus Bukalasa 

bat (BBV), virus de Rio Bravo (RBV) y el virus Dakar bat (DBV), que han sido aislados a 

partir de tejido proveniente de glándulas salivares de algunas especies, lo que sugiere un 

posible mecanismo de transmisión directa por mordedura. También han sido aislados 

flavivirus transmitidos por mosquitos de importancia en salud pública como el virus de la 

encefalitis de San Luis (SLEV) y JEV. Así mismo existen varios virus emparentados 

filogenéticamente dentro del grupo de flavivirus transmitidos por mosquito como Entebe bat 

virus (ENTV) y Yokose virus (YOKV) que aún no han sido aislados de mosquitos colectados 

en campo y se desconoce su vector, esto sugiere su competencia como hospedantes 

amplificadores de algunos virus del género Orthoflavivirus (Kading & Shountz, 2016). 

Se han realizado varios estudios para determinar la susceptibilidad de algunas especies 

de murciélagos frugívoros al DENV mediante infecciones experimentales (Moreira-Soto et 

al., 2017; Irving et al., 2020; Aguilar-Setién et al., 2023; Aréchiga-Ceballos et al., 2024). Los 

resultados obtenidos en varios trabajos sobre la susceptibilidad de la infección por DENV 

sugieren que las especies utilizadas como modelos en dichos estudios no sirven de manera 

eficiente como hospedantes amplificadores o como reservorios, y por tanto no poseen un rol 

relevante dentro de la dinámica de la transmisión del virus. Estos trabajos han generado 

información valiosa; sin embargo, los datos obtenidos hasta la fecha resultan aun escasos 

para determinar que los quirópteros no podrían fungir como reservorios de DENV debido a 

la gran diversidad de especies de murciélagos existentes (Aréchiga-Ceballos et al., 2024). 
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Cuadro 4. Distribución de Orthoflavivirus detectados en diversas especies de murciélagos. (Rajalopagan et 

al, 1960; Allen et al., 1970; Kading & Schountz, 2016; Blitvich & Firt., 2017; Fagre & Kading, 2019; Gwee 

et al., 2021; Bonilla-Aldana et al., 2024). 

 

Virus 

 

Distribución 

 

Especies de murcielagos 

reportadas  

 

Zoonótico 

 

Rio Bravo 

Virus (RBV) 

 

México, EE. UU., 

Trinidad 
 

  

Tadarida brasiliensis mexicana, 

Eptesiscus fuscus, Molossus 

ruffus. 
 

 

 

✔ 

 

Entebe Bat 

Virus (EBV) 

 

 Uganda 

 

Chaerophon pumilus, Mops 

condylurus. 

 

 

- 

 

Montana 

Myotis 

Leucoenchepha

litis Virus 

(MMLV) 

 

 

 

EE. UU. 

 

 

Myotis lucifugus 

 

 

- 

 

 

Dakar Bat 

Virus (DBV) 

 

 

Madagascar, 

Uganda, Nigeria, 

Senegal.  

 

Chaerophon pumilus, 

Scotophilus nigrita, Mops 

condylurus, Taphzous 

perforatus.  

 

 

 

✔ 

 

 

Banzi virus 

(BANV) 
 

 

 

África 

 

Eidolon helvum,  

Epomophorus anuras, 

Miniopterus schreibersii, 

Tadarida pumila, 

Mops condylurus  

 

 

 

Bukalasa Bat 

Virus (BBV) 

 

 

Senegal, Uganda  

 

Chaerophon pumilus, Mops 

condylurus 

 

- 

 

Phnom Penh 

Bat Virus 

(PPBV) 

 

 

Malasia, Camboya 

 

Cynopterus brachyotis, 

Eonycteris spalaea 

 

- 

 

Kyasanur 

Forest Disease 

Virus (KFDV) 

 

 

India 

 

Cynopterus sphinx, Rousettus 

leschenaultii, Pteropus 

giganteus, Rhinolophus rouxi

  

 

 

✔ 
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Murray Valley 

encephalitis 

virus (MVEV) 

 

 

 

Australia 

 

Eptesicus pumilus, Pteropus 

gouldi, 

 Pteropus scapulatus,  

 

✔ 

 

Sokoluk Virus 

(SOKV) 

Subtipo de 

EBV 

 

 

Rusia, Kirguistán 

 

Vespertilio pipistrellus,  

 

 

- 

 

Bussuquara 

virus (BSQV) 

 

 

Granada 

 

Artibeus jamaicensis 

 

 

Carey Island 

Virus (CIV) 

 

Malasia 

 

Cynopterus braciotis, 

Macroglossus minimus 

lagochilus. 

 

 

- 

 

Batu Cave 

Virus (BCV) 

Subtipo de 

PPBV 

 

 

Malasia 

 

Cynopterus brachyotis, 

Eonycteris spalaea 

 
 

- 

 

Yokose Virus 

(YOKV) 

 

 

Japón 

 

Miniopterus fuliginosus - 

 

 

 

 

 

 

 

Saint Louis 

Encephalitis 

Virus 

(SLEV) 

 

 

 

 

 

 

 

 

EE. UU., 

Guatemala, 

México, Trinidad 

 

Tadarida brasiliensis,  

Artibeus intermedius, 

 Artibeus jamaicensis,  

Artibeus literatus,  

Artibeus phaeotis,  

Glossophaga soricina,  

Molossus major,  

Phyllostomus hastatus,  

Sturnira lilium,  

Eptesicus fuscus,  

Myotis lucifugus,  

Molossus ater,  

Anoura geoffroyi,  

Carollia perspicillata,  

Molossus molossus,  

Natalus tumidirostris,  

Pteronotus davyi,  

Pteronotus parnellii 

 

 

 

 

 

 

✔ 

 

Tamana Bat 

Virus (TABV) 

 

 

Trinidad 

 

Pteronotus parnelli 
 

✔ 
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West Nile Virus 

(WNV) 

 

México, India, 

Etiopía, Israel, EE. 

UU. 

 

 

 

Eptesicus fuscus, Myotis 

lucifugas, Myotis 

septentrionalis, Eidolon helvum, 

Epomophorous minor, Pteropus 

scapulatus, Mops condylurus, 

Glossophaga soricina, Tadarida 

pumila, Rousettus 

leschenaultia., Rousettus 

aegyptiacus, 

 Artibeus jamaicensis, 

 Artibeus literatus 

 

 

 

 

✔ 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Japanese 

encephalitis 

virus 

(JEV) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

India, Japón, 

Bengala, 

 

 Rousettus leschenaultia, 

Taphozous melanopogon, 

Miniopterus fuliginosus, Myotis 

macrodactylus, Miniopterus 

shreibersii, Eptesicus fuscus,  

Pteropus alecto,  

Pteropus goldii,  

Pteropus scapulatus,  

Pteropus giganteus,  

Murina leucogaster,  

Megaderma lyra,  

Cynopterus sphynx,  

Myotis mystacinus, 

 Pipistrellus abramus,  

Plecotus auritus,  

Rhinolophus ferrumequinum,  

Vespertilio superans, 

Hipposideros armiger, 

Hipposideros pomona, 

Hipposideros speoris, 

Hipposideros bicolor, 

Hipposideros cineraceus, 

Rhinolophus cornutus, 

Rhinolophus rouxi, 

 Miniopterus schreibersii, 

Pipistrellus abramus, 

Rhinolophus macrotus 

 

 

 

 

 

 

 

✔ 

 

Zika Virus 

(ZIKV) 

 

 

México, África del 

Este, Indonesia 

 

Desmodus rotundus, Eidolon 

helvum, Rousettus aegyptiacus, 

Rousettus angolensis, Mops 

condylurus, Tadarida pumila  
 

 

✔ 

 

 

 

 

 

 

Yellow fever 

virus (YFV) 

 

 

 

 

EE. UU., Etiopía, 

Uganda, África del 

Este, México, 

Trinidad 

 

Eidolon helvum, 

 Rousettus aegyptiacus, 

 Phyllostomus hastatus, 

 Artibeus cinereus, 

 Artibeus jamaicensus, 

 Artibeus literatus, 

 Carollia perspicillata,  

Glossophaga soricina,  

 

 

 

 

 

✔ 
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 Molossus ater,  

Eptesicus fuscus 

Molossus molossus,  

Phyllostomus hastatus, 

 Pteronotus davyi,  

Pteronotus parnellii,  

Vampyrops helleri,  

Mops condylurus, 

 Tadarida pumila, 

 Epomophorus sp., 

 Rousettus aegyptiacus,  

Myotis lucifugus 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Dengue Virus 

(DENV) 

 

 

 

 

 

 

 

 

México, Australia, 

India, Trinidad y 

Tobago, China, 

Ecuador, Costa 

Rica, Guyana 

francesa, Uganda, 

Granada, Singapur, 

Colombia 

 

Desmodus rotundus 

Artibeus jamaisencis 

Carollia brevicauda 

Myotis nigrican,  

Pteropus scapulatus,  

Pteropus goudi,  

Cynopterus sphinx, 

 Anoura geoffroyi,  

Artibeus cinereus,  

Artibeus jamaisencis,  

Artibeus lituratus, 

 Carollia perspicillata,  

Molossus ater,  

Molossus molossus,  

Phyllostomus hastatus, 

Pteronotus davyi,  

Pteronotus parnelli,  

Sturnira spp.,  

Uroderma spp.,  

Artibeus planirostris,  

Natalus stramineus, 

Glossophaga soricina,  

Eumops glaucinus,  

Rhogeessa bickhami,  
Molossus pretiosus,  

Molossus rufus  

Molossus sinaloae,  

Chaerophon pumilus,  

Mops condylurus, 

 Nycteris macrotis,  

Epomophorus labiatus, 

Eonycteris spelaea, 

 Cynopterus brachyotis, 

Phyllostomus discolor 

 

 

 

 

 

 

 

✔ 

 

 

 

Ilheus virus 

(ILHV) 

 

 

 

Trinidad y Tobago 

 

Desmodus rotundus,  

Anoura geoffroyi,  

Molossus ater,  

Pteronotus davyi,  

Artibeus jamaicensis, 

Phyllostomus hastatus,  
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Artibeus literatus. 

  

 

 

2.8. Virus Dengue (DENV)  

 

El dengue, también conocido como fiebre quebrantahuesos, es una infección viral 

causada por cualquiera de los 4 serotipos del virus Dengue, transmitida por mosquitos 

hembra del género Aedes a humanos, es endémica de regiones tropicales y algunas regiones 

subtropicales. Se trata de la arbovirosis con mayor prevalencia a nivel mundial (SSA, 2015; 

Pando-Robles et al., 2021; OMS, 2024), presentando una transmisión cíclica en la que cada 

3 a 5 años se presentan epidemias. (OMS, 2023). Posee un serio impacto en los ámbitos 

económicos y sociales, la cual representa un grave problema para la salud pública 

internacional, principalmente en regiones tropicales como América latina (Bonilla-Aldana et 

al., 2024). 

Se sugiere que el origen del flavivirus progenitor común de DENV selvático, sus 4 

serotipos, y otros virus relacionados surgió en África y Asia hace unos 1000 años y surgió a 

partir de ciclos donde se involucraron primates no humanos y mosquitos silvestres, mismo 

que posteriormente se diversificó en los 4 géneros pertenecientes a la familia Flaviviridae 

(Messina et al., 2014; Harapan et al., 2020; Marugesan & Manoharan, 2020). Posiblemente 

la transmisión en las poblaciones de humanos se estableció de manera independiente por 

serotipo recientemente hace unos pocos cientos de años (Harapan et al., 2020). 

En ciertas áreas geográficas un linaje o genotipo puede permanecer prevalente 

durante algunos años, para posteriormente extinguirse y ser reemplazado por otro nuevo. Este 

reemplazo podría ser causado mediante un proceso estocástico o generarse a causa de las 

variaciones de la eficiencia del DENV establecido (Sinha et al., 2024). 

DENV fue aislado por primera vez por Hotta y Kimura (1943), en Japón, a partir de 

la inoculación de suero de un humano infectado en el cerebro de ratones lactantes. 

Posteriormente, durante 1944, Sabin y Schlesinger aislaron DENV a partir de muestras de 

militares estadounidenses presentes en Hawái, India y Nueva Guinea; algunas variantes 

https://www.who.int/es/emergencies/disease-outbreak-news/item/2023-DON49
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aisladas de DENV mostraron una alta similitud entre ellas, pero eran antigénicamente 

distintas entre sí determinando los serotipos 1 y 2 de DENV (Marugesan & Manoharan, 2020; 

Roy & Bhattacharjee, 2021).  

En el año de 1953 el serotipo de DENV-3 fue reportado por primera vez en Filipinas 

y Tailandia, y han existido reportes de su presencia periódicamente en el continente asiático.  

En América el primer reporte se realizó en Puerto Rico en 1963, donde se siguió reportando 

su presencia hasta 1978; sin embargo, en la mayoría de los países de América se reportó por 

vez primera hasta finales de la década de los años 80 e inicios de los años 2000 (Messina et 

al., 2014). Durante el año 2023 fue de los principales serotipos reportados en México y 

Centro América. Y se reporta su circulación conjunta con los otros 3 serotipos hasta inicios 

de 2024 (Organización Panamericana de la Salud/ Organización Mundial de la Salud 

[OPS/OMS], 2024; OPS/OMS, 2025). 

Por su parte el serotipo de DENV-4 también fue reportado durante el año 1953 en 

Tailandia y Filipinas. En el continente americano fue reportado hasta la década de 1980, y 

desde entonces su presencia ha sido reportada año con año en la región (Messina et al., 2014).  

Este virus posee un patrón de ocurrencia congruente con las estaciones del año, en las 

que una gran mayoría de infecciones generadas durante la primer mitad del año se generan 

en el hemisferio sur, mientras que la segunda mitad del año se generan en el hemisferio norte 

(OPS, 2024). 

El ciclo de transmisión más conocido del DENV involucra un ciclo selvático 

(enzoótico) en el que primates no humanos susceptibles sirven como reservorio en entornos 

silvestres; y un ciclo urbano (endémico), en el que los humanos fungen como reservorio en 

entornos urbanizados; sin embargo, varios estudios sugieren que otros animales podrían estar 

involucrados en ambos ciclos fungiendo como potenciales hospedadores secundarios, 

mismos que debido a cambios antropogénicos aumentan la frecuencia de contacto con las 

poblaciones humanas (Gwee et al., 2021). 

Estos ciclos selváticos en los que participan primates no humanos han sido       

evidenciados en Asia y en África; sin embargo, no existe suficiente evidencia del rol que 
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juegan las especies animales dentro del ciclo selvático en el continente americano (Valentine 

et al., 2019).                

Las principales especies de mosquitos que fungen como vectores de DENV son 

mosquitos de hábitos peridomésticos del género Aedes, principalmente de la especie Aedes 

aegypti, así como en menor medida otras especies tales como: A. albopictus, A. polynesiensis, 

A. scutellaris y A. vittatus, este último ha sido reportado recientemente en América 

(Nanaware et al., 2021; Bonilla-Aldana et al., 2024). Estas especies de mosquitos poseen la 

capacidad de sobrevivir en entornos urbanos, completando sus ciclos biológicos en 

contenedores con agua estancada. Posee hábitos diurnos y los periodos de alimentación se 

llevan a cabo principalmente en la mañana y previo al anochecer. El ciclo biológico de los 

mosquitos tiene una duración aproximada de 10 días dependiendo de factores ambientales y 

comprende 4 estadios que son huevo, larva, pupa y adulto (Bonilla-Aldana et al., 2024). 

A. aegypti posee afinidad por los hábitos peridomiciliarios, asociado muy 

cercanamente con asentamientos urbanos. Las larvas suelen ser encontradas en objetos que 

podrían fungir como recipientes o contenedores no naturales con agua estancada tales como 

macetas, cubetas, llantas y estanques; sin embargo, algunas otras especies de mosquitos 

silvestres son asociadas a los ciclos selváticos que suelen involucrar primates no humanos 

(Holmes & Twiddy, 2003).  

La transmisión de DENV se lleva a cabo durante los periodos de alimentación de los 

mosquitos hembra, mismas que inoculan saliva con partículas virales infectivas hacia el 

torrente sanguíneo del humano del cual se alimenta. Por su parte, los humanos infectados son 

capaces de transmitir la infección a los mosquitos que consumen su sangre durante 4 a 5 días 

posteriores al inicio de la presentación de los síntomas, una vez que el mosquito se ha 

infectado es capaz de transmitir el virus durante toda su vida (Bonilla-Aldana et al., 2024). 

Entre los factores de riesgo para contraer la infección están: habitar en regiones 

geográficas donde la enfermedad es endémica, la presencia del vector y que existan 

condiciones de higiene deficiente como lo es la dificultad del acceso al agua potable 

(Secretaría de Salud, 2015). En cuanto a los factores para desarrollar un cuadro de DG se 

encuentran: antecedentes de una infección previa por DENV, la presencia de serotipos 
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altamente virulentos y la cocirculación de estos; así como la respuesta inmune del individuo 

infectado (Secretaría de Salud, 2015). 

Existen otros factores que influyen en la diseminación del vector, y por lo tanto de la 

enfermedad en áreas geográficas en la que previamente no se distribuían, tales como: la 

situación demográfica, el ambiente, la urbanización, la cultura, los movimientos migratorios, 

las condiciones de vivienda, la capacidad y eficiencia de los servicios de salud; así  como el 

cambio climático, que genera el incremento de temperatura favoreciendo el desarrollo del 

vector debido a su naturaleza poiquiloterma (Bonilla-Aldana et al., 2024). 

 

2.8.1. Agente etiológico 

 

Se trata de un virus perteneciente al género Orthoflavivirus, especie Orthoflavivirus 

denguei (Simmonds et al., 2017) del cual se conocen 4 serotipos: DENV 1, 2, 3 y 4 (Gwee 

et al., 2021), mismos que contienen variaciones considerables en su genoma, por lo que se 

conocen una variedad de genotipos definidos filogenéticamente pertenecientes a cada uno de 

los 4 serotipos (Holmes & Twiddy, 2003). Cada serotipo se divide en diferentes genotipos de 

acuerdo con la distribución geográfica y potencial epidémico: DENV-1 se divide en 5 

genotipos, por su parte DENV-2 se divide en 6 genotipos; DENV-3 posee 5 genotipos y 

DENV-4 también consiste en 5 genotipos (Poltep et al., 2021). 

 Los viriones de DENV, tienen una morfología esferoidal y poseen dos 

conformaciones, el virión inmaduro cuyo tamaño es de aproximadamente 60 nm, mismo que 

tiene una superficie irregular; y el virión maduro, cuyo tamaño oscila alrededor de los 50 nm 

con una superficie lisa (Harapan et al., 2020). Contienen una molécula monocatenaria de 

ARN en sentido positivo como genoma, el cual está comprendido por 10.7 Kb (Simmonds et 

al., 2017), con una nucleocápside icosaédrica y cubierto de una capa lipídica proveniente de 

la membrana de la célula infectada (Nanaware et al., 2021). Se ha demostrado que el genoma 

de DENV posee una escasa fidelidad de traducción y mantiene una alta frecuencia de 

mutaciones (Harapan et al., 2020). 

El genoma de DENV posee UTRs en ambos extremo, flanqueando un único ORF 

(Harapen et al., 2020; Nanaware et al., 2021), los cuales son esenciales para la eficiencia de 
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la traducción y replicación del genoma (Liu et al., 2023). La cap tipo I presente en el extremo 

5’ del genoma (m7GpppAmG), sirve como sitio de iniciación para la traducción, por su parte 

el extremo 3’ carece de cola de poliadeninas imitando una molécula ARN celular y en su 

lugar forma una estructura en bucle denominada stem-loop (SL) (Nanaware et al., 2021; Liu 

et al., 2023). 

 El UTR 5’ posee cerca de 95 a 101 nucleótidos, donde se encuentran 2 stem-loops, 

SLA y SLB, regiones río arriba y río abajo relacionadas a metionina denominadas 5’UAR y 

5’DAR respectivamente; un C coding hairpin (cHP) y secuencias de ciclación 5’CS, estas 

últimas tres se encuentran en el fragmento codificante para la proteína C (Nanaware et al., 

2021).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Por su parte el tamaño de UTR 3’ es distinto entre los 4 serotipos (Nanaware et al., 

2021), se encuentra dividida en tres dominios con estructuras secundarias conservadas, cada 

dominio contiene elementos importantes involucrados en la replicación. El primer dominio 

contiene entre 100 a 200 nucleótidos dependiendo del serotipo en cuestión. En los serotipos 

1, 2 y 3 se encuentran presentes dos estructuras conservadas denominadas xrRNA o RNAs 

resistentes a la enzima exorribonucleasa 5’-3’ (Xrn1), los cuales presentan resistencia a la 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 7. Virión maduro de DENV y localización en el genoma de las 

proteínas estructurales y no estructurales 
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degradación por dicha enzima y son los responsables de la formación del ARN subgenómico 

(Liu et al., 2023).  

El segundo dominio posee un conjunto de secuencias variables, y a continuación, 

presenta dos estructuras secundarias conservadas en los 4 serotipos, mismas que tienen forma 

de mancuerna (dumbell structure) denominadas DB1 y DB2 que contienen la secuencia 

conservada 2 (CS2) y la secuencia conservada repetida 2 (RCS2) (Nanaware et al., 2021; Liu 

et al., 2023); y finalmente el dominio 3, es el más conservado entre los 4 serotipos, con un 

tamaño aproximado de 100 nucleótidos, contiene las secuencias conservadas (CS1), una 

estructura corta en horquilla, y la estructura SL, mismas que poseen un papel crucial en la 

replicación viral (Nanaware et al., 2021; Liu et al., 2023). 

Como se ha mencionado, DENV es capaz de generar copias de RNA subgenómicos 

durante su proceso de replicación conocidos como ARN flaviviral subgenómico (sfRNA) y 

es clasificado como ARN no codificante. El sfRNA se genera como producto de la 

degradación del ARN viral, proceso provocado por la enzima 5’-3’ exorribonucleasa propia 

del hospedador. Estos sfRNA, al interactuar con las proteínas del hospedador y del propio 

virus, tienen como repercusión la mejoría de la eficiencia de DENV durante su replicación y 

transmisión; así con la evasión de la respuesta antiviral promoviendo la patogenicidad de este 

(Liu et al., 2023). 

El ORF codifica una poliproteína que es precursora de 10 proteínas maduras, tres con 

funciones estructurales como la encapsidación, la formación de la nucleocápside y 

maduración del virión, entre otras, denominadas: C, E y prM/M; así como 7 proteínas no 

estructurales, principalmente con funciones enzimáticas, las cuales se denominan: NS1, 

NS2A, NS2B, NS3, NS4A, NS4B y NS5 (Nanaware et al., 2021). 

 

2.8.2. Proteínas estructurales.  

 

Proteína C 

Se trata de una proteína homodimérica de 12 kDa con aproximadamente 100 

aminoácidos, posee cuatro estructuras α-helicoidales y un dominio N-terminal 
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intrínsecamente desordenado. Está involucrada en la formación de la nucleocápside y la 

encapsidación del genoma durante las fases tempranas del ensamblaje de los viriones 

(Harapan et al., 2020). 

 

Proteína M 

 El precursor de la proteína prM posee 166 aminoácidos, que juega un papel crucial 

durante la maduración de los viriones. Esta proteína permanece unida al virión para prevenir 

que este se fusione prematuramente a la membrana de la célula hospedadora, además es capaz 

de interactuar con las ATPasas vacuolares para favorecer el medio propicio para la 

movilización y secreción viral (Duan et al. 2008; Yu et al., 2009; Nanaware et al., 2021).  

Por su parte la proteína M madura consiste en 75 aminoácidos, esta juega un papel 

importante en el ordenamiento y maduración de los viriones, también funge como una 

estructura tipo cap que previene que la proteína E se fusione de manera prematura antes de 

la liberación del virión al exterior de la célula (Harapan et al., 2020). 

 

Proteína E 

La proteína E se trata de una proteína dimérica de fusión de membrana de clase II con 

aproximadamente 53 kDa, y 495 aminoácidos. En el virión maduro, se encuentran 90 

homodímeros en confirmación plana sobre la superficie de la partícula viral, formando una 

cobertura proteica lisa. Cada uno de los monómeros se compone de 3 dominios denominados 

I, II y II (Harapan et al., 2020; Sinha et al., 2024). 

Por medio del dominio III, la proteína E se encarga de la unión y fusión del virión a 

la membrana celular de la futura célula hospedante, así mismo resulta determinante para 

establecer el rango de hospedadores, tropismo y virulencia (Harapan et al., 2020; Sinha et 

al., 2024). 

 

2.8.3. Proteínas no estructurales 
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NS1 

Se trata de una proteína no estructural con un peso molecular de 45 kDA, que se 

encuentra involucrada en el complejo de replicación del ARN. Esta es procesada como 

monómero en el retículo endoplásmico y en el aparato de Golgi, posteriormente es secretado 

como un hexámero lipoproteico hacia el espacio extracelular y el torrente sanguíneo 

(Harapan et al., 2020). 

La proteína NS1 también posee intervención en los complejos replicativos y en las 

defensas del virus ante el sistema inmune del hospedante, inhibiendo la activación del sistema 

del complemento (Harapan et al., 2020; Sinha et al., 2024).      

La proteína no estructural NS1, posee una variedad de funciones tanto intracelular 

como de manera extracelular. Esta proteína juega un papel importante en la fisiopatología del 

dengue grave. Recientemente se han realizado hallazgos que sugieren su participación en la 

disrupción endotelial, provocando la extravasación de plasma mediante la activación de 

macrófagos a través de la vía de TLR-4, resultando en la liberación de citocinas (Sinha et al., 

2024). 

NS1, ha sido usada como marcador diagnóstico temprano para pruebas 

inmunocromatográficas y de inmunoadsorción ligada a enzimas, para la determinación de la 

severidad y el nivel de la infección por DENV (Harapan et al., 2020; Sinha et al., 2024). 

 

NS2A y NS2B 

La proteína NS2A, se trata de una proteína de aproximadamente 22 kDa, que posee 

actividad involucrada en los complejos replicativos de DENV, además está relacionada con 

la coordinación entre el empaquetamiento de RNA y la replicación, así como de antagonismo 

contra interferones del hospedante. (Harapan et al., 2020; Sinha et al., 2024). Por su parte, 

NS2B, que es una proteína asociada a la membrana, posee un peso molecular de 14 kDa y 

sirve como cofactor para la actividad de serín proteasa de NS3 (Harapan et al., 2020). 
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NS3 

La proteína no estructural 3, posee diferentes funciones como la presencia de la 

actividad de serín proteasa similar a quimotripsina, ARN trifosfatasa, NTPasa y helicasa 

(Harapan et al., 2020). NS3 se asocia con NS2B para llevar a cabo la formación del complejo 

proteolítico, esta es usada por NS3 como cofactor para llevar a cabo la escisión de sitios 

específicos de la poliproteína viral, haciendo más eficiente el proceso replicativo (Harapan 

et al., 2020; Sinha et al., 2024).  

NS4 

Las proteínas no estructurales denominadas NS4A y NS4B con pesos moleculares de 

16 kDa y 27 kDa respectivamente, se trata de un par de proteínas integrales, mismas que 

inducen alteraciones de membrana que resultan relevantes para la replicación viral (Harapan 

et al., 2020). 

La proteína NS4A actúa durante la replicación viral induciendo la autofagia y 

previniendo la muerte celular, mecanismo que resulta beneficioso para los procesos 

replicativos de DENV (Sinha et al., 2024). Mientras que la proteína NS4B interactúa con la 

proteína NS3 para realizar la formación de los complejos replicativos y modulando la 

infección viral asistiendo en el proceso de replicación y bloquear la señales de transducción 

inducidas por interferón (Harapan et al., 2020; Sinha et al., 2024).   

 

NS5 

NS5 se trata de una proteína no estructural de 104 kDa, misma que es la más 

conservada entre los Orthoflavivirus, teniendo actividad de polimerasa de RNA dependiente 

de RNA (RdRp). También se encuentra involucrada en el capping del genoma por medio de 

su actividad metiltranferas y guanidiltransferasa. Esta proteína se encuentra 

predominantemente al interior del núcleo de las células infectadas por DENV y se especula 

que posee la capacidad de suprimir la respuesta antiviral (Perera & Kuhn, 2008; Sinha et al., 

2024). 

 



  

59 

 

 

2.8.4. Ciclo biológico de DENV 

 

 

Inicialmente, un mosquito hembra del género Aedes, puede infectarse con DENV por 

vía transovárica (Lee & Rohani, 2005) o a partir de alimentarse de un humano previamente 

infectado. Una vez que el mosquito hembra se infecta, los viriones de DENV infectan a su 

vez el intestino medio para posteriormente infectar otros tejidos, entre ellos las glándulas 

salivares (Sinha et al., 2024). 

 La infección por DENV en el humano comienza cuando la hembra infectada de 

alguna de las especies previamente mencionadas de mosquitos del género Aedes, pica a un 

humano para alimentarse de su sangre, esta posee viriones infectivos en la saliva, misma que 

inocula en el tejido del humano del cual se alimenta (Bonilla-Aldana et al., 2024).  

DENV es capaz de utilizar una amplia variedad de moléculas para unirse e infectar 

diversas células como lo son células epiteliales, fibroblastos, monocitos macrófagos, células 

dendríticas, células B, células T, células del endotelio y hepatocitos. Se han identificado 

diferentes receptores en células de mamíferos, entre los más estudiados son: receptores de 

manosa presentes en monocitos y macrófagos, heparán sulfato, las familias de proteínas 

transmembranales TIM y TAM presentes en varias líneas celulares inmunitarias, las lectinas 

de tipo C conocidas como DC-SIGN expresadas en células dendríticas y los receptores de 

Fcγ (Nanaware et al., 2021; Roy & Bhattacharjee, 2021), así como glucosaminoglicanos, 

proteínas de choque térmico, moléculas de CD14 y neolactotetrasylceramida, entre otra 

moléculas que se encuentran en estudio (Harapan et al., 2020). 

El ciclo replicativo comienza con la unión de la proteína E con alguno de sus 

receptores en la superficie de la célula blanco. La ruta más común y estudiada de entrada a 

la célula por parte de los viriones de DENV se trata de la endocitosis mediada por clatrinas; 

sin embargo, se han descrito otras rutas alternativas a esta como macropinocitocis, 

fagocitosis, balsas lipídicas y caveolas (Nanaware et al., 2021). 

Los viriones utilizan las fosas cubiertas por clatrinas presentes en la superficie de la 

célula blanco, formándose una vacuola en la cual son endocitados. Posteriormente las 
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moléculas de clatrina se liberan de la vacuola para dar paso al endosoma primario, llevando 

a un pH de 6.5, posteriormente el endosoma va madurando y acidificando su pH (Harapan et 

al., 2020; Nanaware et al., 2021), generando el reordenamiento de la proteína E, lo que 

provoca que se fusione con la membrana del endosoma para desensamblar el virión y 

posteriormente liberar la nucleocápside al citoplasma posiblemente por medio de 

ubiquitinación (Nanaware et al., 2021). Posteriormente el RNA viral se separa de la 

nucleocápside y es translocado mediante la maquinaria de transporte del citoesqueleto al 

retículo endoplásmico rugoso donde se llevará a cabo la replicación y traducción viral en las 

estructuras conocidas como complejos replicativos (Roy & Bhattacharjee, 2021; Sinha et al., 

2024). 

Tanto los procesos de traducción de las proteínas virales, así como su maduración, 

generan cambios estructurales en la membrana del retículo endoplásmico denominados 

complejos replicativos, formados por membranas modificadas y paquetes de vesículas que 

conectan con el citoplasma por medio de poros que permiten el suministro de elementos 

necesarios para la replicación viral. Dichas vesículas contienen elementos enzimáticos 

virales como NS5 (RdRp), NS3 con propiedades enzimáticas de helicasa, 5’RNA-trifosfatasa 

(RTP) y nucleósido trifosfatasa (NTPasa), y otras proteínas no estructurales, además de otros 

elementos propios del hospedador que fungen como catalizadores para la replicación de RNA 

(Nanaware et al., 2021). 

La molécula de RNA, sirve como molde para la traducción de una única poliproteína, 

misma que será escindida por medio de las proteasas virales como NS3 y mediante señal 

peptidasas del hospedador (Harapan et al., 2020; Sinha et al., 2024). Las hebras de RNA de 

sentido positivo pueden servir de manera directa como mRNA para la traducción de 

proteínas, para servir como templados para la replicación del genoma de DENV, o para ser 

encapsidadas por la proteína C para la posterior formación de nuevos viriones (Harapan et 

al., 2020; Nanaware et al., 2021).  

El proceso de traducción comienza por medio del mecanismo de traducción 

dependiente de cap, en el que el factor eIF4E se une al cap en el extremo 5’ de la molécula 

de RNA viral, posteriormente el complejo eIF4F mismo que está comprendido por eIF4E, la 

enzima con actividad helicasa eIF4A y su cofactor eIF4B, así como la proteína adaptadora 
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eIF4G se unen al cap y reclutan ribosomas para estimular y dar comienzo a la traducción. Si 

la disponibilidad de eIF4E no es suficiente, se pueden llevar a cabo mecanismo de traducción 

no dependientes de cap, como el denominado sitio de entrada al interior del ribosoma (IRES), 

en las que intervienen algunas secuencias presentes en el 5’UTR (Sinha et al., 2024). 

Por su parte el 3’UTR también puede estimular la traducción mediante procesos 

dependientes e independientes de cap usando la estructura de stem loop, la cual posee 

funciones análogas a la cola de poliA para el reclutamiento de factores de traducción (Sinha 

et al., 2024).  

La estructura SLA presente en el extremo 5’UTR, actúa a manera de promotor para 

la actividad de RdRp de la proteína no estructural NS5 cuya reubicación en el extremo 3’ es 

facilitada por medio de la ciclación del genoma durante la iniciación de la síntesis de 

moléculas de RNA. El apareamiento de bases entre las secuencias complementarias presentes 

en los UAR de ambos extremos provoca el desenrollamiento del SL presente en 3’ para 

permitir la replicación. El proceso de elongación de la molécula de RNA está mediado por 

NS5 al formar de novo un dinucleótido CU (Nanaware et al., 2021). 

Las hebras negativas se unen a las hebras molde positivas, formando una molécula 

intermediaria de dsRNA. Esta hebra negativa sirve como molde y la hebra positiva recién 

sintetizada sustituye a la anterior, por lo que la replicación se da de manera asimétrica, 

amplificando 10 veces más la cantidad de copias de hebras positivas en comparación con las 

hebras negativas (Nanaware et al., 2021). 

La encapasidación del genoma viral se lleva a cabo por medio de interacciones 

electrostáticas generadas por unión de las cargas positivas de la proteína C y las cargas 

negativas de la hebra de RNA, de esta interacción se genera la estructura denominada 

nucleocápside (Barnard et al., 2021; Nanaware et al., 2021). La hebra de ARN se une a NS2, 

misma que recluta a las poliproteínas C-prM-E y al cofactor NS2B-3 hacia el sitio de 

ensamblaje (Patkar & Kuhn, 2008; Xie et al., 2019; Nanaware et al., 2021). C y prM se 

encuentran ancladas a la membrana del retículo endoplásmico. La unión de C es escindida 

por NS3B con actividad serín proteasa lo que provoca la liberación de prM y la proteína C 

madura lista para unirse al ARN (Byk et al., 2026; Barnard et al., 2021; Nanaware et al., 

2021). 
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Entonces, las hebras de ARN recién sintetizadas y las proteínas estructurales son 

ensambladas en la membrana del retículo endoplásmico para formar un virión inmaduro con 

apariencia “espinosa” en sus superficie debido a la presencia de heterodímeros formados por 

prM-E, estos viriones inmaduros se transportan por medio de la vía secretoria a la red trans 

del aparato de Golgi (TGN) donde acontece la maduración de los viriones debido a la 

acidificación del medio, adquiriendo estos una apariencia lisa en su superficie ahora con 

heterodímeros de E. Durante este proceso mediado por furinas del hospedante, se lleva a cabo 

la separación del péptido pr de prM, quedando únicamente M en el virión como proteína 

transmembranal (Harapan et al., 2020; Sinha et al., 2024).  

El segmento pr continúa asociado con el virión hasta su liberación hacia el exterior 

celular, lo que evita la unión prematura de la proteína E con la membrana exosomal durante 

su paso por el TNG (Yu et al., 2009; Nanaware et al., 2021). Además, interactúa con ATPasas 

vacuolares, lo que favorece el mantenimiento de la vía secretora para el tráfico viral y del 

medio ácido propicio para la secreción de los viriones (Duan et al., 2008; Nanaware et al., 

2021). 

Finalmente, los viriones maduros que constan de una molécula de ARN de cadena 

simple con sentido positivo (+ssRNA), encapsidada en varias copias de la proteína C, 

rodeados una membrana lipídica en las cuales están insertadas 180 copias de las 

glucoproteínas transmembranales E y M (Nanaware et al., 2021) son liberados del TNG y 

posteriormente pasan al citoplasma para ser exocitados junto con la proteína pr escindida, al 

espacio extracelular completando así el ciclo de infección (Harapan et al., 2020; Sinha et al., 

2024). 

 

2.8.5. Signos y síntomas  

 

La infección por DENV en la mayoría de los casos puede ser asintomática o leve y 

autolimitante, pero puede derivar también en estados potencialmente fatales como dengue 

grave, fiebre hemorrágica por dengue (DFH) y el síndrome de shock por dengue (DSS) 

(OhAinle et al., 2011; Gwee et al., 2021). Se reconocen cuatro fases de la enfermedad: el 
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periodo de incubación, la fase febril, fase crítica y fase de convalecencia (Secretaría de Salud, 

2015). 

Desde el año 2009, se utiliza la denominada “Clasificación revisada del dengue” para 

clasificar la severidad de los cuadros generados por la infección de DENV, y establece dos 

formas de la enfermedad: el dengue no grave (DNG) y el dengue grave (DG). En el primer 

caso, la enfermedad puede ocurrir sin complicaciones, pero también puede presentarse con 

signos de alarma (DCSA) lo que puede derivar en un cuadro severo, por lo que es de suma 

importancia el monitoreo de la evolución del individuo infectado para adoptar medidas para 

la prevención y terapéutica contra un posible cuadro de DG. (Secretaría de Salud, 2015; OPS, 

2024). 

Los síntomas de la enfermedad suelen comenzar del día 4 al 10 post infección y 

constan de fiebre mayor a 40ºC, dolor retro orbital, cefalea, mialgias, artralgias, emesis, 

erupción macular o papulomacular y linfadenomegalia (OMS, 2024; SINAVE, 2024) así 

como signos leves de hemorragia tales como equimosis y petequias (OPS, 2024). 

 

Cuadro 5. Resumen del cuadro clínico generado por la infección de DENV durante cada una de las 4 fases 

(OPS, 2024; SINAVE, 2024). 

Periodos de la 

infección 

Duración. Características 

 

Incubación 

 

 

3-14 días  

 

Picadura del mosquito infectado a un individuo 

susceptible. 

 

Fase febril 

 

3-7 días PI 

Fiebre >38ºC, cefalea, mialgia, artralgia, dolor 

retro orbital, emesis y erupciones. La mayoría de 

los pacientes únicamente cursa con este cuadro y 

se recuperan sin presentar complicación alguna.   

 

Signos de alarma. 

 

 

Final de la fase febril 

 

Hemorragia en mucosas, dolor abdominal y emesis 

persistentes, letargo, ascitis, derrame pleural o 

hidropericardio; disnea, hepatomegalia y aumento 

de los valores del hematocrito.  
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Fase crítica 

 

 

3-7 días del inicio de la fase 

febril. 

 24-48 h  

posteriores al cese de la fase 

febril 

 

 

Extravasación, ascitis, derrame pleural, 

hipoproteinemia, hipotensión, hematemesis, 

melena, shock, miocarditis y elevación de AST y 

ALT. 

Fase de 

convalecencia 

7-10 días posteriores al inicio 

de la fase febril. 

l8-72 h posteriores a la fase 

crítica 

Mejoría en la hemodinámica, reabsorción de 

líquidos extravasados y diuresis.  

 

La infección por uno de los 4 serotipos de DENV brinda inmunidad de por vida contra 

el serotipo causante de la infección, así como inmunidad temporal contra un dengue severo 

causado por otro serotipo; sin embargo, una vez finalizado este periodo de inmunidad, el 

paciente presentará mayor riesgo de enfermedad grave al ser infectado por diferente serotipo, 

fenómeno denomina enhancement o amplificación dependiente de anticuerpos (ADE) (OhAinle et 

al., 2011; Sinha et al., 2024). 

 Dicho fenómeno podría resultar amplificación dependiente de anticuerpos, el cual 

consiste en la presencia de concentraciones subneutralizantes de anticuerpos dirigidos contra 

algún serotipo causante de una infección previa, dan como respuesta un aumento de la 

replicación viral en células mieloides portadoras de receptor FcγR o de respuestas dañinas 

provenientes de células T (Oh Ainle et al., 2011).  

 

2.8.6. Epidemiología 

 

La incidencia del dengue a nivel mundial ha sufrido una alza considerable durante los 

últimos 20 años, donde los casos se han disparado de 500, 000 a 5.2 millones, del año 2000 

al 2019. En este último año se registró una alza moderada de casos en 129 países (WHO, 

2023), principalmente situados en Norte y Sudamérica, así como en el Sureste asiático. Se 

estima que cerca de dos quintos de la población mundial se encuentran en riesgo de contraer 
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DENV, lo que deriva en aproximadamente 400 millones de infecciones y cerca de 20,000 

muertes por año (Liu et al., 2023). 

Desde 2023 se registró un aumento de muertes debido a múltiples brotes y un repunte 

histórico de casos desde 1980, incluso en zonas en las que anteriormente no se habían 

registrado casos de dengue, incluyendo 5 regiones: América, África, Sureste Asiático, 

Pacífico de Occidente y Mediterráneo de Oriente, y un total de 80 países. Únicamente en la 

Región de las Américas se contabilizan cerca del 80% de casos (4.1 millones de contagios); 

sin embargo, es altamente probable que las cifras no representan la realidad, debido a que no 

todas las personas que contraen la infección enferman, y por tanto se omite la notificación de 

estos casos, además de que en algunos países no es una enfermedad de notificación 

obligatorio (OMS, 2023) así en México, donde el Sistema Nacional de Vigilancia 

Epidemiológica (SINAVE) establece la notificación obligatoria de todos los casos probables 

de DENV en el territorio mexicano (SINAVE, 2024). 

Durante marzo de 2023 la OMS realizó un comunicado sobre la expansión de los 

casos en número y área geográfica, y para finales de dicho año, el 5 de diciembre, emitió 

junto con la OPS una alerta epidemiológica por el aumento de casos en la subregión del istmo 

de Centroamérica y México, principalmente provocados por DENV-3, mismo que no había 

circulado en ciertas zonas de la región durante algunos años. A inicios del año 2024 se reportó 

la circulación de los 4 serotipos en América y concretamente en México (OPS/OMS, 2024). 

 Fue en 2023, donde se ha registrado el mayor número de casos de enfermedad por 

DENV en América, con 4.565.911 casos reportados, de los cuales 7.653 han sido casos de 

dengue grave y un total de 2,340 decesos. Del total de casos de 2023, México tuvo el 14% 

de todos los casos acumulados, con una letalidad de 0.063%. Así mismo durante 2023 se 

registraron brotes en 23 países con un número mayor de casos esperados entre ellos 

Argentina, Brasil y México (OPS/OMS, 2024). 

En 2024 se reportaron más de 13.027.747 millones de casos, casi triplicando las cifras 

del año 2023. De dichos casos, 22,684 se han tratado de casos de DG, con un total de 8,186 

muertes. Lo que significa un incremento de 190% contrastando con el mismo periodo de 

2023, y 366% comparado con el promedio del último lustro. Los países en los que se 
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concentraron el 90% de los casos y el 88% de las muertes son Brasil, Argentina, Colombia y 

México (OPS/OMS, 2025). 

En México durante 2024, se registraron un total de 558.846 casos. (OPS/OMS, 2025). 

Durante las primeras 5 semanas epidemiológicas de 2024 fue registrado el aumento en un 

368% con respecto al mismo periodo en 2023, con casos principalmente reportados en los 

estados de Quintana Roo, Guerrero y Tabasco (OPS/OMS, 2024). Hasta inicios de 2025 

continúa el reporte de la cocirculación de los 4 serotipos de DENV en México, incluyendo 

DENV-3 (OPS/OMS, 2025), cuyo material genético ha sido detectado en el hígado de varios 

ejemplares de D. rotundus del presente estudio.  

El serotipo 3 de DENV se divide en cinco genotipos, denominados subtipos I, II, III, 

IV y V. Cada uno de estos subtipos posee un área geográfica determinada, en la cual los virus 

pertenecientes al subtipo I son provenientes de Malasia, Indonesia, Filipinas y algunas islas 

del Pacifico Sur. El subtipo II son virus provenientes de Tailandia. En el subtipo III se 

encuentran virus de Sri Lanka, India, Samoa y el continente africano; y finalmente, los virus 

del subtipo IV son provenientes de Puerto Rico y de Tahití (Lanciotti et al., 1994; OMS/OPS, 

2025).  

Se reconoce que el genotipo más extendido es el GIII, y ha estado presente en brotes 

de importancia presentes en Asia, África y América, este tiene su origen en el sur de Asia 

alrededor de 1970 y su introducción en América se llevó a cabo en los años noventa 

estableciendo un linaje endémico propio de las Américas denominado GIII-American-I el 

cual estuvo circulando durante cerca de 20 años, hasta 2023 donde se detectó una 

reintroducción en Brasil el cual se identificó como GIII-American-II. Se hipotetiza que fue 

introducido de India al Caribe durante 2018-2019 diseminándose por todo centro y 

Suramérica durante 2022 y 2023 (OMS/OPS, 2025). 

Durante el año de 1994 DENV-3 fue reintroducido en el continente americano, en 

Nicaragua y Panamá, después de no haber sido reportado desde 1977 y 1978. DENV-3 se 

extendió por Centroamérica y México; y posteriormente a varias islas del Caribe y 

Sudamérica. Durante el año 2000 en Brasil ocurrió un brote de DENV-3 de gran importancia 

con duración de 3 años y fue vinculado a los casos de muertes, cocirculando con DENV-1 y 
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DENV-2, posteriormente durante todo el año 2000 fue diseminándose por todo el continente 

americano (OPS/OMS, 2025).  

En México DENV-3 fue reportado en el periodo comprendido entre los años 1995 a 

2008, especialmente durante el año de 1997 en que alcanzó un pico, representando el 88% 

de positividad del total de muestras sometidas a serotipificación. Posteriormente el serotipo 

3 fue a la baja, durante el periodo de 2009 a 2001, con valores bajos cada año de 0.1% a 6% 

del total de muestras. Para el año 2022 se observó un aumento considerable en la circulación 

de DENV-3 frente al resto de serotipos, teniendo porcentajes de 25%, de 59% en 2023 y en 

el año 2024, un 86% (OMS/OPS, 2025). 

Con respecto a los estados en los que se llevaron a cabo los muestreos, a la semana 

epidemiológica 52, del año 2023, se contabilizaron un total de 2,589 casos de dengue en el 

estado de Tabasco, un total de 96 casos en Querétaro y 631 casos en el estado de Hidalgo. 

Por su parte en la semana epidemiológica número 52 del año 2024 se contabilizaron 3,592 

casos en Tabasco, 2,847 en Querétaro y 1,870 en Hidalgo (Sistema Nacional de Vigilancia 

Epidemiológica/ Dirección General de Epidemiología/ Secretaría de Salud 

[SINAVE/DGE/SALUD], 2025). 

La semana epidemiológica número 52 de 2024 también revela que, en Querétaro, 

concretamente en Jalpan de Serra, el serotipo más prevalente fue DENV-3, siendo este el 

tercer municipio con mayor cantidad de casos en el estado. En el estado de Hidalgo, la mayor 

circulación fue del serotipo 3; sin embargo, la mayor parte de casos se centraron en 

municipios del norte del estado, alejados de Progreso de Obregón. Con respecto a Tabasco, 

el serotipo de mayor circulación fue el 3, y los municipios con mayor cantidad de casos 

fueron Nacajuca, Jalapa, Centro y Teapa de los cuales estos tres últimos rodean el municipio 

de Tacotalpa en el que se encuentra Poaná (SINAVE/DGE/SALUD, 2025). 

Las repercusiones del resurgimiento de un serotipo ausente en la región durante 10 

años y ante el cual la población es altamente susceptible y carente de inmunidad, aumentan 

la probabilidad de la aparición de brotes y casos de dengue grave que eventualmente podrían 

saturar el sistema sanitario (SINAVE/DGE/SALUD, 2025). 
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2.8.7. Tratamientos y vacunas. 

 

No se cuenta con modelos animales adecuados para el estudio y desarrollo de terapias 

farmacológicas contra la enfermedad causada por DENV (Bonilla-Aldana et al., 2024), por 

lo que actualmente no existe un tratamiento antiviral específico para las infecciones por 

dengue, por lo que la terapia es de soporte y se centra en el control de la fiebre y el dolor, 

evitando el uso de AINES que pudieran agravar la posibilidad de hemorragias, y el uso 

adecuado de fluidoterapia (Gwee et al., 2021; OMS, 2024). En los casos leves de la 

enfermedad, el paciente puede continuar con tratamiento domiciliario; sin embargo, en los 

casos de donde se presentan signos de alarma o se presentan las formas graves de la 

enfermedad, se requiere tratamiento intrahospitalario (OMS, 2024). 

Actualmente la generación de vacunas contra DENV sigue en curso; sin embargo, los 

fenómenos como la cocirculación de dos o más serotipos o la amplificación dependiente de 

anticuerpos, dificultan el avance de dicho proceso (Nanaware et al. 2021; Sinha et al., 2024). 

Las eficacia de las vacunas difiere entre individuos, dependiendo de varios factores como el 

grupo etario, el estatus serológico e inmunológico del individuo, así como del serotipo en 

cuestión. De manera general no se recomienda la vacunación en individuos seronegativos, 

que no han estado expuestos a DENV anteriormente (Sinha et al., 2024).   

 

2.8.8. Diagnóstico  

 

 El diagnóstico inicial para DENV debe realizarse mediante la historia clínica, signos 

y síntomas del paciente, así como la situación epidemiológica en la que se desenvuelve, lo 

que conduce al uso de protocolos de confirmación realizados mediante pruebas de 

laboratorio. La OMS y la OPS recomiendan el uso de RT-PCR para la detección de ácidos 

nucleicos; ELISA para la detección de antígenos como la proteína no estructural NS1, y de 

anticuerpos IgM; además de aislamiento y cultivo viral (OPS/OMS, 2024). 

Se recomienda principalmente el uso de aislamiento y detección de ácidos nucleicos 

o de las proteínas virales, los cuales deberían realizarse durante los primeros 5 días 

posteriores al inicio de la fase aguda, en muestras de suero. Por su parte, OMS y OPS no 
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recomiendan el uso de pruebas inmunocromatográficas y el uso de ensayos serológicos no es 

muy recomendado debido a que únicamente indicaría contacto con el virus, además de la 

probabilidad de reacción cruzada con otros flavivirus circulantes; sin embargo, se 

recomienda el uso de detección de anticuerpos IgM en paralelo con ensayos de PRNT para 

poder evidenciar la seroconversión y el aumento del título de anticuerpos (OPS/OMS, 2024). 

 En casos donde el paciente ha fallecido, se recomienda el uso de muestras 

provenientes de los riñones, bazo e hígado para realizar detección de DENV por medio de 

RT-PCR, así como para estudios de inmunohistoquímica e histopatologías (OPS/OMS, 

2024). 

2.8.9. DENV en animales 

 

Los humanos son los principales reservorios durante los ciclos epidémicos urbanos 

de dengue y se conoce que algunos animales participan como reservorios de algunos 

flavivirus transmitidos por mosquitos del género Aedes como YFV y ZIKV; sin embargo, aún 

no se tiene evidencia clara sobre su participación dentro del ciclo urbano de DENV (Gwee et 

al., 2021). Además del ciclo urbano, ocurre también el ciclo selvático, en el cual podrían 

existir otros vectores distintos a los mosquitos Aedes y en el que especies de animales podrían 

fungir papeles importantes dentro del mismo (Bonilla-Aldana et al., 2024). 

Debido a la ausencia de presentación clínica en animales infectados con DENV de 

forma natural o experimental, no existe un modelo animal adecuado para el estudio del curso, 

la patogenia de la enfermedad o posible tratamiento (Bonilla-Aldana et al., 2024); sin 

embargo, se han usado algunos modelos animales con ciertas limitantes, para estudios sobre 

susceptibilidad a la infección, vacunas y fármacos y sobre la inmunopatogénesis de la 

infección tales como algunos primates no humanos, ratones (Zompi & Harris, 2012) y 

algunas especies de murciélagos (Perea-Martínez et al., 2012). 

 

Los primates no humanos han sido bien documentados como reservorios altamente 

susceptibles a la infección por flavivirus, existiendo evidencia de la presencia de anticuerpos 

y material genético en muestras de varios tejidos de algunas especies, asimismo se han 

realizado estudios en otros grupos taxonómicos como aves, rumiantes, cánidos, équidos, 
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suidos, marsupiales, roedores, sorícidos, armadillos y perezosos. Se han realizado estudios 

en otros animales como: elefantes, caimanes, pecaríes, y algunas especies de hormigueros, 

con resultados negativos a DENV, aunque positivos a otros arbovirus (Gwee et al., 2021).  

 

 

 

A continuación, se presenta una revisión sobre los hallazgos serológicos y 

moleculares de DENV realizados en animales: 

 

Aves 

Se han detectado anticuerpos contra los 4 serotipos de DENV en ejemplares de aves 

domésticas y silvestres en estudios realizados en Asia, Oceanía y África (Gwee et al., 2021; 

Bonilla-Aldana et al., 2024). 

• Australia, 1954: se realizó el primer estudio de detección en aves y se 

lograron detectar anticuerpos neutralizantes contra DENV-1 en las especies: 

Figura 8. Mapa de grupos taxonómicos en los cuales se ha detectado evidencia molecular y serológica de DENV 
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Leucopolius alexandrinus ruficapilus, Larus novaehollandiae, Callidris 

ruficollis minuta, Callidris acuminata y Heteroscelus brevipes (Rowan et al., 

1957).  

 

• Australia, 1959: se detectó la presencia de anticuerpos neutralizantes contra 

DENV-1 en la especie Cacatua galerita (Doherty et al., 1963).  

 

 

• India, 1950, 1973 y 1981: se han realizado 3 estudios con distintas especies 

de aves silvestres y domésticas (Gwee et al., 2021; Bonilla-Aldana et al., 

2024). El primero de 1950 a 1962, en el cual se analizaron muestras de sueros 

de una gran variedad de aves. Las especies en las cuales se detectaron 

anticuerpos contra los 4 serotipos de DENV se enlistan a continuación: 

Coracina novaehollandiae, Tephrodornis virgatus, Megalaima zaylanica, 

Chalcophaps indica, Treron phoenicoptera, Treron pompadora, Centropus 

sinensis, Dicaeum agile, Lanius schach, Acrocephalus dumetorum, 

Copsychus saularis, Zoothera citrina, Pomathornitus schisticeps, Turdoides 

affinis, Turdus merula, Rhoppocichla atriceps, Nectarinia asiática, Gallus 

sonneratii, Galloperdix spadicea, Dryocopus javensis, Jynx torquilla, 

Lonchura striata, Pycnonotus jocosus, Pycnonotus cafer, Pycnonotus 

pirocephalus, Hypsipetes indicus, Gracula religiosa (Ghosh et al., 1975). El 

segundo trabajo fue realizado en 1973 en el cual se detectaron anticuerpos 

contra DENV-1 únicamente en dos especies: Phalacrocorax niger y Bubulcus 

ibis (Kaul et al., 1976). Y por último el estudio de 1981, en el cual se 

obtuvieron resultados positivos a DENV-2 en gorriones, así como en 

anseriformes y galliformes domésticos (Loach et al., 1983).  

 

• Uganda, 1970: se llevó a cabo el análisis de sueros de diferentes especies de 

aves silvestres, en el cual se detectaron anticuerpos contra DENV en 

ejemplares de: Inspidina picta, Merops superciliosus, Colius striatus, 

Pycnonotus tricolor, Dryscopus gambensis, Nectarinia kilimensis, Ploceus 
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velatus, Hyphanturgus nigricollis, Icteropsis pelzeni, Coliuspasser axillaris 

(Okia et al., 1970). 

 

Rumiantes 

• Australia, 1954, 1968 y 1974: durante el periodo de 1954 a 1958 se realizó la 

detección de anticuerpos en ganado contra DENV-1 (Dohery et al., 1963). A 

finales de la década de 1960, se realizó el monitoreo de sueros de bovinos y 

ovinos italianos, en el cual dos individuos fueron positivos a anticuerpos 

contra DENV-1 (Albanese et al., 1971). Posteriormente en 1974 se realiza otro 

trabajo en Italia, en el cual fueron detectados anticuerpos contra DENV-1 en 

ovinos y bovinos (Castro et al., 1976).  

 

• Pakistán, 1983: se realizó la detección de anticuerpos contra DENV-1 en 

búfalos y ganado ovino (Darwish et al., 1983). 

 

 

• India,1995: fueron detectados anticuerpos contra DENV-2 en búfalos y 

cabras (Mall et al., 1995).  

 

• Guyana Francesa, 1994: se detectaron anticuerpos neutralizantes contra 

DENV-2 en venados del género Mazama (De Thoisy et al., 2004). 

 

 

• República Democrática del Congo, 2013: En la especie Syncerus caffer 

nanus de se detectaron anticuerpos neutralizantes contra DENV-2 (Kading et 

al., 2013). 
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Cánidos 

En perros domésticos se han realizado estudios para la detección de anticuerpos y 

RNA viral en India y Tailandia, respectivamente (Gwee et al., 2021).  

• India, 1995: se publicaron los resultados de la detección de anticuerpos contra 

DENV-2 en India (Mall et al., 1995). 

•  Tailandia, 2008: se analizaron muestras de perros en las cuales fue detectado 

mediante RT-PCR material genético de DENV-2 y 3, además de lograr el 

aislamiento de ambos serotipos (Thongyuan et al., 2017). 

 

Equinos 

 Se han realizado estudios en Asia, Oceanía y América (Gwee et al.,2021).  

• Australia, 1954: fueron detectados anticuerpos en equinos contra DENV-1 y 

2 durante 1954 a 1960 (Doherty et al., 1964).  

 

• India, 1995: se detectaron anticuerpos contra DENV-2 en caballos 

domésticos en 1995 (Mall et al., 1995).  

 

 

• Brasil, 2009: se detectaron anticuerpos contra DENV-1, 2 y 4 en equinos 

domésticos de Brasil (Pauvolid-Corrêa et al., 2014). 

 

• Nueva Caledonia e Islas Marquesas, 2015: fueron detectados anticuerpos 

contra DENV-1 en sueros de equinos (Beck et al., 2019). 

 

Marsupiales 

• Guyana Francesa 1994 y 2001: se detectó RNA viral de los 4 serotipos en 

las especies de marsupiales: Caluromys philander, Micoureus demararae, 

Didelphis marsupialis, Marmosops parvidens, Marmosa murina, Philander 
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opossum y anticuerpos contra DENV-2 en Metachirus nudicaudatus (De 

Thoisy et al., 2004; De Thoisy et al 2009).  

 

• Australia, 1958: se detectaron anticuerpos contra DENV-1 en las especies: 

Macropus major, Macropus rufus, Wallabia elegans y contra DENV-1 y 2 en 

Wallabia rufogrisea (Doherty et al., 1964). 

Cerdos 

• Malasia, 1962: Se han detectado anticuerpos contra DENV-2 en cerdos en 

Malasia durante los periodos de 1962 a 1964 (Rudnick et al., 1965). 

 

•  India, 1978 y 1995: Se detectaron anticuerpo contra DENV-2 (Kalimuddin 

et al., 1982; Mall et al.,1995). 

 

Roedores 

Se han realizado diferentes estudios en varias partes del mundo, en el que se ha 

llevado a cabo el monitoreo de especies del orden Rodentia en algunos de los cuales ha sido 

posible detectar anticuerpos y ARN de los cuatro serotipos de DENV (Gwee et al., 2021; 

Bonilla-Aldana et al., 2024), entre los cuales se encuentran:  

• Pakistan, 1983: Se realizó el hallazgo de anticuerpos contra DENV-1 en 

Tatera indica, Rattus rattus y Meriones hurrinae (Darwish et al., 1983).  

 

• Guyana Francesa, 1994: Se detectaron anticuerpos contra DENV-2 en las 

especies Dasyprocta leporina y Coendou spp en un trabajo realizado entre 

1994 y 1995 (De Thoisy et al., 2004). 

 

 

•  Guyana Francesa, 2001: durante el periodo comprendido entre 2001 a 2007 

se detectó RNA viral de los cuatro serotipos de DENV por medio de RT-PCR, 

en las especies: Mesomys hispidus, Oecomys spp., Oryzomys megacephalus, 

Zygodontomys brevicaudata, Proechimys cuvieri (De Thoisy et al., 2009).  
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• México, 2011: se detectaron anticuerpos contra DENV-2 en Mus musculus y 

Rattus rattus (Cigarroa-Toledo et al., 2016). 

 

 

Musarañas, armadillos y perezosos. 

• Malasia,1962: se detectaron anticuerpos neutralizantes contra DENV-2 en la 

especie Suncus murinus (Rudnick et al., 1965). 

 

• Guyana francesa, 2004: a mediados de los años noventa se realizó la 

detección de anticuerpos neutralizantes contra DENV-2 en armadillos del 

género Dasypus (De Thoisy et al., 2004).  

 

 

• Brasil, 2006: se han encontrado anticuerpos contra los 4 serotipos de DENV 

en sueros de las especies de perezosos Bradypus torquatus y Bradypus 

variegatus en el periodo comprendido entre 2006 a 2014 (Catenacci et al., 

2018). 

 

Primates no humanos 

 Desde la década de 1950, se han realizado diversos estudios enfocados en la 

detección de material genético y principalmente anticuerpos contra DENV, en primates no 

humanos, tales estudios se han llevado a cabo en varios países de Asia, África y América 

(Gwee et al., 2021; Bonilla-Aldana et al., 2024). Los estudios con resultados positivos a 

anticuerpos o RNA viral se describen a continuación:  

• Panamá, 1954: en el cual se detectaron anticuerpos contra DENV-1 y 2 en 

ejemplares de la especie Marikina (Saguinus) geoffroyi (Kosen et al., 1958). 
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•  Malasia, 1962: se confirmó la presencia mediante serología, de anticuerpos 

contra el serotipo 2 de DENV en ejemplares de las especies Macaca iris, 

Presbytis cristatus, Presbytis melalophos y Macaca nemestrina (Rudnick et 

al., 1965).   

 

 

• Nigeria, 1969: se realizaron los análisis de muestras séricas de monos y 

gálagos en Nigeria obteniendo resultados positivos a anticuerpos contra 

DENV-2 (Fagbami et al., 1977). En varios países asiáticos durante 1984, se 

detectaron anticuerpos neutralizantes contra los 4 serotipos de DENV en las 

especies Macaca iris y M. fuscata (Yuwono et al., 1984).  

 

• Sri Lanka, 1986 y 1987: se analizaron sueros de ejemplares de la especie 

Macaca sínica, realizando la detección de anticuerpos contra DENV-2 (de 

Silva et al., 1999). Se detectaron anticuerpos neutralizante contra DENV-2 en 

sueros de ejemplares de la especie Macaca sínica (Peiris et al., 1993).  

 

 

•  Costa Rica 1993: se analizaron sueros de diferentes especies, entre las cuales 

Allouata palliata, Cebus imitator y Saimiri oerstedii mostraron resultados 

positivos a anticuerpos contra los serotipos 2, 3 y 4 y a ARN de DENV-2 en 

Alouatta palliata y Cebus imitator (Dolz et al., 2019).  

 

•  Malasia, 1996: la detección de anticuerpos contra DENV-2 en orangutanes 

silvestres y semicautivo (Wolfe et al., 2001) y durante el mismo periodo, en 

el mismo país, se detectaron anticuerpos en orangutanes cautivos y silvestres 

de la especie Pongo pygmaeus pygmaeus (Killbourn et al., 2003).  

 

 

• Gabón, 1998: en ejemplares de Mandrillus sphinx fueron detectados 

anticuerpos neutralizantes contra DENV-2 (Kading et al., 2013).   
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• Filipinas, 1999: se realizó la detección de anticuerpos contra DENV en sueros 

de la especie Macaca fascicularis (Inoue et al., 2003).  

 

 

• Senegal, 2003: en el cual se confirmó la presencia de anticuerpos contra 

DENV-2 en Chlorocebus sabaeus (Diallo et al., 2003).  

• Venezuela, 2006: fue publicado un trabajo sobre monitoreo serológico en 

primates en cautiverio, de los cuales las especies Alouatta seniculus y Pan 

troglodytes arrojaron resultados positivos a anticuerpos contra DENV-2 

(Zavala et al., 2006).  

 

•  Brasil, 2006, 2012 y 2015: se han realizado 3 estudios con resultados 

positivos a la detección de anticuerpos contra DENV: de 2006 a 2014 se 

detectaron anticuerpos contra los 4 serotipos en las especies Sapajus 

xanosthernos, Leontopithecus chrysomelas, Bradypus torquatus (Catenacci et 

al., 2018); posteriormente de 2015-2016 las especies Sapajus flavius y 

Sapajus lividinosus mostraron resultados positivos contra los 4 serotipos (de 

Oliveira-Filho et al., 2018); y finalmente durante el periodo de 2012 a 2017, 

se detectaron anticuerpos neutralizantes contra DENV-1 en la especie 

Alouatta belzebul, (Moreira-Soto et al., 2018).  

 

 

• Tailandia, 2008: se realizó el análisis serológico en Macaca nemestrina en el 

que se detectaron anticuerpos neutralizantes contra DENV (Nakgoi et al., 

2014).  

 

• Filipinas, 2010: se detectaron anticuerpos neutralizantes y material genético 

de DENV en la especie Macaca fascicularis (Kato et al., 2013). 

 

 

•  Argentina, 2010: se analizaron sueros de ejemplares de Alouatta caraya, 

mostrando anticuerpos contra DENV-1 y 3 (Morales et al., 2017).  
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• Puerto Rico, 2010:  se analizaron muestras de sangre de las especies 

Erythrocebus patas y Macaca mulatta, en las cuales se realizó el hallazgo de 

anticuerpos neutralizantes contra DENV-1, 3, y 4 (Hemme et al., 2016).  

 

 

• Kenia, 2014: se obtuvieron resultados positivos en la detección de 

anticuerpos contra los 4 serotipos en suero de las especies Papio Anubis y 

Papio cynocephalus (Eastwood et al., 2017).  

 

 

 

2.8.10. DENV en quirópteros.  

 

Diversos estudios han explorado la posible participación de los quirópteros en el ciclo 

ecológico de DENV, utilizando técnicas serológicas y moleculares para su detección entre 

las que destacan principalmente ensayos de neutralización por reducción de placas (PRNT), 

pruebas de ELISA y PCR en tiempo real. Estos enfoques han permitido identificar tanto 

evidencia serológica de exposición como presencia de ARN viral en diversos tejidos, aunque 

los resultados han sido controversiales y no concluyentes, lo que mantiene abierta la 

discusión sobre el papel real de los quirópteros en la dinámica ecológica del DENV. Los 

estudios realizados en los que se han detectado tanto anticuerpos como material genético se 

describen a continuación:  

Figura 9. Esquema de algunos grupos taxonómicos en los cuales ha sido detectada evidencia serológica (izquierda) y molecular (derecha). 
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• Australia, 1954 y 1956: Los primeros trabajos sobre la detección de 

anticuerpos y material genético de flavivirus en murciélagos datan de 

mediados de la década de los años 50 en Queensland, donde tuvo lugar una 

epidemia de DENV durante 1953 a 1954. En dicho estudio se usaron muestras 

de cerebro, hígado y sangre de las especies Pteropus scapulatus y P. goudi. Se 

detectaron anticuerpos con alta relación serológica con DENV-1 y el virus de 

la encefalitis de Murray Valley (MVEV) (O`Connor et al., 1955). Un par de 

años más tarde los autores trabajaron con muestras de aves migratorias y 

sueros de las especies P. scapulatus y P. goudi, detectando anticuerpos contra 

algunos Orthoflavivirus, entre ellos DENV-1 y DENV-2 (Rowan & Connor, 

1957). 

 

• India, 1976: se realizó un monitoreo de especies silvestres, aves y pequeños 

mamíferos, para determinar la presencia de anticuerpos contra el virus de la 

encefalitis japonesa (JEV) en regiones afectadas en Bengala Occidental. En 

dicho estudio se detectaron anticuerpos mediante inhibición de la 

hemaglutinación contra DENV-3 en un espécimen de la especie Cynopterus 

sphinx (Kaul et al., 1976). 

 

 

• Trinidad y Tobago, 1972: se realizaron muestreos en los que fueron 

capturados varios ejemplares de diferentes especies para ser testeados contra 

varios arbovirus en el cual fue detectado DENV-2 mediante inhibición de la 

hemaglutinación. Los ejemplares que arrojaron resultados positivos son 

pertenecientes a las especies: Anoura geoffroyi, Artibeus cinereus, Artibeus 

jamaisencis, Artibeus lituratus, Carollia perspicillata, Molossus ater, 

Molossus molossus, Phyllostomus hastatus, Pteronotus davyi, Pteronotus 

parnelli, y Sturnira spp (Price, 1978).  

 

• China, 1998: en regiones en las que DENV es endémico en Hainan, se llevó 

a cabo la detección de dicho agente por RT-PCR a partir de muestras de 
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cerebro y suero de distintas especies de murciélagos, de los cuales varios 

ejemplares resultaron positivos a anticuerpos y a la detección de material 

genético de DENV-2 (Zhang et al., 1998). 

 

 

• Ecuador y Costa Rica, 2000: se realizó un dónde se muestrearon murciélagos 

de los géneros Artibeus, Uroderma y Molossus en los que fueron detectados 

anticuerpos neutralizantes contra los serotipos 1,2, y 3 de DENV. Cabe señalar 

que se muestreó un único ejemplar de D. rotundus cuyos resultados fueron 

negativos (Platt et al., 2000). 

 

• Guyana Francesa, 2001: se publicó un trabajo sobre la detección de DENV 

en mamíferos de la selva del neotrópico en Guyana Francesa. Durante el 

periodo de 2001 a 2008 se realizaron capturas y muestreos de roedores, 

marsupiales y murciélagos. En estos últimos se encontraron resultados 

positivos a DENV-1, DENV-2 y DENV-3 mediante RT-PCR en muestras de 

hígado de especies de los quirópteros frugívoros e insectívoros: Artibeus 

planirostris y Carollia perspicillata (Thoisy et al. 2009).  

 

 

• México, 2005: se realizó el primer estudio en México sobre la presencia de 

arbovirus en murciélagos en el que fueron capturados varios ejemplares en los 

estados de Colima, Jalisco y Veracruz. En los cuales fueron detectados 

anticuerpos contra DENV y contra NS1 en las especies Myotis nigricans, 

Pteronotus parnellii y Natalus stramineus; así como Artibeus jamaicensis. 

También fue detectado material genético de DENV-2 a partir de muestras de 

corazón, mediante RT-PCR en las especies Myotis nigricans, Carollia 

brevicauda y Artibeus jamaicensis, todos capturados en Veracruz durante la 

temporada de lluvias. Cabe destacar que los murciélagos positivos a DENV-2 

fueron reportados como seronegativos (Aguilar-Setién et al., 2008). 
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• México, 2010: se realizó el trabajo de captura y detección de anticuerpos 

contra flavivirus (DENV, SLEV y WNV) en murciélagos del sureste de 

mexicano, en Yucatán; en el que fueron capturados 140 murciélagos 

pertenecientes a 7 especies distintas, de los cuales fue extraído suero para la 

realización del ensayo de neutralización por reducción de placa. 26 de los 140 

sueros analizados pertenecientes a las especies Artibeus jamaicensis, Artibeus 

lituratus y Glossophaga soricina los cuales mostraron resultados positivos a 

los 3 flavivirus analizados y a los 4 serotipos de DENV (Machain-Williams et 

al., 2013). 

 

• México, 2014: se publicó otro trabajo en México, realizado en áreas no 

perturbadas en reservas de Campeche y Chiapas durante el periodo 2010-2011 

en el que 146 muestras de bazos de murciélagos fueron analizadas mediante 

RT-PCR para la detección de los 4 serotipos de DENV, de los cuales 6 

ejemplares de las especies Artibeus Lituratus, Artibeus jamaicensis y 

Figura 10. Serotipos de DENV detectados en quirópteros mexicanos mediante técnicas 

serológicas y moleculares. 
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Glossophaga soricina arrojaron resultados positivos para DENV-2 

(Sotomayor-Bonilla et al., 2014).  

 

 

• México, 2016: se publicó un trabajo sobre el estudio realizado durante 2011 

y 2012 en temporada seca y de lluvias en 2 estados de México: Morelos (zona 

rural/ urbana) y Campeche (selva), donde fueron capturados 240 ejemplares 

de 18 especies, de los cuales se obtuvieron muestras de bazo e hígado que 

fueron analizadas mediante RT-PCR para DENV; así como suero para 

detección de anticuerpos neutralizantes. Todas las muestras analizadas 

mostraron resultados negativos, aun en especies que han resultado positivas a 

DENV en otros estudios pertenecientes a los géneros Artibeus, Glossophaga 

y Carollia. Dos ejemplares de D. rotundus también fueron incluidos en este 

estudio (Cabrera-Romo et al., 2016). 

 

• Costa Rica, 2013: fueron muestreados 318 murciélagos de diferentes 

especies, mismos que habitaban en cercanía con poblaciones humanas. Se 

realizó la histopatología de distintos órganos con la intención de detectar 

cambios patológicos asociados a la infección obteniendo resultados negativos 

en todos los casos. Se detectó una seroprevalencia de 21.2% con 51 sueros 

positivos a anticuerpos contra DENV y 28 muestras sanguíneas resultaron 

positivas a DENV, siendo detectados los 4 serotipos por medio de RT-qPCR. 

A 11 de estos animales positivos se les realizó RT-qPCR en intestino y se 

observaron resultados positivos en 2 ejemplares. Las especies en las que fue 

detectado RNA de DENV fueron Eumops glaucinus, Rhogeessa bickhami, 

Glossophaga soricina, Molossus pretiosus, Molossus rufus y Molossus 

sinaloae. No fue posible la realización de aislamiento viral de ninguna de las 

muestras de los ejemplares (Vicente-Santos et al., 2017). 

 

 

• Uganda, 2009: se realizó un trabajo en el que se muestrearon 626 murciélagos 

en Uganda, en el que se realizó la detección de anticuerpos neutralizantes por 
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medio de neutralización por reducción de placa, contra los arbovirus: RVFV, 

BBKV, DENV-2, ZIKV, YFV, WNV y otros Orthoflavivirus no determinados. 

Las especies de murciélagos que arrojaron resultados positivos a anticuerpos 

neutralizantes contra DENV-2 son: Chaerophon pumilus, Mops condylurus, 

Nycteris macrotis y Epomophorus labiatus (Kading et al., 2018). 

 

• México, 2014: se llevó a cabo en la costa del Pacifico mexicano, en el estado 

de Jalisco, en un área no perturbada. En dicho estudio se capturaron y 

analizaron 1569 muestras de hígado y bazo de roedores y murciélagos, entre 

ellos ejemplares de especies previamente reportadas con resultados positivos 

y varios ejemplares de D. rotundus. Mediante PCR se realizó el análisis para 

la detección de material genético del género Orthoflavivirus, de las cuales, 

todas las muestras arrojaron resultado negativo, así como para la detección de 

anticuerpos en el suero de los roedores (Sotomayor-Bonilla et al., 2018). 

 

 

• México, 2014: se llevó a cabo un estudio, que fue publicado finalmente en 

2018, en el que se realizó la detección de DENV-2 en las moscas parasíticas 

Strebla wiedemanni y Trichobius parasiticus. Los ectoparásitos fueron 

extraídos de 160 ejemplares de D. rotundus presentes en un refugio en 

Progreso de Obregón, en el estado de Hidalgo, en una zona rural/urbana. 

Además, las muestras de hígado y bazo de 8 de estos 16 ejemplares también 

resultaron positivos a DENV-2 (Abundes-Gallego et al., 2018). 

 

• Brasil, 2014: se realizó un trabajo en el que se analizaron 103 muestras de 

suero, pulmones, hígado e intestino de murciélagos provenientes de áreas 

urbanas y periurbanas, en el cual por medio de PCR anidado e inhibición de 

la aglutinación se llevó a cabo la detección de material genético y anticuerpos 

contra arbovirus de los géneros Orthoflavivirus y Alphavirus, obteniendo 

resultados negativos de todas las muestras. Los murciélagos capturados eran 
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pertenecientes a 4 familias, y un ejemplar de D. rotundus fue analizado 

durante el estudio con resultados negativos (Bittar et al., 2018).  

 

 

• Granada, 2015: se realizó el análisis mediante neutralización por reducción 

de placa, de muestras de suero de las especies Artibeus jamaisencis y Artibeus 

lituratus, provenientes de zonas urbanas y rurales, para la detección de 

anticuerpos contra los arbovirus: CHIKV, WNV, SLEV, BSQV, RBV, VEEV, 

WEEV, EEV y los 4 serotipos de DENV. Los resultados positivos únicamente 

fueron arrojados para la detección de CHIKV, BSQV y VEEV (Stone et al., 

2018). 

 

• Brasil, 2015: se analizaron muestras de varios órganos de murciélagos 

capturados en Brasil. Una única muestra de cerebro de un ejemplar de la 

especie   Platyrrhinus helleri arrojó resultados positivos por medio de RT-

qPCR para el serotipo DENV-4 (Franco-Filho et al., 2023). 

 

 

• México, 2016: fue realizado un estudio centrado en D. rotundus, en el cual 45 

ejemplares fueron capturados en los estados de Puebla, Guanajuato y Yucatán 

durante la temporada de lluvias. Sus muestras fueron procesadas para la 

detección del virus rábico (RABV) y los arbovirus CHIKV, DENV y ZIKV. 

Se obtuvieron resultados positivos únicamente para RABV y ZIKV 

(Espinoza-Gómez et al., 2022). 

 

• Costa Rica, 2017: Se capturaron 144 ejemplares de 26 especies, encontrando 

anticuerpos contra los 4 serotipos de DENV, de los cuales se detectaron por 

medio de PRNT anticuerpos contra DENV-1 y DENV-4 en dos ejemplares 

hembras de D. rotundus (Barrantes-Murillo et al., 2022). 
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• Singapur, 2019: Se publicó un trabajo en Singapur, en el que se realizaron 

infecciones experimentales en líneas celulares de murciélagos. Así mismo se 

realizó la detección de anticuerpos contra ZIKV y DENV-2 en las especies de 

los pteropódidos Eonycteris spelaea y Cynopterus brachyotis (Irving et al., 

2019). 

 

• Colombia, 2019: se analizaron 286 muestras de hígado, cerebro, pulmones, 

corazón, riñón y bazo de murciélagos provenientes de áreas urbanas y rurales. 

Se realizó la detección de DENV mediante RT-PCR anidada para el cual dos 

ejemplares de las especies Carollia perspicillata y Phyllostomus discolor 

mostraron resultados positivos altamente relacionados con DENV-2 

(Calderón et al., 2019). 
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III. Justificación  

 

Los murciélagos, constituyen un reservorio importante para una amplia gama de 

patógenos zoonóticos. El proceso de antropización y el cambio de uso de suelo han 

propiciado un contacto cada vez más estrecho entre sus poblaciones, el ganado y los seres 

humanos, incrementando significativamente el riesgo de emergencia y transmisión de 

enfermedades. 

Desmodus rotundus, es una de las 3 especies de quirópteros hematófagos, y la especie 

con mayor distribución y abundancia en el continente americano, incluido México. Esta 

especie posee una relevancia singular en salud pública y veterinaria, no solo por su condición 

de vector mecánico de patógenos a través de la mordedura, sino también por su papel 

potencial como reservorio de diversos agentes etiológicos, incluyendo virus, bacterias y 

parásitos de impacto zoonótico. 

Sus hábitos alimenticios de hematófagos le proveen de un contacto muy estrecho tanto 

con fauna silvestre, ganado actuando como un puente epidemiológico entre los ciclos 

silvestres y los sistemas de producción animal. Este contacto, sumado a la interacción con 

ectoparásitos hematófagos (como garrapatas y moscas) que infestan tanto al vampiro como 

a sus hospedadores, posiciona a D. rotundus como un modelo clave y un punto de 

convergencia crítico para el estudio de la ecología y dinámica de transmisión de 

enfermedades vectoriales en la interfaz humano-animal-ambiente. Por lo tanto, investigar los 

patógenos que alberga esta especie es un paso fundamental para la implementación de 

estrategias de vigilancia epidemiológica proactiva y la prevención de futuros eventos de 

spillover. 
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IV. Hipótesis 

 

Los tejidos del murciélago hematófago Desmodus rotundus contienen material 

genético de agentes zoonóticos transmitidos por artrópodos. 

 

 

V. Objetivos 

 

 

5.1. Objetivo General 

 

Detectar mediante técnicas moleculares material genético de organismos del orden 

Piroplasmida, el género Rickettsia y los 4 serotipos de DENV en tejidos de Desmodus 

rotundus de México. 

 

5.2 Objetivos Específicos  

 

1. Colectar y extraer muestras de sangre y órganos de ejemplares de D. rotundus en 

distintas locaciones de México.  

2. Detectar material genético de agentes pertenecientes al género Rickettsia, al orden 

Piroplasmida, y los 4 serotipos de DENV. 
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VI. Materiales y métodos 

 

El presente trabajo fue realizado bajo la autorización y siguiendo las recomendaciones y 

lineamientos del Comité de Bioética de la Universidad Autónoma de Querétaro (UAQ) oficio 

121FCN2023, la Secretaría de Medio Ambiente oficio y Recursos Naturales (SEMARNAT) 

oficio SPARN/DGVS/01623/24 y el Centro Nacional de Programas Preventivos y Control de 

Enfermedades (CENAPRECE).   

 

 

6.1 Captura de especímenes  

 

La captura de los ejemplares de D. rotundus se realizó durante la temporada seca, 

entre febrero y junio de 2024, periodo que coincidió con una epidemia de dengue en México. 

El muestreo se realizó en 3 localidades de la República Mexicana: Valle Verde, en el 

municipio de Jalpan de Serra, Querétaro (21°30'26.1"N 99°10'15.3"W); Progreso de Obregón 

en Hidalgo (20º 15’ 48’’ N; 99º 11’ 28’’W); y Poaná, en el municipio de Tacotalpa, Tabasco 

(17°32'45.2"N 92°45'09.5"W).  

 

Descripción de los sitios de estudio: 

• Hidalgo: Refugio cercano a zonas rurales, ubicado en un área con 

actividades ecoturísticas. 

• Tabasco: Refugios naturales en una zona boscosa, adyacente a comunidades 

rurales. 

• Querétaro: Potrero ubicado en una zona boscosa, alejada de asentamientos 

humanos. 

 

La captura de los ejemplares fue realizada por medio de redes de niebla de 3 a 12 

metros de largo, con apertura de malla de entre 30-36 mm, colocadas en potreros y en la 

entrada/ salida de refugios, mismas que fueron revisadas para corroborar la captura de los 

ejemplares con intervalos de 5 a 10 minutos (Kunz & Kurta, 1988; Bracamonte, 2018; Darras 
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et al., 2021) durante un total de 7 horas (7 pm-2 am) aproximadamente (Romero-Barrera et 

al., 2021). Se llevó a cabo la identificación taxonómica de los individuos capturados por 

medio de la guía de Identificación de los murciélagos de México (Medellín, 1997) y la 

subsecuente liberación inmediata y cuidadosa de ejemplares juveniles (los cuales se 

clasificaron como tal, si no presentaban los testículos descendidos y las epífisis de los huesos 

de las alas no osificados), hembras gestantes y lactantes; así como de ejemplares de cualquier 

especie distinta a D. rotundus.  

Cada ejemplar de D. rotundus capturado, fue retirado de las redes, inspeccionado para 

la detección de la presencia de garrapatas y posteriormente resguardado en sacos de tela, 

dispuestos en lugares oscuros y con los menores disturbios auditivos y vibratorios posibles 

evitando al máximo la generación de estrés en los ejemplares; hasta la toma de muestra, 

asignando un código de identificación único por individuo (Kunz & Kurta, 1988). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

          

 

 

 

 

 

Figura 11. Mapa de los sitios de captura y muestreo de los ejemplares de D. rotundus. 
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6.2 Toma de muestras 

 

6.2.1 Obtención de muestras de sanguíneas   

 

La toma de muestras sanguíneas se realizó mediante venopunción de la vena braquial. 

Previa contención manual de los ejemplare y antisepsia de la zona con etanol al 70%, se 

efectuó la punción utilizando agujas calibre 21G x 32mm. El volumen de sangre extraído fue 

inferior al 1% del peso corporal del individuo, utilizando para ello tubos capilares. Finalizado 

el procedimiento, se aplicó presión local para garantizar la hemostasia mecánica y minimizar 

la formación de hematomas. En el caso de los ejemplares destinados para eutanasia, se 

obtuvieron las muestras sanguíneas mediante punción cardiaca directa con jeringas de 3 mL 

con agujas de 21G x 32mm, posterior a la insensibilización de cada ejemplar. Se realizaron 

de 2 a 3 frotis sanguíneos in situ de cada uno de los ejemplares, los cuales fueron 

inmediatamente fijados por medio de inmersión en metanol. El resto de la muestra se 

almacenó en tubos con EDTA como anticoagulante y mantenida temporalmente a -4ºC hasta 

su arribo al laboratorio donde fueron almacenadas a -20ºC para la extracción de ADN (Eshar 

& Weinberg, 2010; Racey, 2011; Ellison et al., 2013; Biodiversity Research Institute, 2022). 

 

6.2.2 Toma de muestras de tejidos 

 

Las eutanasias se llevaron a cabo conforme a los protocolos establecidos en las 

directrices de la American Veterinary Medical Association (AVMA), Guidelines for the 

euthanasia of animals (2020) y de la Institutional Animal Care and Use Comitee (IACUC), 

Standard Operating Procedure for the Study of Bats in the Field (Ellison, 2023). Este método 

consistió en una insensibilización química seguida de una sobredosis de anestesia, atendiendo 

las recomendaciones de la NOM-033-SAG/ZOO -2014 sobre los métodos para dar muerte a 

los animales domésticos y silvestres, (apartado 7.5.4.). El manejo de los cadáveres y tejidos 

se realizó conforme a los lineamientos de los siguientes documentos: Wild bat & rodent 

capture, handling and fieldwork (UASLP, 2017a), Methods for trapping and sampling small 

mammals for virologic testing (Mills et al., 1995) publicado por el CDC y el ya citado 
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Standard Operating Procedure for the Study of Bats in the Field (Ellison, 2023). Estos fueron 

usados posteriormente con fines de investigación y docencia para realizar el máximo 

aprovechamiento de los ejemplares.  

Posterior a la eutanasia, se procedió a la necropsia de los ejemplares bajo el protocolo 

propuesto en el documento titulado Wild bat & rodent necropsy and sample collection 

(UASLP, 2017b), la cual se realizó con estrictas técnicas de asepsia, incidiendo la piel de la 

región suprapúbica, posteriormente se continuó la incisión en dirección caudo-craneal, 

paralelo al plano sagital hasta alcanzar el xifoides, para posteriormente cortar las costillas 

accediendo a la caja torácica para obtener los pulmones y para realizar la punción 

intracardiaca. Después, se realizó la colecta de bazos, pulmones, hígados e intestinos, mismos 

que fueron almacenados en solución inhibidora de nucleasas (RNAlater Invitrogen™ 

AM7024) para mantener la integridad de los ácidos nucleicos. Las muestras se mantuvieron 

provisionalmente a -4ºC hasta su arribo al laboratorio donde permanecieron almacenadas a -

20ºC hasta su procesamiento (UASLP, 2017b). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 12. Esquema de las técnicas empleadas para la detección de los agentes evaluados. 
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6.3.  Extracción de ADN y ARN de muestras de sangre y órganos 

 

 

6.3.1. Extracción de ADN a partir de muestras de sangre.  

 

La extracción de ADN a partir de las muestras de sangre se realizó mediante el kit 

comercial DNeasy Blood & Tissue, QIAGEN® siguiendo las instrucciones del fabricante. Se 

utilizaron 100 µL de muestra sanguínea con anticoagulante, a la cual se le añadieron 20 µL 

de proteinasa K y 100 µL de buffer fosfato salino (PBS), posteriormente se añadieron 200 

µL de buffer para lisis (AL Buffer, QIAGEN®) se homogenizó durante 30 segundos mediante 

el uso de vortex y se llevó a incubación de 56ºC durante 10 minutos. Después se añadieron 

200 µL de etanol al 100% y se mezcló el contenido durante 30 segundos para ser transferido 

a tubos con columnas para la separación por afinidad del ADN, y fue centrifugado a 8000 

rpm durante 1 minuto y fue descartado el sobrenadante.  

Posteriormente fueron añadidos 500 µL del buffer de lavado (AW1 Buffer, Quiagen®) 

y se centrifugó a 8000 rpm por 1 minuto, y se descartó el sobrenadante. Después se añadieron 

500 µL del segundo buffer de lavado (AW2 Buffer, Quiagen®), se centrifugó a 14,000 rpm 

durante 3 minutos descartando el sobrenadante. Finalmente se realizó la elusión en agua libre 

de nucleasas (AE Buffer, QIAGEN®), obteniendo 200 µL de ADN total.  

La concentración y pureza del ADN total obtenido se cuantificaron mediante 

espectrofotometría (NanoDrop, Thermo Scientific®). Para verificar la integridad del ADN 

obtenido, se realizó una electroforesis en gel de agarosa al 1% a 50 V durante 50 minutos. 

Usando 1 µL de buffer de carga (6x) con GelRed (Biotium®) como agente intercalante y 5 

µL de ADN. 

 

6.3.2.  Extracción de ADN a partir de muestras de Bazo. 

 

La extracción de ADN de las muestras de bazo se realizó por medio del kit comercial 

(Quick-DNA™ Miniprep Kit) Inicialmente se siguiendo las instrucciones del fabricante. 
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Inicialmente se realizó la inmersión del tejido (5 mg) en 200 µL buffer de lisis y 

posteriormente en nitrógeno líquido, inmediatamente maceró en mortero, se homogenizó 

mediante vortex y se realizó una incubación de 56ºC por una hora. Posteriormente centrifugó 

el tejido lisado a 10,000 x g durante 5 minutos. Una vez que se obtuvo la fracción líquida, se 

transfirió el sobrenadante a una columna dentro de un tubo colector, para ser centrifugada 

nuevamente a 10,000 x g durante un minuto, para posteriormente desechar el tubo colector.  

Posteriormente se transfirió la columna de un nuevo tubo colector y se añadieron 200 

µl de buffer de prelavado de ADN e inmediatamente se realizó otra centrifugación de 10,000 

x g por un minuto. Después se añadieron 500 µl de buffer de lavado de ADN a la columna y 

se centrifugó a 10,000 x g por un minuto.  

Finalmente, la columna fue transferida a un tubo cónico de 1.5 mL, en la cual se 

añadieron 50 µl de buffer de elución se incubó durante 5 minutos a temperatura ambiente y 

luego centrifugar a máxima velocidad durante 30 segundos para eluir el ADN. 

El ADN obtenido fue cuantificado por espectrofotometría mediante el equipo 

NanoPhotometer® NP80, utilizando 1 µL del ADN. Para verificar la integridad del ADN 

obtenido, se realizó una electroforesis en gel de agarosa al 1%, usando Diamond™ Nucleic 

Acid Dye como agente intercalante y 5 µL de ADN. 

 

 

6.3.3. Extracción de ARN a partir de muestras de Hígado.  

 

La extracción de ARN de las muestras de hígado se realizó por medio del kit 

comercial (Quick-RNA™ Viral Kit, Zymo Research) siguiendo las instrucciones del 

fabricante. Inicialmente el tejido hepático (5 mg) fue embebido en 600 µL de buffer para lisis 

celular, después fue disgregado con ayuda de una hoja de bisturí hasta tener pequeñas 

partículas. El material obtenido fue llevado a un tubo de 1.5 mL y centrifugado a 12 000 rpm 

por 3 minutos. 

 Una vez que se obtuvo la fracción líquida, se volvió a centrifugar durante 1 minuto 

a 12,000 rpm descartando los restos tisulares y recuperando únicamente el sobrenadante en 
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un tubo nuevo de 1.5 mL. Después se añadieron 400µL de solución estabilizadora para ácidos 

nucleicos (DNA/RNA Shield™, Zymo Research), se homogenizó la mezcla por medio de 

vortex durante 30 segundos y se continuó con el proceso de purificación. Se añadió buffer 

para la lisis de los viriones y la liberación de ARN (Viral RNA Buffer™, Zymo Research) 

con una relación 2:1 y se homogenizó mediante vortex durante 30 segundos para ser 

transferido a tubos con columnas afines a las cargas negativas del ARN y posteriormente ser 

centrifugado durante 2 minutos a 12,000 rpm, transfiriendo la columna a un nuevo tubo 

colector.  

Se realizaron dos lavados consecutivos con 500µL de buffer de lavado para ácidos 

nucleicos (Viral Wash Buffer™, Zymo Research) centrifugando durante 30 segundos cada 

uno y descartando la fracción líquida. Posteriormente se añadieron 500 µL de etanol (100%) 

y se centrifugó por un minuto descartando la fracción líquida. Finalmente se realizó la elución 

del ARN en agua libre de nucleasas, durante 30 segundos a 12,000 rpm, obteniendo 35 µL 

de ARN total. 

El ARN obtenido fue cuantificado por espectrofotometría mediante el equipo 

NanoPhotometer® NP80, utilizando 1 µL de ARN.  

 
6.4. Retrotranscripción  

 

Se realizó el proceso de retrotranscripción por medio del kit comercial de 

ProtoScript® II First Strand cDNA Synthesis Kit, New England Biolabs® siguiendo las 

recomendaciones del fabricante. Se usaron 5 µL de la mezcla de reacción ProtoScript II (2x), 

1 µL de la enzima retrotranscriptasa (10x), 1 µL de mezcla de iniciadores aleatorios (60µM), 

11 µL de agua libre de nucleasas, y 2 µL de ARN previamente extraído, para obtener un total 

de 20 µL finales de cDNA por cada muestra. 
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6.5. Detección de material genético  

 

6.5.1. RT-PCR para la amplificación de gapdh 

 

Como control para asegurar la correcta extracción de ARN y ADN se realizó la técnica 

de RT-PCR para la amplificación de una región del gen endógeno de mamíferos codificante 

para un fragmento de la enzima gliceraldehido-3-fosfato deshidrogenasa (gapdh), utilizando 

el protocolo propuesto por Meshram et al., 2024. 

Para las reacciones se utilizaron los iniciadores GAPDH(F) (5'- 

CACTAGGCGCTCACTGTTCTC -3') y GAPDH(R) (5'- GACTCCACGACGTACTCAGC 

-3') usando 1 µL de cada uno, 5 µL de Maxima SYBR Green/ROX qPCR Master Mix 

(ThermoFisher ™) (2x), 2 µL agua libre de nucleasas y 1 µL de cDNA, para la obtención 

final de 10 µL por reacción. Como control positivo se usó cDNA de hígado murino y agua 

libre de nucleasas como control negativo. El protocolo de termociclado se muestra en el 

cuadro 7. 

Cuadro 6. Iniciadores usados para la detección del gen endógeno gapdh en muestras de bazo e 

hígado. 
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Cuadro 7. Condiciones de termociclado para la RT-PCR para la detección del gen gapdh (Meshram et al., 

2024). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

6.5.2. PCR punto final, semianidado y anidado para la detección de Piroplásmidos. 

 

Se utilizaron 3 protocolos de PCR independientes para la identificación de 

piroplásmidos, los cuales amplifican fragmentos de diferentes tamaños del gen 18S rRNA del 

orden Piroplasmida. Se usaron iniciadores que amplifican para fragmentos de diferente 

tamaño del gen 18S rRNA utilizados por Casati et al., 2006.  
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Cuadro 8. Iniciadores usados para la detección de piroplásmidos. 

 

 

 Protocolo 1: PCR punto final (Casati et al., 2006). Se utilizaron los iniciadores BJ1 (5'-GTC 

TTG TAA TTG GAA TGA TGG-3') y BN2 (5'-TAG TTT ATG GTT AGG ACT ACG-3') que 

amplifican un fragmento de 425 pb del gen 18S rRNA. Se llevaron a cabo reacciones de 25 

µL, las cuales se realizaron usando 12.5 µL MyTaq™ DNA Polymerase (Meridian 

BIOSCIENCE) (2x), 1 µL de iniciadores (10 µM), 8.5 µL de agua libre de nucleasas y 2 µL 

de ADN extraído de sangre como templado. Como control positivo se usó ADN purificado 

de B. vogeli y agua libre de nucleasas como control negativo. Las condiciones de 

termociclado se detallan en el cuadro 9.  
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Cuadro 9. Condiciones de termociclado para el PCR punto final (Casati et al., 2006). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Protocolo 2: PCR semianidado (Gubbels et al., 1999). Se usaron los iniciadores externos 

RLB F (5’-GAG GTA GTG ACA AGA AAT AAC AAT A-3’) y RLB R (5’-TCT TCG ATC 

CCC TAA CTT TC-3’); así como los iniciadores internos RLB FINT (5’-GAC AAG AAA 

TAA CAA TAC RGG GC-3’) y RLB R (5’-TCT TCG ATC CCC TAA CTT TC-3’). Mismos 

que detectan un fragmento 460-520 pb del gen 18S rRNA del orden Piroplasmida. La primera 

ronda de PCR se realizó usando: 6.5 µL de MyTaq™ DNA Polymerase (Meridian 

BIOSCIENCE) (2x), 0.5 µL de iniciadores (10 µM), 3.25 µL de agua libre de nucleasas y 2 

µL de ADN extraído de sangre completa como templado. Y en la segunda ronda se usaron: 

6.5 µL de MyTaq™ DNA Polymerase (Meridian BIOSCIENCE) (2x), 0.5 µL de iniciadores 

(10 µM), 4.25 µL de agua libre de nucleasas y 1 µL de ADN. Como control positivo se usó 

ADN de B. vogeli y agua libre de nucleasas como control negativo. Las condiciones de 

termociclado se detallan en el cuadro 10. 
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Cuadro 10. Condiciones de termociclado para el PCR semianidado (Gubbels et al., 1999). 

 

                              Primera reacción                              

 

 

Protocolo 3: PCR anidada (Mongruel et al., 2022). Se usaron los iniciadores externos BTF1 

(5’-GGC TCA TTA CAA CAG TTA TAG-3’) y BTR1 (5’-CCC AAA GAC TTT GAT TTC 

TCT C-3’); así como los iniciadores internos BTF2 (5’-CCG TGC TAA TTG TAG GGC 

TAA TAC-3’) y BTR2 (5’-GGA CTA CGA CGG TAT CTG ATC G-3’) que amplifican un 

fragmento de 800 pb del gen 18S rRNA del orden Piroplasmida. La primera reacción se llevó 

a cabo usando: 6.25 µL de MyTaq™ DNA Polymerase (Meridian BIOSCIENCE) (2x), 0.5 

µL de iniciadores (10 µM), 3.25 µL de agua libre de nucleasas y 2 µL de ADN extraído de 

sangre completa como templado. En la segunda reacción se usaron: 6.25 µL de MyTaq™ 

DNA Polymerase (Meridian BIOSCIENCE) (2x), 0.5 µL de iniciadores (10 µM), 4.25 µL de 

agua libre de nucleasas y 1 µL de ADN. Como control positivo se usó ADN de B. vogeli y 

agua libre de nucleasas como control negativo. Las condiciones de termociclado se detallan 

en el cuadro 11. 

Segunda reacción 

 

Segunda reacción 

 

Segunda reacción 

 

Segunda reacción 
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Cuadro 11. Condiciones de termociclado para el PCR anidada (Mongruel et al., 2022). 

  

                       Primera reacción 

 

                            

Los productos de PCR obtenidos fueron separados por medio de electroforesis en gel 

de agarosa al 1% teñido con GelRed® Nucleic Acid Gel Stain, Biotium. A 100V durante 35 

minutos usando un volumen de 5µL por producto amplificado. 

 

 

6.5.3. RT-PCR para la detección de Rickettsia spp. 

 

La detección de ADN del género Rickettsia se realizó mediante qPCR usando los 

iniciadores descritos por Blanda et al., (2020): qOmpBFw (5'-

CAGCCTGACAGAACCGCTAAA-3') y qOmpBRev 

(5'CGATTCCGTACTCCAATCTTAGCA-3'). 

 

Segunda reacción 

 

Segunda reacción 

 

Segunda reacción 

 

Segunda reacción 
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Cuadro 12. Iniciadores utilizados para la detección de Rickettsia spp. mediante RT-PCR SYBR Green 

(Blanda et al., 2020). 

 

 

Este par de iniciadores amplifica un fragmento de 87 pares de bases (pb) del gen que 

codifica para la proteína de membrana externa B (OmpB). Se realizaron reacciones de 10 µL 

usando 5 µL de Maxima SYBR Green/ROX qPCR Master Mix (ThermoFisher ™) (2x), 0.5 

µL de cada iniciador (10 µM), 2 µL de agua libre de nucleasas y 2 µL de ADN extraído de 

bazos como templado. Las condiciones de termociclado se detallan en el cuadro 13. Las 

reacciones incluyeron una curva estándar elaborada a partir de ADN control positivo diluido 

en serie desde 1 × 10⁻¹ hasta 1 × 10⁷. 

 

Cuadro 13. Condiciones de termociclado para la RT-PCR (Blanda et al., 2020). 
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6.5.4. RT-PCR para la detección de DENV 

 

Se realizó un tamizado general con una reacción con iniciadores para la detección de 

los 4 serotipos de DENV (1, 2, 3 y 4) (Cuadro 14). Posteriormente se realizaron reacciones 

específicas para cada serotipo con las muestras positivas al tamizaje, los detalles de 

termociclado se detallan en el cuadro 15. Cada iniciador, tiene como blanco la detección de 

regiones de las proteínas NS5 para DENV-1, DENV-1-FW (5’-

CAAAAGGAAGTCGYGCAATA-3’) y DENV-1-RV (5’-

CTGAGTGAATTCTCTCTGCTRAAC-3’); E para DENV-2, DENV-2-Fw (5’-

CAGGCTATGGCACYGTCACGAT-3’) y  DENV-2-RV (5’-

CCATYTGCAGCARCACCATCTC-3’); y prM para DENV-3, DENV-3-FW (5’-

GGACTRGACACACGCACCCA-3’) y  DEN-3-RV (5’-

CATGTCTCTACCTTCTCGACTTGYCT-3’); y DENV-4, DENV-4-Fw (5’-

TTGTCCTAATGATGCTRGTCG-3’) y DEN-4-RV (5’-TCCACCYGAGACTCCTTCCA-

3’) cuyas características se detallan en el cuadro 14. Los iniciadores empleados para la 

detección de los 4 serotipos son usados para la detección de DENV por organismos de 

referencia como el INDRE en México y el CDC en Estados Unidos. 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

Cuadro 14. Iniciadores para la detección de las regiones codificantes de las proteínas NS5, 

E y prM presentes en DENV. 

 

Cuadro 24. Iniciadores para la detección de las regiones codificantes de las 

proteínas NS5, E y prM presentes en DENV. 

 

Cuadro 34. Iniciadores para la detección de las regiones codificantes de las 

proteínas NS5, E y prM presentes en DENV. 

 

Cuadro 44. Iniciadores para la detección de las regiones codificantes de las 

proteínas NS5, E y prM presentes en DENV. 
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Se realizaron reacciones 10 µL las cuales se realizaron usando 5 µL de Maxima SYBR 

Green/ROX qPCR Master Mix (ThermoFisher ™) (2x), 1 µL de cada iniciador (10 µM), 1 

µL de agua libre de nucleasas y 3 µL de cDNA sintetizado a partir de ARN extraído de 

muestras de hígado. Las condiciones de termociclado se detallan en el cuadro 15. 

 

Cuadro 15 14. Condiciones de termociclado para el RT-PCR para la detección de DENV-1, DENV.2 DENV.2 

y DENV-4 con el protocolo propuesto por Santiago et al., 2013, que amplifica un fragmento de los genes 

codificantes para las proteínas NS5, E y prM de DENV. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

VII. Resultados  

 

7.1. Captura de especímenes  

 

Se capturó un total de 32 ejemplares de Desmodus rotundus, 20 de ellos provenientes de 

Progreso de Obregón, Hidalgo; 2 de Jalpan de Serra, Querétaro; y 10 ejemplares de Poaná, 

Tabasco.  
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Se obtuvieron 29 muestras de sangre con volúmenes entre 150 a 2000 µL; 32 muestras 

de hígado, 32 muestras de bazo, 32 muestra de pulmón y 32 muestras de intestino. Se 

obtuvieron 3 muestras de corazón de 3 ejemplares de los cuales fue imposible la obtención 

de muestras sanguíneas. Se realizaron hallazgos de alteraciones en algunos ejemplares tales 

como ictericia, hepatomegalia y linfadenomegalia. 

 

 

Figura 13. Ejemplares de D. rotundus capturados mediante redes de niebla en Jalpan de Serra. 

Figura 14. Punción de la vena braquial para la obtención de sangre mediante tubos capilares para la realización de frotis. 
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No se realizó el hallazgo de ningún ixódido o argásido en ninguno de los ejemplares de 

D. rotundus capturados. Los únicos ectoparásitos detectados durante la inspección fueron 

ejemplares de S. wiedemanni. 

  

 

 

7.2.Control de extracción de ácidos nucleicos. 

 

Las concentraciones obtenidas de las extracción de sangre oscilaron entre los 30 ng/ 

µL y 120 ng/ µL con una relacione 260/280 cercana a 1.8 y 260/230 entre 2 y 2.2, adecuadas 

para la realización de PCR punto final, semianindado y anidado, para la detección de 

piroplásmidos. 

 

 

 

 

 

 

Figura 15. Necropsia de ejemplares de D. rotundus capturados en Hidalgo (izquierda) y Tabasco (derecha). 

Figura 16. Ejemplo de la electroforesis en agarosa al 1% para corroborar la 

integridad del ADN extraído de sangre, mostrando un patrón electroforético... 
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Con respecto a las cuantificaciones realizadas al ADN extraído a partir de muestras 

esplénicas, se obtuvieron concentraciones que oscilaban entre los 7.0 y 31.2 ng/ µL de ADN 

total, con una relación 260/280 cercanos al 1.8 y 260/230 entre 2 y 2.2, indicando las 

condiciones adecuadas de la muestra para la realización de las reacciones de amplificación 

para la detección del género Rickettsia. 31 de 32 muestras de bazo arrojaron resultados 

positivos en el PCR tiempo real para la detección del gen endógeno gapdh, obteniendo curvas 

desde los CT 22 al 35. El control positivo amplificó, como era esperado y el control negativo 

no mostro ninguna señal de amplificación. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Se obtuvieron resultados positivos para la detección del gen endógeno codificante 

para gapdh en todas las muestras de hígado y bazo (32/32), obteniendo curvas que se elevan 

a partir de los CTs 20 al 32, el control positivo de hígado murino amplificó como era 

esperado, y el control negativo permaneció sin mostrar señal.  

Figura 17. Ejemplo del gel de agarosa al 1% realizado para corroborar 

la integridad del ADN extraído de bazo. 

Figura 18. Ejemplo de los resultados de RT-PCR para control del gen endógeno gapdh 

de muestras de bazo. 
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7.3.Detección de Piroplásmidos. 

 

Se obtuvieron 14 de 32 ejemplares (43.75%), 3 procedentes de Hidalgo (9.37%), 2 de 

Querétaro (6.25%) y 9 ejemplares originarios de Tabasco (28.12%), con resultado positivo a 

la detección del gen 18S rRNA del orden Piroplásmida en sangre (Casati et al., 2006). 

 

                                                            

 

Las muestras que resultaron positivas en al primer protocolo fueron sometidas al 

protocolo de PCR anidado propuestos por Mongruel et al., 2022, que amplifica una región 

del gen 18S rRNA de los piroplásmidos (Mongruel et al., 2022). De dos de estas muestras, 

Figura 19. Ejemplo de los resultados de RT-PCR para control del gen endógeno gapdh en 

muestras de hígado. 

Figura 20. Ejemplo de la amplificación del gen 18S rRNA de Piroplasmida, obteniendo un amplicón 

esperado de aproximadamente 425 pb (Casati et al., 2006). MTM= marcador de talla molecular 

(1Kb). C+= control positivo. C-= control negativo. M1-7= muestras. 
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seleccionadas debido a la intensidad de la banda generada en la electroforesis, el amplicón 

fue purificado y posteriormente fueron enviadas para la realización de secuenciación capilar; 

sin embargo, ambas secuencias obtenidas fueron sometidas a análisis bioinformático, el cual 

arrojó un valor del 100% de cobertura e identidad para el gen 18S rRNA de Desmodus 

rotundus. Por lo que se decidió realizar el tercer protocolo, esta vez de PCR semianidado 

(Gubbels et al., 1999) a las muestras positivas al primer protocolo, las cuales nuevamente 

arrojaron resultados positivos. Cabe señalar que en uno de los ejemplares positivos a la 

detección de piroplásmidos, mostró hepatomegalia evidenciada durante la necropsia y 

colecta de tejidos.  

 

 

Usando el mismo criterio de la intensidad de banda a la electroforesis, dos de los 

amplicones obtenidos del tamaño esperado fueron purificados y posteriormente enviados 

para la realización de secuenciación capilar, una de las secuencias no coincidió con ninguna 

secuencia del banco de genes; sin embargo, la otra secuencia obtenida perteneciente a una 

muestra originaria del refugio de Progreso de Obregón mostró un porcentaje de cobertura del 

87%, un E value de 0.0 y un porcentaje de identidad de 98.97% con un aislado de un 

organismo eucariota no cultivado, sin mayor identificación en el banco de genes, cuya 

referencia es de un trabajo realizado en Brasil titulado: “Long-term habitat fragmentation is 

associated with reduced MHC IIB diversity and increased infections in amphibian hosts” de 

(Belasen et al., 2019) en el que realizan secuenciación a partir de hisopados cutáneos de ranas 

de la especie Thoropa taophora con la intención de encontrar potenciales organismos 

parásitos de dicha especie. En dicho estudio se encontraron niveles altos de homología en 

MTM 

 

MTM 

 

MTM 

 

MTM 

MTM 

 

MTM 

 

MTM 

 

MTM 

Figura 21. Amplificación del gen 18S rRNA de Piroplásmida, obteniendo un amplicón esperado de 

aproximadamente 800 pb (Mongruel et al., 2022). MTM= marcador de talla molecular (1Kb). C+= 

control positivo. C-= control negativo. M1-5= Muestras. 
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secuencias de diferentes organismos eucariotas como algunos hongos y protozoarios 

específicamente del Phylum Apicomplexa.  

 

 

 

 

Posteriormente se realizó una búsqueda en el banco de genes por jerarquía 

taxonómica comenzando a partir del Phylum Apicomplexa, después a las clases 

Aconoidasida y Conoidasida, al orden Piroplasmida y sus géneros, así como a la familia 

Eimeriidae con la cual se encuentra un nivel significativo de similitud de la secuencia 

obtenida con un porcentaje de cobertura del 99%, un valor E de 1e-137 y un porcentaje de 

identidad del 86.89% con una secuencia de un clon de una muestra ambiental de la familia 

Eimeriidae cuya referencia es un artículo titulado: “Elevated atmospheric CO2 affects soil 

microbial diversity associated with trembling aspen”  por (Lesaulnier et al., 2008).    

 

 

Figura 22. Amplificación del gen 18S rRNA de Piroplasmida, obteniendo un amplicón esperado de 460-520 

pb (Gubbels et al., 1999). MTM= marcador de talla molecular (1Kb). C+= control positivo. C-= control 

negativo. M1-10= muestras. 

Figura 23. Ejemplo del electroferograma obtenido por medio de secuenciación capilar de una 

de las muestras positivas para los tres protocolos usados para la detección de piroplásmidos 
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7.4.Detección de Rickettsia spp. 

 

Ninguna muestra esplénica resultó positiva a Rickettsia spp. Los controles positivos 

diluidos en serie de 1 × 10⁻¹ hasta 1 × 10⁷ mostraron las curvas de amplificación esperadas 

con valores de CT proporcionales a la concentración del ADN de cada dilución. En contraste, 

ninguna de las muestras de bazo analizadas presentó señal de amplificación detectable, lo 

que indica la ausencia de ADN de alguna especie del género Rickettsia mediante condiciones 

experimentales empleadas. Los controles negativos no mostraron amplificación, 

confirmando la especificidad de la reacción y la ausencia de contaminación. 

 

 

 

 

 

7.5.Detección de DENV 

 

Se obtuvieron 17 muestras de hígado (53.12%), las cuales arrojaron resultado positivo 

para DENV-3. De las muestras positivas, 13 correspondieron a ejemplares procedentes del 

estado de Hidalgo (40.62%) y 4 a ejemplares originarios del estado de Tabasco (12.5%). Se 

obtuvieron curvas que se elevan a partir de los CT 28 al 36.  Los resultados fueron validados 

por la ausencia de señal en los controles negativos y por la amplificación adecuada de los 

Figura 24. Ejemplo de reacción para la detección de Rickettsia spp. Se obtuvieron resultados negativos 

para la amplificación del gen codificante para la proteína OmpB. Se observan curvas de distintos colores 

indicando la amplificación esperada de los controles. 
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controles positivos incluidos en cada corrida. En 4 de los ejemplares positivos a DENV-3 

originarios de Progreso de Obregón, se observaron alteraciones durante la necropsia y colecta 

de tejidos, entre las cuales se encuentran: ictericia en 3 ejemplares, dos de los cuales 

presentaban hepatomegalia, y otro más presentó los nódulos linfáticos agrandados.  

 

 

 

 

 

Cuadro 16. Lista de ejemplares capturados y resultados de los análisis moleculares. 

ID Localidad Estado Fecha Sexo Observaciones Piroplasmida Rickettsia DENV-3 

Dr001 Progreso 

de 

Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 

- 
 

- 

 

- 

 

- 

Dr002 Progreso 
de 

Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 
- 

 

- 

 

- 

 

- 

Dr003 Progreso 
de 

Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

Ictericia y 
hepatomegalia 

 

- 

 

- 

 

✔ 

Dr004 Progreso 

de 

Obregón 

  Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 

Hepatomegalia 
 

- 

 

- 

 

- 

Dr005 Progreso 

de 

Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 

- 
 

- 

 

- 

 

✔ 

Dr006 Progreso 
de 

Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 
- 

 

- 

 

- 

 

✔ 

Dr007 Progreso 
de 

Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 
- 

 

- 

 

- 

 

✔ 

Figura 25. Ejemplo de muestras de hígado positivas al protocolo de RT-PCR empleado para la 

detección de DENV-3. 
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Dr008 Progreso 

de 

Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 

- 
 

- 

 

- 

 

✔ 

Dr009 Progreso 
de 

Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 
- 

 

✔ 
 

- 

 

✔ 

Dr010 Progreso 
de 

Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 
- 

 

✔ 
 

- 

 

✔ 

Dr011 Progreso 

de 
Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 

- 
 

- 

 

- 

 

- 

Dr012 Progreso 

de 

Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 

Linfadenomegalia 
 

- 

 

- 

 

✔ 

Dr013 Progreso 

de 

Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 

- 
 

- 

 

- 

 

✔ 

Dr014 Progreso 

de 

Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 

- 
 

- 

 

- 

 

- 

Dr015 Progreso 

de 
Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

Ictericia y 

hepatomegalia 
 

- 

 

- 

 

✔ 

Dr016 Progreso 

de 
Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 

Ictericia 
 

- 

 

- 

 

- 

Dr017 Progreso 

de 

Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 

Hepatomegalia 

 

✔ 
 

- 

 

- 

Dr018 Progreso 
de 

Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 
- 

 

- 

 

- 

 

✔ 

Dr019 Progreso 

de 
Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 

- 
 

- 

 

- 

 

✔ 

Dr020 Progreso 

de 
Obregón 

Hidalgo 

03/02/2024 Macho 

 

- 
 

- 

 

- 

 

✔ 

Dr021 Valle 

Verde 

Querétaro 

28/02/2024 Hembra 

 

- 
✔ - - 

Dr022 Valle 

Verde 

Querétaro 

28/02/2024 Macho 

 

- 
✔ - - 

Dr443 Poaná Tabasco 06/06/2024 Macho - ✔ - - 
Dr636 Poaná Tabasco 06/06/2024 Macho - ✔ - ✔ 

Dr637 Poaná Tabasco 06/06/2024 Macho - - - ✔ 

Dr635 Poaná Tabasco 06/06/2024 Hembra - ✔ - - 

Dr632 Poaná Tabasco 06/06/2024 Macho - ✔ - - 

Dr634 Poaná Tabasco 06/06/2024 Macho - ✔ - - 
Dr415 Poaná Tabasco 06/06/2024 Hembra - ✔ - - 
Dr723 Poaná Tabasco 09/06/2024 Macho - ✔ - ✔ 
Dr902 Poaná Tabasco 09/06/2024 Hembra - ✔ - - 
Dr950 Poaná Tabasco 09/06/2024 Macho - ✔ - ✔ 

 

 

 

 



  

113 

 

VIII. Discusión  

 

Actualmente no existe ningún reporte sobre la presencia de piroplásmidos en 

murciélagos hematófagos de México; sin embargo, se han realizado estudios desde finales 

de 1800 en distintas partes del mundo. El primer trabajo se realizó en Italia con murciélagos 

vespertilionidos, a los cuales se les analizaron frotis de sangre con estructuras sugerentes a 

piroplásmidos (de Mello et al., 2023a). Fue hasta 1996 que se realizó el primer trabajo en 

América, donde se observaron varios estadios de B. vesperuginis en extendidos de sangre de 

Moormops megallophylla (Marinkele et al., 1996).   

Posteriormente se comenzaron a realizar trabajos de detección molecular con 

iniciadores basados principalmente en fragmentos del gen 18S rRNA, Concannon et al., en 

2005 realizó el primer trabajo de detección molecular en vespertilionidos de Reino Unido, 

detectando B. verperuginis (Concannon et al., 2005). Posteriormente los siguientes trabajos 

enfocados en piroplásmidos y murciélagos siguieron realizándose principalmente en Europa 

encontrando diversas especies de piroplásmidos sin aparente potencial zoonótico, hasta el 

año 2019 cuando se detectaron secuencias relacionadas con Babesia microti en 

Pteropodiformes de Madagascar (Rainavoson et al., 2019). Los trabajos más recientes 

realizados en Latinoamérica han demostrado hallazgos importantes detectando 

molecularmente varias especies de Babesia y Theileria detectadas a partir de muestras de 

murciélagos no hematófagos como Phyllostomus o Artibeus, así como en Desmodus 

rotundus, en los cuales han detectado secuencias de piroplásmidos de otras especies de 

mamíferos como coatíes, tapires y tlacuaches (de Mello et al., 2023a).  

A pesar de que los protocolos de PCR utilizados en el presente estudio estaban 

diseñados específicamente para la detección distintos fragmentos del gen 18S rRNA de 

protozoarios del orden Piroplasmida, los resultados de la secuenciación capilar revelaron la 

presencia de un organismo perteneciente a la familia Eimeriidae. Este hallazgo sugiere que 

los iniciadores empleados pudieron presentar cierto grado de especificidad limitado, lo que 

generó la amplificación de regiones homólogas presentes en otros miembros del phylum en 

cuestión. El análisis del electroferograma derivado de la secuenciación capilar mostró 

homología con varios organismos de familias presentes a este phylum; sin embargo, los 
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valores de mayor identidad y cobertura correspondieron a secuencias relacionadas con un 

organismo eucariota no cultivado y de miembros de la familia Eimeriidae.  

Cabe destacar que se han realizado varios trabajos en distintas partes del mundo como 

Japón, Filipinas, España y Norte América, incluido México; en los cuales han sido detectadas 

varias especies de Eimeria spp, algunas de ellas de reciente descubrimiento, involucrando 

murciélagos vepertiliónidos, filostómidos y algunos megaquirópteros (Duszynski et al., 

1988; Murakoshi et al., 2016; Couso-Pérez et al., 2022; Benett et al., 2025). 

Tales hallazgos mantienen abierta la posibilidad de que el origen del ADN 

amplificado forme parte de un organismo aún no descrito, asociado a murciélagos 

hematófagos. Considerando la diversidad del phylum Apicomplexa y la existencia de 

distintos linajes ambientales con información genética parcial en bases de datos, es posible 

que el organismo detectado represente una variante filogenética nueva o un taxón no 

caracterizado hasta el momento. Los resultados obtenidos, aunque por sí mismos no 

confirman una infección activa por algún organismo perteneciente al orden Piroplasmida, 

destacan la necesidad de un análisis más profundo y el uso de otros marcadores para 

determinar la identidad del organismo detectado, lo cual podría aportar información 

novedosa sobre la diversidad microbiana asociada a murciélagos hematófagos. 

A pesar de haberse empleado una técnica de RT-PCR dirigida a un fragmento del gen 

que codifica a la proteína OmpB, no se detectó ADN de Rickettsia spp. en las muestras 

esplénicas analizadas en el presente estudio. Este resultado contrasta con reportes previos en 

los que se ha documentado la presencia de ADN de Rickettsia en tejidos de murciélagos, así 

como en sus ectoparásitos, en distintas partes del mundo, incluido México (Sánchez-Montes 

et al., 2016; Zhao et al., 2020; Matei et al., 2021; Lugo-Caballero et al., 2021). Dichos 

resultados sugieren que algunos quirópteros podrían actuar como hospedadores incidentales 

o como reservorios indirectos mediante la coexistencia con ectoparásitos hematófagos 

infectados. Sin embargo, en el presente estudio no se obtuvo evidencia molecular que 

respalde la presencia de Rickettsia spp., lo que podría atribuirse a una limitada sensibilidad 

frente a la diversidad del género, o a la ausencia real de la presencia de material genético en 
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los individuos muestreados. En ninguno de los ejemplares analizados se detectó la presencia 

de garrapatas lo que, en parte, podría explicar la ausencia de detecciones positivas.  

Se obtuvo por primera vez evidencia de la presencia de material genético de DENV-

3 en Desmodus rotundus. La posibilidad de la participación de los murciélagos en el ciclo 

biológico de DENV ha sido objeto de debate y controversia desde mediados del siglo pasado. 

Se han realizado diversos estudios con el objetivo de detectar la presencia de anticuerpos y 

material genético de varios flavivirus en quirópteros; varios de ellos han sido detectados e 

incluso aislados, comprobando su infección de manera experimental como es el caso de JEV 

(Kuno et al., 2001). 

Diversos estudios en los 5 continentes han reportado la detección de anticuerpos y ARN 

viral de distintos serotipos de DENV en varias especies de murciélagos, lo que ha generado 

hipótesis sobre su rol potencial como reservorios. Otros estudios cuestionan la relevancia 

epidemiológica de dichos hallazgos al no encontrar indicios de infección o exposición a 

DENV, argumentando que tales resultados podrían deberse a infecciones transitorias, 

contaminación, o exposición eventual al virus, sin que esto implique necesariamente un papel 

activo en las dinámicas de replicación y transmisión del virus (Gwee et al., 2021). 

 Sin embargo, los hallazgos e hipótesis generadas, aunque relevantes para el área de 

investigación, no han sido del todo concluyentes debido a las limitaciones metodológicas, la 

presencia de bajos títulos virales, la posibilidad de reacciones cruzadas de anticuerpos con 

otros flavivirus, además de la evidencia de escasa actividad replicativa en infecciones 

experimentales en murciélagos frugívoros del género Artibeus. Por lo tanto, la evidencia 

actual no permite confirmar ni descartar de manera definitiva la capacidad de los murciélagos 

para mantener infecciones activas o contribuir a la transmisión de DENV (Aréchiga-Ceballos 

et al., 2024). 

Aunque diversas investigaciones han reportado la detección de anticuerpos contra los 4 

serotipos de DENV, la interpretación de dichos resultados debe tomarse con cautela. Por si 

solos, estos resultados no constituyen evidencia concluyente de que los murciélagos actúen 

como reservorios competentes, debido a múltiples limitaciones metodológicas y biológicas 

(Gwee et al., 2021). Un aspecto crítico en estos estudios es la posibilidad de reacciones 

cruzadas. Dado que los flavivirus comparten determinantes antigénicos altamente 
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conservados en sus proteínas de envoltura, por lo que las pruebas serológicas pueden detectar 

anticuerpos que no son específicos contra algún serotipo de DENV, sino contra otros 

flavivirus estrechamente relacionados. En áreas tropicales, donde se han realizado varios de 

estos estudios, co-circulan simultáneamente varios flavivirus, por lo que la detección de 

anticuerpos en suero de quirópteros podría deberse a exposición a varios de estos virus y no 

necesariamente a una infección por DENV (Gwee et al., 2021; OPS/OMS, 2024). 

En lo que respecta a los casos donde se ha realizado la detección de ARN viral, las cargas 

virales encontradas suelen ser bajas, además de que no existe evidencia de la generación de 

una viremia suficiente para sostener la transmisión hacia algún vector potencial. Algunos 

autores han propuesto que la presencia de ARN viral podría deberse a infecciones abortivas 

o exposiciones transitorias (Aréchiga-Ceballos et al., 2024). 

Asimismo, la detección de ARN viral presente en muestras de tejidos o fluidos de 

quirópteros tampoco constituye por sí sola, evidencia de una infección productiva. La 

presencia de material genético podría tener varias explicaciones como la contaminación 

ambiental, ingestión accidental de mosquitos infectados o por infecciones abortivas en las 

que el virus ingresa a la célula, pero es incapaz de completar su ciclo de replicación. Para 

confirmar que un hospedador está realmente infectado es indispensable cumplir con 

principios básicos de los postulados de Koch lo que consistiría en el aislamiento del virus 

vivo en cultivo celular, demostrar su replicación en el hospedador sospechoso y reproducir 

la infección bajo condiciones experimentales en individuos susceptibles. Hasta la fecha, no 

se ha podido aislar DENV viable ni demostrar replicación sostenida en quirópteros.  

Otra condición crítica para que una especie pueda considerarse reservorio competente es 

la capacidad de desarrollar una viremia suficientemente elevada y sostenida capaz de infectar 

a los posibles vectores. En el caso concreto de DENV, los mosquitos de las especies Aedes 

aegypti y Aedes albopictus requieren cargas virales específicas en sangre para volverse 

infectivos. Los estudios disponibles en murciélagos no han demostrado viremias con tal 

magnitud; por el contrario, cuando se realiza la detección de ARN, los niveles suelen ser 

bajos, lo que limita la posibilidad de que los quirópteros mantengan el ciclo de transmisión 

natural del virus (Vasilakis & Webber, 2008; Lambrechts et al., 2009; Nguyet et al., 2013).  
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Finalmente, para aseverar el papel de los quirópteros como reservorios en la ecología de 

DENV, sería necesario realizar estudios de competencia vectorial, en los que se demuestre 

que mosquitos alimentados a partir de sangre de murciélagos infectados, adquieren el virus 

y posteriormente son capaces transmitirlo a otro quiróptero susceptible. Hasta ahora, no 

existen evidencias que documenten tal fenómeno.  

Los resultados obtenidos en el presente estudio generan nueva evidencia al detectar la 

presencia de material genético de DENV-3 por primera vez en muestras de hígado de 

ejemplares de D. rotundus capturados en Hidalgo y Tabasco, lo cual sugiere la posibilidad de 

una interacción más compleja entre estos mamíferos y el virus, de lo que previamente se 

había considerado. Si bien, tales hallazgos no permiten confirmar de concluyentemente el 

papel de D. rotundus como reservorio competente, sí refuerzan la necesidad de considerar su 

potencial participación en el ciclo ecológico de DENV, especialmente en sitios en los cuales 

coexisten tanto con múltiples organismos que podrían actuar como vectores, así como con 

potenciales hospedantes susceptibles. Tomando en cuenta la posibilidad de que existan tanto 

vectores como reservorios aún desconocidos. 

Este hallazgo es relevante, debido a que el hígado es reconocido como un órgano 

blanco en la patogenia del dengue, manteniendo un rol importante como sitio de replicación 

activa, por lo tanto, la presencia de material genético viral en este órgano plantea la 

posibilidad de una infección activa, más allá de una simple exposición incidental (Martina & 

Koraka, 2009). 

Por otra parte, tomando en cuenta la alta inestabilidad y susceptibilidad a la 

degradación que presentan las moléculas de ARN viral ante las nucleasas presentes en los 

tejidos, la detección de material genético viral en hígado implica la posibilidad de que el virus 

permanencia protegido dentro de células hipotéticamente infectadas, donde el ARN 

permanece relativamente estable durante los procesos replicativos, y no se habría preservado 

si su presencia fuera meramente incidental. La combinación de estos factores refuerza la 

hipótesis de que los murciélagos hematófagos positivos del presente estudio realmente 

podrían encontrarse infectados por DENV-3, y no tratarse de un hallazgo incidental o de 

contaminación. Este hallazgo, por lo tanto, también aporta evidencia a la hipótesis de que los 
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murciélagos, aun que generalmente se consideran huéspedes incidentales quizá podrían 

sostener infecciones activas focalizadas en órganos diana primarios, como el hígado 

(Narayanan & Makino, 2012). 

A pesar de no haber realizado la cuantificación directa del ARN viral de DENV-3 

detectado en el presente estudio, los CT’s en los que comienza la detección van del 30 al 35, 

lo que permite especular la presencia de escaso material genético, posible reflejo de una 

infección leve o de carácter crónico (Fuller et al., 2013). La detección de cargas virales bajas 

en los individuos positivos podría deberse, a la condición fisiológica y la edad aproximada 

de los ejemplares analizados, los cuales son únicamente murciélagos adultos. Es posible que 

el virus no se encuentre en una fase de infección aguda, sino crónica en un estado de latencia 

donde la replicación ocurre de manera limitada y sin signos clínicos. Existe evidencia de que 

los quirópteros poseen mecanismos inmunitarios característicos y tienen la capacidad de 

modular la replicación viral. Esta modulación permite que el hospedador limite la replicación 

sin eliminar completamente al virus, permaneciendo en un equilibrio entre tolerancia 

inmunológica y control de la infección (O`Shea et al., 2014; Subundhi, 2019; Irving et al., 

2021). 

Por lo tanto, especulamos que los individuos adultos analizados podrían mantener una 

replicación viral controlada, con cargas virales bajas pero detectables, lo que explicaría la 

persistencia del material genético viral en un órgano blanco como lo es el hígado. Por lo que 

las bajas cargas virales encontradas no descartan infección activa, sino que podrían reflejar 

un estado de persistencia viral, mediada por mecanismos inmunológicos propios de los 

murciélagos.  

Hasta la fecha, solo tres estudios han abordado directamente la detección de dengue 

en D. rotundus, realizados en México, el publicado por Abundes-gallegos en 2018, otro más 

publicado por Espinoza-Gómez en el año 2022 y el presente estudio. 

Los resultados que obtuvimos guardan una estrecha relación con los obtenidos por 

Abundes-Gallegos et al. (2018) quienes documentaron la presencia de material genético de 

DENV en mosquitas hematófagas de las especies Strebla widemanii (Diptera: Streblidae) y 

Trichobius parasiticus (Diptera; Streblidae), ectoparásitos asociados a D. rotundus, así como 
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en muestras de hígado de ejemplares de la especie en cuestión, a los cuales parasitaban. Estos 

especímenes fueron capturados en la misma locación de Progreso de Obregón, Hidalgo, en 

el cual los ejemplares para el presente estudio fueron capturados. 

En dicho trabajo se reportó la detección de ARN de DENV-2 en S. widemanii y T. 

parasiticus e hígados de ejemplares de vampiro común. Dicho hallazgo coincidió con el 

panorama epidemiológico de aquel periodo, en el cual DENV-1 y DENV-2 eran los serotipos 

con mayor circulación entre 2014 y 2015, asociado a numerosos brotes en población humana 

(SINAVE, 2015). En contraste, en el presente trabajo detectamos DENV-3 en muestras de 

tejido hepático de D. rotundus provenientes de Hidalgo y Tabasco. Este resultado posee 

particular relevancia, debido a que DENV-3 es actualmente el serotipo predominante en 

México y América Latina, lo que sugiere que D. rotundus podría participar de manera 

indirecta en la dinámica de transmisión del serotipo con mayor prevalencia, posiblemente 

como consecuencia de su contacto con hospederos infectados. Así mismo Aguilar-Setién y 

colaboradores, durante 2017 demostraron la susceptibilidad de S. wiedemanii por medio de 

infecciones experimentales.  

Desde una perspectiva ecológica, esta coincidencia sugiere que D. rotundus podría 

funcionar como un indicador biológico de la circulación viral en ecosistemas rurales y 

periurbanos, donde coexisten reservorios humanos y posiblemente reservorios animales 

desconocidos. Asimismo, la detección de distintos serotipos en momentos y locaciones 

variables refuerza la hipótesis de que D. rotundus podría estar expuesto a los serotipos 

dominantes en cada ciclo epidémico, reflejando la dinámica temporal y geográfica del virus. 

Los autores de tal estudio plantean que la presencia del material genético viral 

presente en los ectoparásitos de D. rotundus, podría explicarse por la ingestión de sangre 

infectada durante la alimentación del ectoparásito, o bien por contaminación superficial del 

insecto, sin evidencias que sustenten replicación viral ni en el artrópodo ni en el murciélago 

hospedero. Por lo tanto, la presencia de DENV en los ectoparásitos de D. rotundus sugiere 

que estos participan en la dinámica del virus como posibles reservorios en el medio silvestre, 

con escasa probabilidad de infectar a seres humanos.  

La detección en un órgano blanco reconocido del DENV, como el hígado, sugiere un 

proceso más complejo que la simple exposición pasiva al patógeno o por contaminación, 
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dado que DENV tiene afinidad por los hepatocitos en los cuales es capaz de replicarse. 

(Martina & Koraka, 2009). Este hallazgo plantea la posibilidad de una infección sistémica 

activa o persistente de baja carga viral, coherente con la naturaleza crónica y controlada que 

se ha descrito para algunas infecciones virales en quirópteros (Subudhi et al., 2019). 

Ambos, el presente estudio y el realizado por Abunde-Gallegos y colaboradores, 

concuerdan en señalar a D. rotundus como una especie que potencialmente podría estar 

involucrada en la ecología de DENV y evidencian la presencia de material genético de DENV 

asociado a D. rotundus en regiones del centro y sureste de México.  

En contraste, Espinoza-Gómez y colaboradores, no detectaron DENV en ninguno de 

los ejemplares analizados, lo que podría atribuirse a diversos factores tales como las 

diferencias de la ubicación geográfica, estacionalidad, la sensibilidad de los métodos, la 

especificidad de los iniciadores empleados para la realización de los ensayos, así como 

tamaño y tipo de muestra. 

En el presente estudio se detectaron secuencias correspondientes a DENV-3, lo que 

contrasta con la ausencia total de detección reportada por Espinoza-Gómez et al. (2022). Esta 

diferencia puede deberse, entre otros factores, a la variación en los tejidos analizados y al 

periodo temporal de muestreo. Mientras que Espinoza-Gómez et al. se enfocaron 

exclusivamente en muestras de encéfalo, un tejido donde los flavivirus pueden encontrarse 

solo en fases neurotrópicas y representa un órgano blanco no primario (Li et al., 2017), en 

este trabajo se incluyeron muestras de tejido hepático, donde la replicación viral puede ser 

más evidente durante etapas tempranas o subclínicas de la infección (Martina & Koraka, 

2009). Además, el estudio previo se realizó entre 2016 y 2017, periodo en el cual 

predominaba la circulación de DENV-2 en México y el número de casos registrados fue 

mucho menor que en la epidemia actual (SINAVE, 2018), en la que el serotipo 3 (detectado 

en el presente estudio) presenta mayor prevalencia tanto en México como en América Latina, 

lo que podría explicar la diferencia de resultados entre ambos trabajos.  

Los resultados negativos del estudio de Espinoza-Gómez et al., coinciden con el 

decremento de casos de DENV reportados a nivel nacional, suscitado entre 2016 y 2017; sin 

embargo, durante ese periodo Guanajuato, mostró un 69% de los casos confirmados en 
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México, el cual fue uno de los sitios de muestreo de dicho estudio (CENAPRECE, 2018; 

SINAVE, 2018) y no presentó detecciones positivas en las muestras de murciélagos, 

difiriendo con los resultados del presente estudio en el cual se detectaron muestras positivas 

provenientes del estado de Hidalgo, una región que no se considera de alta prevalencia en la 

actualidad. Esto podría indicar que la circulación del virus en poblaciones silvestres no 

siempre refleja los patrones epidemiológicos humanos, sugiriendo la existencia de ciclos 

selváticos alternativos. Aunque en Tabasco, donde también se obtuvieron muestras positivas 

a DENV-3, si fue uno de los estados con mayor prevalencia en 2023 (OPS/OMS, 2024).  

La detección de DENV-3 por primera vez en D. rotundus genera varias interrogantes 

respecto a las posibles vías de transmisión del virus hacia estos murciélagos. Una primera 

hipótesis considera la posibilidad de que vectores conocidos como mosquitos del género 

Aedes, puedan alimentarse de sangre de murciélagos y mediante está vía sean capaces de 

transmitir el virus. Aunque las preferencias alimentarias de estos mosquitos se orientan hacia 

la sangre de los humanos principalmente, no se puede descartar por completo esta 

interacción, especialmente en áreas con alta densidad de vectores. Existe evidencia de otros 

flavivirus zoonóticos como el JEV que presentan la capacidad de transmisión vertical y 

directa entre murciélagos, generan una viremia corta, pero detectable y se ha comprobado la 

capacidad de mosquitos del género Culex de infectarse después de consumir sangre de 

murciélagos infectados y posteriormente ser capaz de infectar otros murciélagos (Mackenzie 

et al., 2016). 

Una segunda posibilidad es la existencia de vectores alternativos no identificados, 

capaces de mediar la transmisión de DENV en especies silvestres, incluidos los quirópteros. 

Esto ha sido sugerido con otros flavivirus, como el WNV y SLEV, donde se ha documentado 

una diversidad de vectores involucrados (Kuno, 2001). De acuerdo con Abundes-Gallegos 

(2018), algunas cepas de DENV se encuentran restringidas al medio silvestre, donde 

diferentes especies de mosquitos, que en su mayoría no se alimentan de humanos cohabitan 

(Abundes-Gallegos et al., 2018). Además, se ha documentado la infección experimental de 

ectoparásitos de especies productivas como es el caso de Melophagus ovinus, lo que refuerza 

la hipótesis de la presencia de vectores desconocidos que potencialmente podrían participar 
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en los ciclos epidemiológicos del DENV en poblaciones silvestres o en animales de abasto 

(Aguilar-Setién et al., 2017). 

Algunos autores han sugerido que, además de la transmisión vectorial clásica, ciertos 

arbovirus podrían emplear rutas alternativas de infección, incluyendo la vía oral, este tipo de 

transmisión podría tener relevancia en especies que, por su comportamiento trófico, están en 

contacto directo con tejidos o fluidos potencialmente infectados, por lo que otra hipótesis 

considera la vía oral como mecanismo de infección. La dieta de D. rotundus ofrece una 

posible explicación para la detección de DENV-3 en muestras hepáticas. Esta especie se 

alimenta de la sangre de una amplia gama de presas en su mayoría mamíferos domésticos y 

silvestres, incluyendo bovinos, equinos, suidos, roedores, marsupiales e incluso humanos en 

zonas rurales (Aguilar-Setien et al., 1998, Scheffer et al., 2022; Brown & Escobar, 2023).                     

Dada esta diversidad de presas, es factible plantear la hipótesis de que D. rotundus podría 

adquirir el DENV mediante vía oral o entérica, tras alimentarse de un hospedador virémico.    

Esta ruta de infección ha sido evidenciada en estudios experimentales con 

murciélagos insectívoros expuestos por vía oral a mosquitos infectados por flavivirus, como 

WNV, JEV, YFV y el virus del valle del Rift (RVFV) en los cuales se ha generado evidencia 

de que la ingestión de presas infectadas puede conducir a la detección de ARN viral y 

replicación limitada en tejidos del tracto digestivo y órganos viscerales (Kuno, 2001; Sulkin 

& Allen, 1974). En este sentido, la detección de DENV-3 en hígado podría reflejar una 

infección adquirida por vía oral, secundaria al consumo de sangre infectada, en lugar de 

transmisión vectorial clásica del DENV mediada por mosquitos Aedes. Se han reportado 

casos de transmisiones atípicas de DENV por medio de trasplantes, transplacentaria y un 

caso de posible transmisión directa por exposición mucocutánea de sangre, lo que podría 

servir como antecedente de la posibilidad de la transmisión mucocutánea u oral por contacto 

con sangre infectada con DENV (Chen & Wilson, 2015).  

De aceptarse esta posibilidad, la presencia de DENV-3 en las muestras D. rotundus 

del presente estudio, podría considerarse un indicador de circulación viral en animales 

silvestres o domésticos de la región. Esto generaría evidencia sobre la existencia de 

reservorios no humanos sin identificar, que podrían mantener al virus en ecosistemas rurales 

o selváticos, permitiendo su reintroducción cíclica a las poblaciones humanas por medio de 
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los vectores convencionales. Por lo tanto, sería relevante llevar a cabo estudios serológicos y 

moleculares en las presas habituales de D. rotundus, particularmente en zonas donde 

detectamos muestras positivas, para evaluar la posible circulación de DENV en fauna 

doméstica y silvestre, lo que permitiría esclarecer si la infección de los murciélagos es 

incidental o forma parte de un ciclo más complejo que aún no ha sido descrito. 

Cabe destacar que, a diferencia de los murciélagos frugívoros, nectarívoros o 

insectívoros, en los cuales se ha documentado la presencia de flavivirus a través de pruebas 

moleculares y serológicas, los murciélagos hematófagos han sido menos estudiados en este 

aspecto, y su papel epidemiológico en las dinámicas de arbovirus zoonóticos es aún incierto. 

No obstante, la detección de DENV-3 en D. rotundus del presente estudio, invita a considerar 

a esta especie no solo como un hospedero incidental, sino potencialmente como parte del 

ciclo silvestre de DENV, aunque se requiere mayor evidencia para confirmar su papel como 

reservorio competente. 

Los resultados obtenidos también permiten considerar la posibilidad de infecciones 

transplacentarias como un mecanismo potencial de mantenimiento viral en las colonias de D. 

rotundus. Así como la participación de ectoparásitos asociados al murciélago, en la 

perpetuación del ciclo viral dentro de las colonias. Estos ectoparásitos hematófagos tales 

como S. widemaniii y T. parasiticus podrían actuar como vectores facilitando la diseminación 

del virus entre individuos dentro de los refugios. Sin embargo, se requieren estudios 

adicionales que evalúen la competencia vectorial de dichos organismos.  

Los hallazgos de ARN viral de dengue serotipo 3 obtenidos en el presente estudio, 

podrían estar vinculados a los recientes cambios climáticos registrados en 2024, 

caracterizados por aumentos significativos en la temperatura y en la duración de la temporada 

de calor. Dichas condiciones ambientales pueden favorecer la supervivencia y la actividad de 

vectores incrementando la posibilidad de una mayor circulación de DENV en ambientes 

donde la incidencia humana de dengue ha sido baja (Bhatia et al., 2022; Bonilla-Aldana et 

al., 2024). Cabe destacar que el estado de Hidalgo no se encuentra entre los de mayor 

prevalencia de dengue en México, lo que sugiere que la detección de material genético viral 

en murciélagos podría reflejar circulación viral en un entorno silvestre o en huéspedes 

alternativos, independiente de los brotes humanos locales, lo que apoya la hipótesis de que 
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factores ambientales recientes, junto con la ecología de D. rotundus, podrían facilitar la 

exposición a DENV en áreas con pocos casos reportados. 

La detección de DENV-3 en poblaciones de D. rotundus con potencial contacto con 

el ser humano, debido a las actividades ecoturísticas y ganaderas presentes en las zonas de 

muestreo, representa un hallazgo relevante desde la perspectiva de la salud pública 

(SINAVE/DGE/SALUD, 2025). Este serotipo ha sido asociado con una mayor probabilidad 

de cuadros de DG incluso en infecciones primarias, lo que reviste especial interés, ya que las 

vacunas disponibles actualmente muestran una eficacia limitada frente a DENV-3 

(OMS/OPS, 2025). En este contexto, la posible circulación de este serotipo en fauna silvestre 

sugiere la necesidad de profundizar en la vigilancia epidemiológica para evaluar su papel en 

la dinámica del virus en México y en las regiones de América Latina donde se distribuye D. 

rotundus.  

En conjunto los hallazgos realizados en este estudio abren posibilidades para la 

investigación sobre la ecología del dengue y la interacción entre virus, vectores y reservorios 

domésticos y silvestres. Será fundamental la realización de otros estudios de detección con 

mayores números de muestra y en otras situaciones geográficas; así como infecciones 

experimentales y otros análisis complementarios, que permitan determinar la frecuencia de 

infección, viabilidad de la replicación viral, presencia de viremia, rutas de infección, la 

participación de vectores conocidos y desconocidos; y el riesgo potencial de la transmisión 

zoonótica. 
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IX. Conclusiones 

 

• Las muestras sanguíneas de D. rotundus, contienen material genético de un 

organismo cercano o perteneciente a la familia Eimeriidae.  

 

• Las muestras de tejido esplénico de D. rotundus no contienen material 

genético de Rickettsia spp.  

 

• Las muestras de tejido hepático de D. rotundus contienen material genético 

perteneciente al serotipo 3 de DENV. 
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