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RESUMEN 
 
Las enfermedades transmitidas por vectores (CVBD), y especialmente por garrapatas, 

han aumentado a un ritmo desconocido en los últimos años, generando repercusión 

en la salud pública y animal. En vista de la escasa información epidemiológica sobre 

la presencia de microorganismos en garrapatas duras en Chile, el objetivo general de 

esta propuesta fue evaluar la presencia de bacterias Ehrlichia, Borrelia y Rickettsia 

asociadas a garrapatas duras (Acari: Ixodoidea) provenientes de diferentes 

ecorregiones de Chile, para responder a la hipótesis que la presencia de bacterias de 

los géneros Ehrlichia, Borrelia y/o Rickettsia se asocia a zonas con mayor riqueza de 

garrapatas, esperando encontrar una mayor presencia de estas bacterias en las 

ecorregiones con climas templados y fríos en Chile. Para esto, se recolectaron 624 

garrapatas provenientes de siete ecorregiones de Chile, las cuales se identificaron 

taxonómica y molecularmente usando un fragmento parcial (≈460-pb) del gen ARNr 

16S mitocondrial. Luego, en cada garrapata, se buscó mediante técnicas moleculares 

la presencia de bacterias del género Borrelia (Spirochaetaceae), Rickettsia 

(Rickettsiaceae) y Ehrlichia (Anaplasmataceae), empleando la reacción en cadena de 

la polimerasa convencional (PCR) con los genes flaB, gltA y ARNr 16S como 

screening, respectivamente, para luego amplificar los genes ospC, p66 e IGS para 

Borrelia, dsb y gltA para Ehrlichia, y ompA, ompB y htrA para Rickettsia. Del total de 

garrapatas, en 108 (18,68%) se obtuvo ADN de alguna de estas bacterias, siendo la 

presencia para los géneros Ehrlichia del 0,85%, Rickettsia del 17,5% y para Borrelia 

del 0,34%. Para Borrelia se efectuó confirmación de su identidad en dos garrapatas 

positivas (Ixodes abrocomae) utilizando los genes p66, IGS y ospC, los cuales, según 

BLAST, fueron 93% (611/657 pb), 84% (486/577 pb) y 78,4% (259/329 pb) idénticas 

a la secuencia de la genoespecie Borrelia chilensis VA1. En el caso de Rickettsia, del 

total de 103 muestras positivas al gen gltA empleado como screening, solo 10 

muestras fueron secuenciadas (9,7%) obtenidas de Amblyomma tigrinum (80%) y de 

Rhipicephalus sanguineus (20%). Los haplotipos recuperados de A. tigrinum y R. 

sanguineus formaron un clado con secuencias de Candidatus Rickettsia andaenae 

obtenidas de Ixodes boliviensis (Perú), Amblyomma parvum (Brasil) y Amblyomma 

triste (Chile). En el caso de los genes htrA, ompA y ompB, según BLAST, fueron 100% 

idénticas a secuencias de Ca. R. andaenae obtenida de A. parvum en Brasil 



 x 

(KY402193; MK522488.1; KF030933.1). Para Ehrlichia, 12 ejemplares de tres 

especies de garrapatas (Ixodes uriae, Ixodes auritulus e Ixodes taglei) fueron positivas 

al gen ARNr 16S empleado como screening, de estas, 2 (16,6%) obtenidas desde I. 

uriae (1 ninfa, 1 hembra) fueron secuenciadas, donde la secuencia obtenida de la 

ninfa fue 100% (306 pb/306 pb) idéntica a Ehrlichia spp. aislada en estudios previos 

de I. uriae en Chile (MK049840.1). Mientras que, la otra secuencia fue 99% (331 

pb/335 pb) idéntica a Candidatus Midichloria mitochondrii obtenida de Ixodes ricinus 

en Francia (KU559921.1). Para el gen dsb la secuencia fue 94% (209 pb/307 pb) 

idéntica a una secuencia de Ehrlichia spp. obtenida de bazo de pingüino magallánico 

(Spheniscus magellanicus) de la Isla Magdalena (MK049838.1), y para el gen gltA fue 

del 86% (526 pb/611 pb) idénticas a una secuencia de Ehrlichia muris obtenida de 

bazo de un roedor silvestre de Japón (CP006917). Respecto a la ocurrencia de ADN 

de bacterias a través de las ecorregiones analizadas, la mayor ocurrencia para 

bacterias se registró en Puna (85,7%), seguida de Coquimbo (33,5%), Maule (24%), 

Bosque Valdiviano (23%), Atacama (16,2%), Patagonia central (1,54%) y Santiago 

(0%), además se evidenció asociación entre la presencia de Rickettsia y Ehrlichia con 

las ecorregiones. En relación con las variables bioclimáticas, las variables 

seleccionadas mediante el análisis de componentes principales (PCA) fueron: la 

temperatura promedio anual (Bio 1), temperatura máxima del periodo más caliente 

(Bio 5), temperatura mínima del periodo más frio (Bio 6), precipitación anual, rango 

medio diurno (Bio 2), Precipitación anual (mm) (Bio 12) y Precipitación en el trimestre 

más caluroso (mm) (Bio 18). Mientras que, al análisis de regresión logística binaria 

para género de bacteria y de garrapata recolectada, solo se evidenció significancia 

estadística para el género Ixodes, para las variables Bio1, Bio2, Bio6 y Bio15 

(Estacionalidad de la precipitación (Coeficiente de variación). Finalmente, al evaluar 

la correlación entre la riqueza de garrapatas y el gradiente latitudinal, se obtuvo una 

correlación baja y no significativa entre estas variables.  En el presente estudio, se 

logró detectar ADN de bacterias del género Borrelia, Ehrlichia y Rickettsia en 

garrapatas Ixodidae, existiendo asociación estadística entre la mayor ocurrencia de 

bacterias en las ecorregiones de la zona norte que en la sur.  
Palabras clave: garrapatas duras; Chile; patógenos, borreliosis: rickettsiosis; ehrlichiosis; 

ecorregión. 
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ABSTRACT 
 
Vector-borne diseases (CVBD), and especially tick-borne diseases, have increased at 

an unknown rate in recent years, generating repercussions on public and animal 

health. In view of the scarce epidemiological information on the presence of 

microorganisms in hard ticks in Chile, the general objective of this proposal was to 

evaluate the presence of Ehrlichia, Borrelia and Rickettsia bacteria associated with 

hard ticks (Acari: Ixodoidea) from different ecoregions of Chile, to respond to the 

hypothesis that the presence of bacteria of the Ehrlichia, Borrelia and/or Rickettsia 

genera is associated with areas with greater tick richness, hoping to find a greater 

presence of these bacteria in ecoregions with temperate and cold climates in Chile. 

For this, 624 ticks were collected from seven ecoregions of Chile, which were 

taxonomically and molecularly identified using a partial fragment (≈460-bp) of the 

mitochondrial 16S rRNA gene. Then, in each tick, the presence of bacteria of the genus 

Borrelia (Spirochaetaceae), Rickettsia (Rickettsiaceae) and Ehrlichia 

(Anaplasmataceae) was searched using molecular techniques, using the conventional 

polymerase chain reaction (PCR) with the genes flaB, gltA and 16S rRNA as screening, 

respectively, to then amplify the genes ospC, p66 and IGS for Borrelia, dsb and gltA 

for Ehrlichia, and ompA, ompB and htrA for Rickettsia. Of the total number of ticks, 

DNA from some of these bacteria was obtained in 108 (18.68%), with the presence for 

the Ehrlichia genera being 0.85%, Rickettsia 17.5% and for Borrelia 0.34%. For 

Borrelia, confirmation of its identity was carried out in two positive ticks (Ixodes 

abrocomae) using the p66, IGS and ospC genes, which, according to BLAST, were 

93% (611/657 bp), 84% (486/577 bp) and 78.4% (259/329 bp) identical to the 

sequence of the genospecies Borrelia chilensis VA1. In the case of Rickettsia, of the 

total of 103 samples positive for the gltA gene used as screening, only 10 samples 

were sequenced (9.7%) obtained from Amblyomma tigrinum (80%) and Rhipicephalus 

sanguineus (20%). The haplotypes recovered from A. tigrinum and R. sanguineus 

formed a clade with Candidatus Rickettsia andaenae sequences obtained from Ixodes 

boliviensis (Peru), Amblyomma parvum (Brazil) and Amblyomma triste (Chile). In the 

case of the htrA, ompA and ompB genes, according to BLAST, they were 100% 

identical to sequences of Ca. R. andaenae obtained from A. parvum in Brazil 

(KY402193; MK522488.1; KF030933.1). For Ehrlichia, 12 specimens of three species 
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of ticks (Ixodes uriae, Ixodes auritulus and Ixodes taglei) were positive for the 16S 

rRNA gene used as screening, of these, 2 (16.6%) obtained from I. uriae (1 nymph, 1 

female) were sequenced, where the sequence obtained from the nymph was 100% 

(306 bp/306 bp) identical to Ehrlichia spp. isolated in previous studies of I. uriae in 

Chile (MK049840.1). While the other sequence was 99% (331 bp/335 bp) identical to 

Candidatus Midichloria mitochondrii obtained from Ixodes ricinus in France 

(KU559921.1). For the dsb gene the sequence was 94% (209 bp/307 bp) identical to 

a sequence from Ehrlichia spp. obtained from the spleen of a Magellanic penguin 

(Spheniscus magellanicus) from Magdalena Island (MK049838.1), and for the gltA 

gene it was 86% (526 bp/611 bp) identical to a sequence of Ehrlichia muris obtained 

from the spleen of a wild rodent from Japan (CP006917). Regarding the occurrence of 

bacterial DNA across the ecoregions analyzed, the highest occurrence for bacteria was 

recorded in Puna (85.7%), followed by Coquimbo (33.5%), Maule (24%), Bosque 

Valdiviano (23%), Atacama (16.2%), central Patagonia (1.54%) and Santiago (0%), in 

addition, an association was evident between the presence of Rickettsia and Ehrlichia 

with the ecoregions. In relation to the bioclimatic variables, the variables selected 

through principal component analysis (PCA) were the average annual temperature 

(Bio 1), maximum temperature of the hottest period (Bio 5), minimum temperature of 

the coldest period (Bio 6), annual precipitation, mean diurnal range (Bio 2), Annual 

precipitation (mm) (Bio 12) and Precipitation in the hottest quarter (mm) (Bio 18). While, 

in the binary logistic regression analysis for the genus of bacteria and the collected 

tick, statistical significance was only evident for the genus Ixodes, for the variables 

Bio1, Bio2, Bio6 and Bio15 (Seasonality of precipitation (Coefficient of variation). 

Finally, when evaluating the correlation between tick richness and the latitudinal 

gradient, a low and non-significant correlation was obtained between these variables. 

In the present study, it was possible to detect DNA from bacteria of the genus Borrelia, 

Ehrlichia and Rickettsia in Ixodidae ticks, existing statistical association between the 

greater occurrence of bacteria in the ecoregions of the northern zone than in the south. 
 
Keywords: hard ticks; Chile pathogens, borreliosis: rickettsiosis; ehrlichiosis; ecoregion 
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 1.-INTRODUCCIÓN 
 

La emergencia o reemergencia de enfermedades transmitidas por vectores, 

definidas como aquellas transmitidas por ectoparásitos, ha aumentado a un ritmo 

desconocido en los últimos 30 años, resultado de la confluencia de factores 

medioambientales, ecológicos, sociales, económicos y políticos, los cuales han 

facilitado la interacción del agente infeccioso, vectores y el ser humano (Weaver y 

Reisen, 2010; Caminade et al., 2019; Caminade et al., 2021). Los aumentos en la 

incidencia y los patrones de distribución geográfica de vectores, hospederos, 

patógenos y enfermedades humanas se han atribuido a múltiples impactos 

antropogénicos, como el cambio climático, la modificación del uso de la tierra y los 

cambios de comportamiento humano (Sonenshine, 2018; Wikel, 2018), factores que 

favorecen la expansión de los vectores y crean las condiciones idóneas para la 

emergencia de nuevas enfermedades (Gould y Higgs,  2009; Caminade et al., 2021), 

donde los mamíferos domésticos y silvestres, tienen un rol importante en la 

transmisión como potenciales reservorios (Daszak et al., 2001). 

 

Las enfermedades vectoriales generan un significativo impacto económico, y en salud 

pública y animal (Marcos-Marcos et al., 2018). A nivel mundial, las garrapatas sólo 

son superadas, en su capacidad vectorial, por los mosquitos (Parola y Raoult, 2001a), 

sin embargo, son consideradas como los vectores transmisores de enfermedades 

más importantes en el mundo (Jongejan  y  Uilenberg, 2004; Guglielmone et al., 

2010a), ya que portan y transmiten agentes como protozoos, virus, hongos y bacterias 

(Anderson y Magnarelli, 2008; Sonenshine y Roe, 2014). Además, estos ectoparásitos 

hematófagos obligados parasitan prácticamente a todos los vertebrados terrestres, 

principalmente mamíferos, así como aves, reptiles, y algunos anfibios. Aunque han 

sido considerados parásitos cosmopolitas, numerosas especies están restringidas a 

regiones (hábitats) específicas (Guglielmone et al., 2010a), incluyendo zonas urbanas, 

lo que representa un riesgo potencial para la salud pública (Hansford et al., 2017). 

 

Entre las principales enfermedades transmitidas por garrapatas al humano y los 

animales, se encuentran dermatofitosis producidas por hongos patógenos, babesiosis 

y teileriosis producidas por protozoos, enfermedad del Nilo Occidental (VNO) y otras 
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encefalitis transmitidas (TBE) producidas por virus, anaplasmosis granulocítica 

humana, ehrlichiosis monocítica humana, otras ehrlichiosis, tularemia, fiebre Q y la 

enfermedad de Lyme producidas por bacterias (Sonenshine y Hynes, 2008; 

Sonenshine y Roe, 2014). Incluso existe evidencia experimental de la transmisión de 

nematodos, tipo filarias, como Dipetalonema dracunculoides por parte de 

Rhipicephalus sanguineus (Olmeda-García et al., 1993). De ahí la importancia del 

conocimiento de la biología, los hospedadores, la distribución sistemática y geográfica 

de las especies de garrapatas, junto a los patógenos que estos transmiten, 

información esencial para el establecimiento de programas que pueden ser utilizados 

para el control y manejo de futuros eventos y emergencias de enfermedades 

transmisibles (Lloyd-Smith et al., 2009; Martins et al., 2011; Hartemink y Takken, 

2016).  

 

En un estudio publicado por Jones y colaboradores (2008), se analizaron un total de 

335 eventos de las enfermedades emergentes, donde las bacterias fueron los agentes 

más representados con el 54,3%, por delante de virus y priones, que representaban 

el 25,4% de los agentes. Se destaca dentro de las enfermedades vectoriales la 

emergencia de patologías de etiología bacteriana (Kernif et al., 2016) identificándose, 

en muchos casos, el microorganismo antes de que se establezca su relación causal 

con una enfermedad o patología, donde se pueden citar los ejemplos de nuevos 

patógenos asociados con infecciones humanas que incluyen Candidatus Neoehrlichia 

mikurensis, Borrelia miyamotoi, y algunas especies de Rickettsia (Parola et al., 2013). 

En América del Sur, las enfermedades transmitidas por garrapatas han sido 

principalmente estudiadas en la interfaz entre humanos y animales domésticos 

(Oscherov et al., 2011; Arraga-Alvarado et al.,2014; Vargas-Hernández et al., 2016; 

Nava et al. 2017; González-Ascanio y Sacramento, 2018). Sin embargo, estudios de 

especies parásitas de animales silvestres resaltan la existencia de agentes 

bacterianos y protozoarios que se perpetúan en ciclos enzoóticos (Parola et al., 2011; 

Gofton et al., 2015a). En particular, bacterias de la Familia Anaplasmataceae y de los 

géneros Borrelia o Rickettsia, han sido recientemente detectados en garrapatas 

asociadas a animales silvestres (Labruna, 2009; Wolf et al., 2016; Muñoz-Leal et al., 

2018a; Muñoz-Leal et al., 2019a, 2019b; Sánchez et al., 2020). 
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Chile es un país relativamente aislado por barreras geográficas y se ha clasificado 

dentro de la región biogeográfica andina (Flynn et al., 2003; Morrone, 2018), siendo 

los endemismos en vertebrados chilenos comunes (Johnson et al., 1990; Meserve y 

Kelt, 1990; Jaksic, 1998). Presenta 8 ecorregiones que se caracterizan por presentar 

entomofauna endémica (Morrone, 2006) y un clima regional distintivo (Matteuci et al., 

2016). 

En el caso de la fauna de garrapatas en Chile, del total de 14 garrapatas duras, 4 de 

ellas (Ixodes stilesi, Ixodes abrocomae, Ixodes chilensis, e Ixodes taglei) son de 

exclusiva distribución en nuestro país (González-Acuña y Guglielmone, 2005; Muñoz-

Leal et al., 2016; Nava et al., 2017; Guglielmone et al., 2021). Respecto a su 

distribución, 3 de las 14 garrapatas duras nativas se han descrito principalmente para 

las zonas septentrionales del país, mientras que, 10 de las 14, han sido descritas en 

el sur (González-Acuña y Guglielmone, 2005; González-Acuña, 2008; Venzal et al.,  

2008; Abarca et al., 2012; Venzal et al., 2013; Muñoz-Leal et al., 2016). Esta 

distribución concuerda con lo observado a nivel mundial, donde la mayoría de las 

especies de garrapatas de la Familia Ixodidae se encuentran en áreas con clima 

templado, y en ambientes húmedos hasta el frío extremo (Guglielmone et al., 2004). 

Por lo tanto, los factores ambientales serían determinantes en la distribución de las 

garrapatas duras, tanto para su establecimiento y propagación a nuevas áreas 

(Kulkarni et al., 2018). Por otra parte, conocer la distribución de las garrapatas es 

relevante debido a que la distribución de los patógenos que transmiten está 

estrechamente relacionada con su distribución y la de sus hospedadores (Parola & 

Raoult, 2001b)  

 

En Chile, la información respecto a bacterias en garrapatas es escasa, existiendo solo 

evidencia molecular de las bacterias Ehrlichia canis (López et al., 2012), Candidatus 

Neoehrlichia chilensis y Borrelia burgdorferi sensu lato (s.l.) en Ixodes sp., de B. 

burgdorferi s.l. en Ixodes auritulus (Muñoz-Leal et al., 2019a) y de Ehrlichia sp. en la 

garrapata Ixodes uriae (Muñoz-Leal et al., 2019b), lo cual asociado a la distribución 

sesgada de las garrapatas duras hacia zonas templadas y frías del país y al 

desconocimiento respecto a la distribución de las bacterias que puedan portar la 
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mayoría de las garrapatas presentes en el país, el presente trabajo tiene como 

hipótesis que la presencia de bacterias de los géneros Ehrlichia, Borrelia y/o Rickettsia 

en garrapatas Ixodidae se asocia a zonas con mayor riqueza de garrapatas, 

esperando encontrar una mayor presencia de estas bacterias en las ecorregiones con 

climas templados y fríos en Chile. Los objetivos específicos de esta investigación 

fueron: (1) identificar las especies de garrapatas duras y la presencia de bacterias de 

los géneros Borrelia, Rickettsia y Ehrlichia (2) analizar filogenéticamente las 

garrapatas y las especies bacterianas encontradas, (3) asociar la distribución 

geográfica de las garrapatas duras de diferentes ecorregiones con la presencia de 

bacterias (4) evaluar la distribución de las especies de garrapatas a través del 

gradiente latitudinal de Chile, y (5) determinar las variables ambientales que explican 

la distribución de las garrapatas duras a lo largo de Chile. Esta información permitirá 

la delimitación de áreas biogeográficas donde exista distribución de estas bacterias y 

permitirá el reconocimiento de variantes genéticas que circulan en garrapatas de 

Chile, para evaluar de esta forma sus posibles implicancias zoonóticas. La integración 

de este conocimiento permitirá finalmente la implementación de medidas de manejo 

para prevenir / anticipar la transmisión emergente de enfermedades entre las 

poblaciones animal y humana. 
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2. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 
 

 Las garrapatas son vectores de diversos patógenos y se consideran en segundo lugar 

en cuanto a su importancia en salud pública, después de los mosquitos (Hoogstraal, 

1985). Sin embargo, son los invertebrados que más transmiten microorganismos a 

animales silvestres y domésticos (de La Fuente et al., 2008). Se estima que entre el 

80 y 90% de las especies de garrapatas parasitan de forma exclusiva animales 

silvestres; sin embargo, algunas especies se han convertido en importantes vectores 

de patógenos zoonóticos emergentes (Labruna et al., 2005). El cambio climático 

puede interferir en la dispersión de garrapatas originarias de climas templados y 

tropicales hacia regiones climáticas distintas (Tokarevich et al., 2011). Otros factores 

como el transporte transcontinental de animales también pueden influir en la 

dispersión de especies exóticas (Keirans y Durden, 2005; Kelly et al., 2010; Rainey et 

al., 2018). Por ende, es de suma importancia conocer más sobre las garrapatas de 

cada país, que puedan parasitar animales domésticos o silvestres, pues muchas de 

estas actúan directamente en la mantención de patógenos en ambientes naturales 

(Labruna et al., 2005). 

 

2.1.-SISTEMÁTICA Y TAXONOMÍA DE LAS GARRAPATAS 
 

La historia evolutiva de los Ixodidae se fundamenta en la hipótesis que el área de origen 

sería probablemente Gondwana. La división basal en Ixodidae (155 millones de años) 

involucra a los clados Prostriata y Metastriata. Para el Jurásico Superior, América del 

Norte se había separado de Gondwana, en términos de clima, donde los grandes 

continentes eran en su mayoría áridos desde la latitud 40°N a 40°S (Ziegler et al., 2003). 

Sin embargo, Gondwana se había trasladado a zonas templadas caracterizadas por una 

importante diversidad biológica (Ziegler et al., 2003). Los Prostriata existentes se 

diversificaron primero (112 millones de años), y un linaje probablemente llegó al este de 

Gondwana (Ixodes australiano), mientras que, el otro ocupó la mayor parte del 

continente. Este grupo de garrapatas actualmente se encuentra en todos los continentes 

modernos, y pudo haber llegado a Laurasia a través de América del Sur, África o ambos. 

A diferencia de Prostriata, la topología basal del clado metastriado no está bien resuelta, 
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por falta de caracteres informativos, pero también porque este grupo de taxones 

realmente podría haber diversificado muy rápidamente (Beati y Klompen, 2019). Estos 

clados (con pocas excepciones) tienen fuertes afinidades africanas y euroasiáticas. Si la 

datación es correcta, estos linajes irradiaron metaestriada, cuando África y la India ya se 

habían separado de Gondwana. Dada la incertidumbre de datación en la topología basal 

del árbol, y la elección conservadora en la estrategia de calibración, la explicación más 

parsimoniosa es que tanto la radiación de Ixodida como la de Metastriata ocurrieron entre 

30 y 40 Ma antes y que las modernas Haemaphysalis y Rhipicephalinae se trasladó con 

la masa terrestre africana y más tarde a Eurasia. Finalmente, el género Amblyomma 

tiene una fuerte firma antártica, con linajes basales que tienen una distribución entre 

Australia y el sur de América del Sur (Beati y Klompen, 2019). 

 

Los primeros esfuerzos para clasificar las garrapatas en grupos se realizaron en función 

de la morfología, su historia de vida, asociación con hospedadores, la organización 

cromosomal o la biogeografía, lo cual dieron como resultado una serie de hipótesis un 

tanto contradictorias sobre las relaciones de las garrapatas y, más significativamente, 

sobre la taxonomía y sus principales linajes (Keirans y Durden, 2005). Las herramientas 

moleculares han ayudado a resolver una serie de cuestiones controvertidas, además de 

revelar problemas taxonómicos adicionales (Black y Piesman 1994; Black et al. 1997; 

Mangold et al. 1998; Klompen et al. 2000; Beati y Keirans 2001).  

 

El estudio en sistemática molecular de las garrapatas fue basado en el análisis de la 

secuencia del gen mitocondrial 16S rDNA (Black y Piesman, 1994). Sin embargo, el gen 

elegido no proporcionó una buena resolución a niveles supra género, por lo cual, Black 

et al. (1997) analizaron representantes de todas las subfamilias de garrapatas utilizando 

secuencias del gen 18S rDNA más conservadas. Luego para resolver problemáticas 

taxonómicas, se han empleado un conjunto de marcadores, considerando sus tasas de 

mutación, concluyendo en general, que las secuencias de genes ribosomales nucleares 

son más informativas a nivel de Familia y subfamilia (Black et al. 1997; Fukunaga et al. 

2000; Klompen et al. 2000; Beati et al. 2008; Mans et al. 2011), mientras que, los genes 

mitocondriales y los espaciadores intergénicos (ITS1 e ITS2) brindan una mejor 

resolución a nivel intra género e intraespecífico (McLain et al. 1995; Norris et al. 1996; 
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Barker 1998; Klompen et al. 2000; Beati y Keirans 2001; Szabó et al. 2005; Teglas et al. 

2005; Mixon et al. 2006; Marrelli et al. 2007; Nava et al. 2008).  

 

Actualmente existen 980 especies descritas de garrapatas en el mundo, de las cuales 

221 especies son garrapatas blandas (Familia Argasidae), 758 corresponden a 

garrapatas duras (Familia Ixodidae) y una especie de la Familia Nutalliellidae 

(monotípico) (Nava et al., 2009; Nava et al., 2010; Dantas-Torres et al, 2012; Venzal et 

al., 2012a; Ash et al., 2017; Muñoz-Leal et al., 2017, Guglielmone et al., 2021). Si bien, 

existe un consenso general sobre la clasificación de los géneros de garrapatas duras 

(basado en gran medida en rasgos morfológicos) y se han logrado avances significativos 

utilizando enfoques moleculares (Barker y Murrell, 2002), quedan algunos problemas sin 

resolver con respecto a la ubicación de ciertas especies y las relaciones evolutivas entre 

los géneros. De las especies descritas, 280 especies de Ixodidae (36,9%) y 35 especies 

de Argasidae (15,8%) han sido reportados como parásitos de humanos (Guglielmone y 

Robbins, 2018; Llanos-Soto et al., 2020; Muñoz-Leal et al., 2020).  

 

Desde el punto de vista morfológico, los Ixodidae se han dividido en dos grupos: 

Prostriata, que contiene garrapatas en las que el surco anal limita con el ano 

anteriormente, y Metastriata, en el que el surco anal, si está presente, se curva por detrás 

del ano. El grupo Prostriata consta únicamente del género Ixodes y actualmente contiene 

265 especies, mientras que, el grupo Metastriata está compuesto por 492 especies y 16 

géneros (Guglielmone et al. 2021), más un taxón asignado erróneamente al género 

Haemaphysalis (Chitimia-Dobler et al., 2018). 

 

2.2.-BIOGEOGRAFÍA DE LAS GARRAPATAS 
 

Las garrapatas duras se encuentran distribuidas en las seis regiones zoogeográficas 

(afrotropical, australasiana, neártico, neotropical, oriental y paleártico), sin embargo, la 

distribución de las especies en diferentes géneros no es uniforme.  Por ejemplo, el 

género Ixodes tiene la distribución más amplia y se encuentra en las seis regiones 

zoogeográficas; donde 32 especies (13%) se encuentran en más de una región 

zoogeográfica, y la región afrotropical es la que contiene el mayor número de Ixodes 
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(Guglielmone et al., 2021).  

 

Las especies de Amblyomma se encuentran en las seis regiones zoogeográficas, donde 

25 especies se encuentran en más de una región zoogeográfica, y la región neotropical 

contiene el mayor número de especies (54) endémicas de una región. Para el caso de 

Rhipicephalus es básicamente un género afrotropical, con 63 especies (75% del total) 

endémicas de la región afrotropical, el género está representado en las seis regiones 

zoogeográficas, pero no existen Rhipicephalus exclusivos de las regiones neártico y 

neotropical, y 11 especies se encuentran en dos o más regiones (Guglielmone et al., 

2021) 

 

La región neotropical comprende las áreas tropicales de América del Sur, América 

Central, el sur y centro de México y las Antillas (Morrone 2018). En los análisis de 

regionalización biogeográfica más recientes se han reconocido 57 provincias (Morrone 

2014; 2018; 2020; Martínez et al. 2017; Apodaca et al. 2019; Colli-Silva et al. 2019; Arana 

et al. 2021), y en dicha región se han documentado un total de 221 especies de 

Ixodoidea, de ellas 84 pertenecen a la Familia Argasidae y 137 a la Familia Ixodidae 

(Onofrio et  a l . ,  2006; Guglielmone et al., 2009; Labruna y Venzal, 2009; Nava et al., 

2009; Dantas-Torres et al., 2012; Venzal et al., 2012a; Guglielmone et al., 2021).  

 

En el caso del género Ixodes, se conocen 55 especies equivalente al 21% del total a 

nivel mundial, siendo 43 de ellas endémicas para la región neotropical (Guglielmone et 

al., 2021). En el caso del género Amblyomma, considerado el grupo más grande de 

especies que se encuentra en la región neotropical, con 67 especies (49% del total 

mundial), 54 de los cuales se conocen solo en esta región y muchas de ellas son 

parásitos comunes de los animales domésticos y los seres humanos (Guglielmone et al., 

2009; Guglielmone et al., 2021). En el caso del género Rhipicephalus, se describen 3 

especies (3,4%) en la región de un total de 87 a nivel mundial. Dentro del género 

Dermacentor, el 21% de todas las especies del género se encuentran en la región 

neotropical, pero solo cuatro de ellas son especies exclusivamente neotropicales. 

Finalmente, dentro del género Haemaphysalis se describen 3 especies en la región 

equivalentes al 2% del total a nivel mundial (Guglielmone et al., 2021). 
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La fauna de garrapatas chilenas hasta el año 2005, consideraba como especies 

endémicas o probablemente endémicas a un total de 19 especies, siendo 7 Argasidae y 

12 Ixodidae (González-Acuña y Guglielmone, 2005). Posteriormente fueron descritas: 

Ornithodoros rioplatensis (Venzal et al., 2008a), Ornithodoros peruvianus (Venzal et al., 

2012b), Amblyomma triste (Abarca et al., 2012), Ornithodoros microlophi (Venzal et al., 

2013), Ornithodoros lahillei (Venzal et al., 2015), Ornithodoros atacamensis (Muñoz-Leal 

et al., 2016) e Ixodes guglielmonei (Apanaskevich et al., 2022), lo que hace un total de 

26 especies descritas en Chile, siendo 14 Ixodidae y 12 Argasidae. 

 

Las diferencias respecto a su distribución biogeográfica (Guglielmone et al., 2004) de 

Ixodidae y Argasidae, a nivel mundial también son respaldadas por estudios 

biogeográficos de garrapatas en Chile, donde las garrapatas blandas se han descrito 

principalmente para las zonas septentrionales del país, mientras que, 10 de las 13 

garrapatas duras nativas, han sido descritas en el sur, con la excepción de Amblyomma 

triste Koch, 1844, Ixodes abrocomae Lahillei, 1916 y Amblyomma parvitarsum 

Neumann, 1901 (González-Acuña y Guglielmone, 2005; González-Acuña, 2008; Venzal 

et al.,  2008; Abarca et al., 2012; Venzal et al., 2013; Muñoz-Leal et al., 2016) (Tabla 1). 

 

Tabla 1. Distribución geográfica de acuerdo a la región política y ecorregión de 

garrapatas duras (Ixodidae) en Chile. 
Especie Región Ecorregión 

1. Ixodes auritulus Región I (Tarapacá), Región VI 

(Libertador Bernardo O’Higgins), 
Región XVI (Ñuble), XII 

(Magallanes y Antártica)  

Atacama – Santiago y 

Bosque Magallánico 

2. Ixodes uriae Región XII (Magallanes y 

Antártica) 

Patagonia central 

3. Ixodes stilesi Región VIII (Biobío), IX 

(Araucanía), X (Los Lagos), XIV 

(Los Ríos) 

Maule y Bosque Valdiviano 

4. Ixodes chilensis Región IX (Araucanía), XIV (Los 

Ríos) 

Bosque Valdiviano 

5. Ixodes cornuae Región XII (Magallanes y 
Antártica) 

Bosque Magallánico 
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6. Ixodes taglei Región V (Valparaíso), XIV (Los 

Ríos) 

Coquimbo y Bosque 

Valdiviano 

7. Ixodes sigelos Región RM (Metropolitana), 

Región XVI (Ñuble), VIII 

(Biobío),     IX (Araucanía), XII 

(Magallanes y Antártica)  

Santiago, Maule, Bosque 

Magallánico 

8. Ixodes neuquenensis Región X (Los Lagos) Bosque Valdiviano 

9. Ixodes abrocomae Región III (Atacama), IV 
(Coquimbo) 

Coquimbo 

10. Amblyomma triste Región XV (Arica y Parinacota) Atacama 

11. Amblyomma 

parvitarsum 

XV (Arica y Parinacota), Región I 

(Tarapacá), II (Antofagasta), III 

(Atacama) 

Atacama y Coquimbo 

12. Amblyomma tigrinum Región V (Valparaíso), Región 

RM (Metropolitana), Región XVI 

(Ñuble), VIII (Biobío), IX 

(Araucanía), Región de Aysén 
(XI) 

Santiago, Maule, Bosque 

Valdiviano y Bosque 

Magallánico 

13. Complejo Rhipicephalus 

sanguineus*  

XV (Arica y Parinacota), I 

(Tarapacá) – IX (Araucanía), 

Región RM (Metropolitana), 

Región XVI (Ñuble), Región V 

(Valparaíso), X (Los Lagos), XIV 

(Los Ríos) 

Atacama, Coquimbo, 

Santiago, Maule y Bosque 

Valdiviano 

14. Ixodes guglielmonei XII (Magallanes y Antártica) Patagonia Central 

 *especie no nativa 

 

2.3 GARRAPATAS DURAS EN CHILE 

La situación taxonómica de los Ixodidae se ha estudiado en profundidad, y existe un 

acuerdo casi completo sobre la posición sistemática de las familias y géneros. Ahora se 

considera que la Familia Ixodidae incluye los géneros Ixodes, Haemaphysalis, 

Amblyomma, Rhipicephalus, Dermacentor, Hyalomma, Anomalohimalaya, 

Bothriocroton, Cosmiomma, Margaropus, Nosomma, Rhipicentor, Robertsicus y 

Archaeocroton (más los representantes fósiles Compluriscutula y Cornupalpatum)  
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(Estrada Peña et al., 2017; Barker y Burger, 2018), existiendo en nuestro país a la fecha 

solo especies de garrapatas duras pertenecientes a tres géneros (Ixodes, Amblyomma 

y Rhipicephalus), siendo sus hospedadores y ubicación geográfica las siguientes: 

 

1. Ixodes auritulus Neumann 1904. Es una garrapata común en aves, incluyendo aves 

marinas (Clifford et al., 1973). Su distribución abarca las regiones australianas, 

neártica y neotropical (Wilson, 1967; Gugliemone et al., 2021). En la región neotropical 

ha sido descrita en Argentina, Brasil, Colombia, Costa Rica, Ecuador, Guatemala, 

Panamá, Perú, Uruguay y Venezuela (Gugliemone et al., 2021). Existen varios 

registros de especímenes de garrapatas de este grupo obtenidos de aves de 

Chile de la Región de Magallanes (XII Región) (Neumann 1899; Nuttall 1916; Cooley 

y Kohls 1945; Kohls y Clifford 1966; Robbins et al. 2001). Se ha colectado del ictérido 

Curaeus curaeus en la ciudad de Chillán (González- Acuña et al., 2004a) y de 

Passeriformes de las familias Furnariidae, Turdidae y Emberizidae (González-Acuña 

y Guglielmone, 2005; González Acuña et al., 2009). Mas recientemente, se halló una 

larva de I. auritulus en gorriones en las Termas del Flaco, región de O’Higgins (Llanos-

Soto et al., 2017). Con relación a patógenos detectados, existe el hallazgo en Chile 

de Borrelia (Muñoz-Leal et al., 2019a), como en otros países (Morshed et al., 2005; 

Scott y Foley, 2016; Carvalho et al., 2020) y Ehrlichia (Felix et al., 2021). 

 

2. Ixodes uriae White, 1852. Esta especie tiene una distribución circumpolar, tanto en el 

hemisferio sur, como en el hemisferio norte (Wilson, 1967), y regiones adyacentes de 

las regiones zoogeográficas afrotropical, australasiana, neártica, neotropical y 

paleártica, así como varias islas (Guglielmone et al., 2014; Guglielmone et al., 2021). 

Es la única especie de garrapata que residente en el Ártico y la Antártica, lo que 

implica que está adaptada a la vida, tanto en climas secos, como fríos (Benoit et al., 

2007). En la región neotropical ha sido descrita en el sur de Sudamérica, 

específicamente en Argentina y Chile (Nava et al., 2017). En Chile, Tagle (1971) 

registró su presencia en aves marinas, pero no proporcionó información sobre la 

distribución y los hospederos específicos. Posteriormente esta especie ha sido 

asociada a pingüinos pigoscélidos en la Península Antártica (Casanueva y Moyano, 

2000; Barbosa et al., 2011; González-Acuña et al., 2013). También se ha encontrado 
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en pilpilén (Haematopus ater) y pingüino de Magallanes (Spheniscus              magellanicus) 

en la isla Magdalena, en la Región de Magallanes y Antártica chilena. Con relación a 

patógenos, es un vector bien conocido de múltiples virus y bacterias diferentes, 

incluida la Borrelia burgdorferi s.l (Olsén et al., 1993; Gylfe et al., 1999), el virus 

Gadgets Gully (Major et al., 2009), Coxiella y organismo similar a Rickettsia (Muñoz-

Leal y González-Acuña, 2015), en el caso de Chile se ha detectado Ehrlichia sp. 

(Muñoz-Leal et al., 2019b). 
 

3. Ixodes stilesi Neumann, 1911 (originalmente I. elegans). Esta especie ha sido 

recolectada en Pudu puda (Artiodactyla: Cervidae) en las regiones del Biobío, de Los 

Ríos y Los Lagos en el sur de Chile (Kohls, 1969; Osorio, 2001; Verdugo et al., 2017). 

También ha sido encontrada en ratón colilargo (Oligoryzomys longicaudatus) y en la 

vegetación del bosque valdiviano en la región de Los Ríos (Ivanova et al., 2014). 

Respecto a bacterias con potencial patógeno, se detectado ADN de la genoespecie 

Borrelia chilensis en I. stilesi obtenida de roedores (Ivanova et al., 2014) y de cérvidos 

en el sur de Chile (Verdugo et al., 2017). 
 

4. Ixodes abrocomae Lahillei, 1916. Se describió a partir de un macho encontrado en 

Abrocoma murayi en Vallenar, región de Atacama. La descripción de Lahille (1916) 

fue breve, carecía de figuras y solo describía al macho. Recién en el 2010, 

Guglielmone et al. redescribe el macho y por primera vez a la hembra a partir de 

especímenes recolectados en los roedores Abrothrix longipilis colectado en el húmedo 

bosque Valdiviano en el Parque Nacional Bosque Fray Jorge y en A. olivacea y 

Phyllotis xanthopygus capturados en Los Molles, a más de 2.500 sobre el nivel del 

mar (Guglielmone et al., 2010b). 

 

5. Ixodes chilensis Kohls, 1956. Esta especie se describió a partir de una hembra que 

fue tomada de un hospedador desconocido en la ciudad de Angol, Región de la 

Araucanía (Kohls, 1956). Posteriormente, Tagle (1971) especuló que el hospedador 

podría ser un caballo. Un reciente estudio registra a I. chilensis, parasitando al 

murciélago Histiotus magellanicus en la selva valdiviana en la zona sur de Chile 

(González-Acuña et al., 2018). Es importante considerar que H. magellanicus utiliza 

las cavidades de los árboles como sitios de descanso, donde también anidan 
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diferentes especies de aves (Altamirano et al., 2017); por lo que, se podría esperar 

futuros registros de I. chilensis en aves (González-Acuña et al., 2018). 

 

6. Ixodes cornuae Arthur, 1960. Hasta la fecha, esta especie ha sido reportada solo una 

vez en Chile, en Cabo de Hornos (Región de Magallanes y Antártica Chilena) por 

Arthur (1960), colectada de un ave de la Familia Phasianidae (orden Galliformes) sin 

proporcionar su nombre científico (Guglielmone et al., 2014). También existen 

registros en Ecuador (Guglielmone et al., 2021). 

 

7. Ixodes taglei Kohls, 1969. Esta especie fue descrita a partir de ejemplares machos y 

las hembras por Kohls (1969) recolectados en Santo Domingo (Región de Valparaíso) 

y Callumapu (región de Los Ríos). El único hospedador registrado para adultos de I. 

taglei es el ciervo P. puda (Kohls 1969; Verdugo et al., 2017). 

 

8. Ixodes sigelos Keirans, Clifford y Corwin, 1976. La distribución geográfica de esta 

garrapata está restringida a Chile y Argentina (Guglielmone et al., 2005). En nuestro 

país se describen como hospedadores a los roedores: Aconaemys fuscus, A. 

longipilus, A. olivacea y Rattus rattus en la región del Biobío; Phyllotis spp. en Vilches 

Alto (Región del Maule); Abrocoma bennetti en Til Til (Región Metropolitana), Octodon 

degus en Cerro Manquehue (Región Metropolitana); Rattus norvegicus y O. 

longicaudatus en Chillán (Región del Ñuble) (Keirans et al., 1976; Osorio, 2001; 

González-Acuña et al., 2004a). Respecto a bacterias con potencial patógenos, solo 

se ha encontrado ADN de Borrelia burgdorferi s.l en garrapatas colectadas en la 

Patagonia argentina (Saracho-Bottero et al., 2016; Sebastian et al., 2016). 

 

9. Ixodes neuquenensis Ringuelet, 1947. Esta garrapata es parásita del casi amenazado 

marsupial Dromiciops gliroides, hospedador endémico de la porción norte de los 

bosques templados del sur de Argentina y Chile, específicamente en Chiloé (Armesto 

et al., 1998; Marín-Vial et al., 2007). Solo se ha demostrado la presencia de material 

genético de Borrelia burgdorferi s.l. en esta garrapata en la Patagonia argentina 

(Saracho-Bottero et al., 2016; Sebastian et al., 2016). 
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10. Amblyomma triste Koch, 1844. Fue descrito por primera vez en 1844 en Uruguay. Es 

una especie de garrapata con distribución neártica y neotropical. Su distribución 

geográfica se limita a Argentina (Ivancovich, 1980), Bolivia (Lado et al., 2018), Brasil 

(Kohls 1956; Szabó et al., 2003), Colombia (Corrier et al 1978), Ecuador (Keirans, 

1984), Paraguay (Nava et al., 2007), Perú (Guglielmone et al., 2003a), Uruguay 

(Sampaio et al., 1992; Venzal et al., 2001) y Venezuela (Forlano et al., 2008). En 

Chile, existen registros de esta especie en perros del área rural de Arica, en el norte 

de Chile (Región de Arica y Parinacota) (Abarca et al., 2012). Desde el punto de vista 

vectorial, se ha demostrado en otros países material genético de Rickettsia parkeri 

(Venzal et al., 2004; Cicuttin y Nava, 2013; Melo et al., 2015), Candidatus Rickettsia 

andaenae (Abarca et al., 2012) y Ehrlichia (Ciccutin et al., 2020). 

 

11. Amblyomma parvitarsum Neumann, 1901. Es una especie sudamericana que se ha 

encontrado en: Argentina (Guglielmone y Nava 2006; Muñoz-Leal et al. 2014; 

Fantozzi et al. 2018); Bolivia (Muñoz-Leal et al. 2014); Perú (Muñoz-Leal et al., 2014). 

En Chile, se ha registrado en las regiones de Antofagasta, Arica y Parinacota y 

Atacama en vicuña (Vicugna vicugna), alpaca (Lama pacos), guanaco (Lama 

guanicoe), llama (Lama glama) y en la lagartija de James (Liolaemus jamesi) (Donoso, 

1953; Tagle, 1971; Alcaíno y Gorman, 1999; Muñoz-Leal et al., 2014).  Se encontraron 

larvas de A. parvitarsum en nueve localidades del norte de Chile y siete nuevos 

hospedadores en taxa reptiles (L. alticolor, L. andinus, L. copiapoensis, L. nigriceps, 

L. ornatus, L. patriciaiturrae, y L. pleopholis). Los registros en reptiles contribuyeron a 

confirmar que estos son hospedadores específicos de la larva de esta garrapata 

(Muñoz-Leal et al., 2014). Ha sido reportado la presencia de agentes rickettsiales en 

esta garrapata en Argentina y Chile (Ogrzewalska et al., 2016; Muñoz-Leal et al., 

2018b).  

 

12. Amblyomma tigrinum Koch, 1844. Es una garrapata neotropical que se ha encontrado 

solo en América del Sur, específicamente en Argentina, Bolivia, Brasil, Guyana 

francesa, Paraguay, Perú, Uruguay y Venezuela (Guglielmone et al., 2021). Su 

primera descripción en Chile fue realizada por Tagle y Álvarez (1957) en zorros 

(Pseudalopex spp.) provenientes de Arauco (Región del Biobío). Posterior a este 
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registro, se ha encontrado parasitando perros y zorros en Nahuelbuta (Región de la 

Araucanía), Valparaíso, Santo Domingo (Región de Valparaíso), Arauco, Concepción 

(Región del Biobío), Pirque y Santiago (Región Metropolitana) (Tagle, 1971; Muñoz y 

Casanueva, 2002; González-Acuña et al., 2003). Existen registros en aves, 

incluyendo la perdiz chilena (Nothoprocta perdicaria), la tórtola (Zenaida auriculata) y 

la codorniz californiana (Callipepla californica) en Ñuble (Región del Ñuble). Además, 

ha sido encontrada parasitando a un bovino (Bos taurus) proveniente de la localidad 

de Quirihue (Región de Ñuble) (González-Acuña et al., 2004b; González-Acuña et al., 

2006). El ultimo antecedente data de enero de 2008, donde se colectaron dos 

garrapatas adultas en un canino, de la localidad de Fachinal, Región de Aysén, Chile, 

que se encuentra a 250 m s.n.m., a orillas del lago General Carrera, en una región de 

transición entre la provincia biogeográfica de Bosque Valdiviano y la provincia de la 

Patagonia (Mastropaolo et al., 2008). Ha sido reportado en otros países la presencia 

de agentes rickettsiales en esta garrapata (Tomassone et al., 2010; Lado et al., 2014; 

Romer et al., 2020) y Ehrlichia (Cicuttin et al., 2017; Eberhardt et al., 2020). 

 

13. Complejo Riphicephalus sanguineus Latreille, 1806. Rhipicephalus sanguineus sensu 

stricto (s.s) se ha encontrado en las regiones neártica, neotropical y paleártica. La 

distribución geográfica neotropical abarca Argentina, Brasil, Chile y Uruguay. 

Mientras que, R. sanguineus sensu lato (s.l) tiene una distribución mundial, incluida 

una amplia gama en el Neotrópico en países como Antigua y Barbuda, Argentina, 

Aruba, Bahamas, Barbados, Belice, Bolivia, Bonaire, Brasil, Colombia, Costa Rica, 

Cuba, República dominicana, Ecuador, El Salvador, Guyana Francesa, Guatemala, 

Guyana, Haití, Honduras, Jamaica, Nicaragua, Panamá, Paraguay, Perú, Uruguay y 

Venezuela (Guglielmone et al., 2021).  

 
En Chile, esta especie fue reportada por primera vez por Tagle (1976), quien la 

encontró en perros en Santiago (Región Metropolitana). Luego se informaron 

numerosos hallazgos en perros y eventualmente gatos de Buin a Colina por Alcaíno 

(1985) y Alcaíno et al. (1990). El rango de distribución de esta garrapata es desde 

Arica hasta Osorno (Moreno y González-Acuña, 2015; Oyarzún-Ruiz et al., 2021). 

Además de perros y gatos, esta especie ha sido registrada en R. norvegicus en Chillán 

y cabras de San Ignacio (Región del Ñuble) (González-Acuña et al. 2003b, 2006a). 
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También se ha registrado en San Juan Bautista, en la Isla Robinson Crusoe desde 

un perro (González-Acuña et al., 2008), y en Isla de Pascua (Región de Valparaíso) 

(Troncoso et al., 2021).  

 

Rhipicephalus sanguineus s.l es una garrapata de origen africano que se ha 

diseminado a través de los humanos y sus perros (Keirans, 1992). La distribución 

geográfica de R. sanguineus es mundial, esta abarca de los 50° latitud norte y 35° 

latitud sur (Ramírez, 2014). En América, R. sanguineus está conformada por al menos 

dos linajes con distinta distribución biogeográfica y posiblemente distinta competencia 

vectorial (Moraes-Filho et al., 2015). El linaje tropical se encuentra relacionado 

filogenéticamente con garrapatas de África, mientras que el linaje templado, que se 

distribuye en localidades templadas de Argentina, Chile y Uruguay, y se relaciona con 

garrapatas del oeste de Europa (Nava et al., 2012; Chitimia-Dobler et al., 2017). El 

taxón nominal R. sanguineus (Latreille, 1806) se asoció recientemente con el "linaje 

templado", mientras que, el "linaje tropical" se denominó como Rhipicephalus linnaei 

(Audouin, 1826), lo cual se determinó realizando la secuenciación del genoma 

completo de R. linnaei de Australia, Fiji y Laos, con el ensamblaje de su ADN 

mitocondrial completo (~15 kb), lo cual permitió confirmar la identidad genética y la 

distinción de todas las demás especies conocidas dentro del complejo de especies 

(Šlapeta et al., 2021). 

 

En Chile, este complejo de especies se distribuye desde Arica en el extremo norte (18 

°29′01 “S) hasta Osorno en el sur (39 ° 49′11” S) (López et al., 2015, Abarca et al., 

2016, Oyarzún-Ruiz et al., 2021). Anteriormente, Díaz et al. (2018), demostró una 

distribución más amplia para el linaje tropical, abarcando hasta la latitud 22°S en Chile 

(Argentina, 23°S; Paraguay, 25°S; Brasil, 28°S), mencionando como el límite norte del 

linaje templado en Chile en la latitud 20°S y sugieren que las distribuciones de los 

linajes tropical y templado se superponen, formando una zona de transición de 

aproximadamente 200 km en la costa norte de Chile (desde Iquique hasta Tocopilla). 

Finalmente, data el antecedente de la presencia de garrapatas del complejo R. 

sanguineus s.s. en Chile insular (Troncoso et al., 2021). Varias poblaciones de ambos 

linajes son vectores de patógenos como Rickettsia rickettsii, Anaplasma platys o 
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Ehrlichia canis en América (Moraes-Filho et al., 2015; Ciccutin et al., 2015; Martínez-

Caballero et al., 2018; Di Cataldo et al., 2021). Para el caso de Chile existe evidencia 

en esta garrapata de Rickettsia felis en la Región Metropolitana y Región de Arica y 

Parinacota (Abarca et al., 2013) y de Ca. Rickettsia andaenae en Chile Insular 

(Troncoso et al., 2021).  

 

14. Ixodes guglielmonei Apanaskevich 2022. Garrapata de distribución neotropical, de la 

cual se han realizado colectas en Argentina (Provincia de Tierra del Fuego) y Chile 

(Provincia de Antártica Chilena). Todos los estadios conocidos de I. guglielmonei 

fueron recolectados de aves: Phalcoboenus australis (Falconiformes: Falconidae); 

Cinclodes fuscus (Passeriformes: Furnariidae) y Charadrius modestus 

(Charadriiformes: Charadriidae) (Apanaskevich et al., 2022). 

 
 2.3.1- ENFERMEDADES VECTORIALES EN CHILE 
 

En Chile, las enfermedades transmitidas por vectores no son frecuentes, sin embargo, 

existen registros en perros domésticos de dirofilariosis subcutánea (López et al., 2012b), 

tripanosomiasis (Correa et al., 1982), anaplasmosis (Abarca et al., 2007), ehrlichiosis 

(López et al., 2012a) y bartonelosis (Pérez-Martínez et al., 2009), mientras que, en gatos 

domésticos se ha diagnosticado tripanosomiasis (Correa et al., 1982; Schenone et al., 

1991) y bartonelosis (Zaror et al., 2002). Por otra parte, en humanos la enfermedad más 

importante transmitida por vectores es la tripanosomiasis y recientemente han ocurrido 

brotes de tifus de los matorrales, enfermedad transmitida por ácaros trombicúlidos. 

También existen registros aislados de dirofilariosis subcutánea y Borrelia (Maggi y 

Kramer, 2019). 

  

Específicamente las bacterias potencialmente patógenas registradas en Chile y que son 

transmitidos por artrópodos vectores son: Anaplasma platys (Abarca et al., 2007), 

Ehrlichia canis (López et al., 2012), Ca. Rickettsia andeanae, Rickettsia felis (Abarca et 

al., 2013a; Abarca et al., 2013b; Troncoso et al., 2021), Borrelia chilensis VA1 (Ivanova 

et al., 2014; Verdugo et al., 2017 y Candidatus Orientia chiloensis (Weitzel et al., 2018; 

Abarca et al., 2020) (Tabla 2). 
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Tabla 2. Recopilación de microorganismos transmitidos por vectores indicando 

hospederos registrados en Chile (elaboración propia). 

Microorganismo Hospedero Referencias 

Dirofilaria repens Caninos 
Humanos 

Pérez y Arce, 2007 
López et al., 2012b 
 

Hepatozoon canis Garrapatas 
Roedores  

Muñoz-Leal et al., 2019a 
Alabí et al., 2021 

Trypanosoma cruzi Caninos 
Humanos 

Schenone et al., 1986 
Burchard et al., 2016 

Anaplasma platys 

Anaplasma phagocytophilum 

 

Caninos 
Garrapatas 
Equinos 
Pudú 

Abarca et al., 2007 
López et al., 2007 
Weinborn et al., 2018 
Muñoz-Leal et al., 2019a 
Acosta-Jamett et al., 2020 
Hurtado et al., 2020 
Santodomingo et al., 2023 

Bartonella henselae 

Bartonella rochalimea 

Bartonella vinsonii subsp. 

berkhoffi 

 

Felinos 
Roedores 
Pulgas 
Caninos 
Humanos 

Zaror et al., 2002 
Ferres et al., 2005 
Pérez-Martínez et al., 2009 
Troncoso et al., 2016 
Müller et al., 2017 
Núñez et al., 2017 
Müller et al., 2020 
Weinborn-Astudillo et al., 2020 
Sepúlveda-García et al., 2023 

Borrelia spp. 
Borrelia chilensis 

Garrapatas 
Roedores 

Abarca et al., 1996 
Neira et al., 1996 
Ivanova et al., 2014 
Verdugo et al., 2017 
Muñoz-Leal et al., 2019a 
Sánchez et al.,2020 
Thompson et al., 2021 

Ehrlichia canis 

Ehrlichia spp. 
Caninos 
Humanos 
Pingüinos 
Garrapatas 

López et al., 1999 
López et al., 2003 
López et al., 2012a 
Muñoz-Leal et al., 2019b 

Mycoplasma spp. Zorros 
Murciélagos 

Alabí et al., 2010 
Cabello et al., 2013 
Vergara et al., 2016 
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Caninos 
Roedores 
Felinos 
Guiña 

Soto et al., 2017 
Millán et al., 2019 
Di Cataldo et al., 2021 
Echeverry et al., 2021 

Rickettsia felis 

Candidatus Rickettsia 
andaenae 

Caninos 
Zorros 
Pulgas 
Garrapatas 

López et al., 2007 
Labruna et al., 2007 
Abarca et al., 2013a 
Cabello et al., 2013 
Poo-Muñoz et al.,2016 
Müller et al., 2018a 
Muñoz-Leal et al., 2019a 
Moreno-Salas et al., 2020 
Troncoso et al., 2021 
Di Cataldo et al., 2022 
Millán et al., 2023 

Candidatus Orienta 
chiloensis 

Caninos 
Humanos 
Ácaros 

Abarca et al., 2018 
Weitzel et al., 2018 
Abarca et al., 2020 
Weitzel et al., 2020 
Silva de la Fuente et al., 2023 

 

A continuación, se abordan los tres géneros de bacterias, en las que está enfocada la 

presente investigación.   

 

2.4. BACTERIAS DEL GÉNERO BORRELIA 

2.4.1 TAXONOMÍA 
 
Las especies incluidas en el género Borrelia son bacterias pertenecientes al Phylum 

Spirochaetes, clase Spirochaetes y orden Spirochaetales, en el cual se incluyen cinco 

Familias: Spiroquetaceae, Braquispiraceae Lepstospiraceae, Brevinemataceae y 

Borreliaceae (Trevisan et al., 2021). La última Familia contiene dos géneros: Borrelia y 

Cristispira (Trevisan et al., 2021). Dentro del género Borrelia, se han descrito especies 

transmitidas por vectores artrópodos, las que presentan una patogenicidad variable en 

hospedadores mamíferos, aves y reptiles (Margos et al., 2011; Stanek y Reiter, 2011; 

Brisson et al., 2012; Cutler et al., 2017). El género comprende actualmente 60 especies 

propuestas y nombradas, varias de las cuales tienen el estado de "Candidatus", lo que 

significa que no se dispone de aislados cultivados (Stackebrandt et al. 2002; Wolcott et 
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al., 2021; Margos et al., 2022). 

 
La clasificación de las infecciones causadas por especies patógenas de Borrelia ha 

cambiado a través del tiempo. En un principio se clasificaban en cinco grupos: a) fiebre 

recurrente (FR), causada por B. recurrentis (El- Bahnsawy et al., 2012); b) borreliosis 

aviar, causada por B. anserina (Saif, 2013); c) borreliosis bovina, asociada con B. theileri 

(Smith et al., 1978); d) aborto enzoótico bovino, relacionado B. coriaceae (Teglas et al., 

2011); e) Borreliosis de Lyme o enfermedad de Lyme (EL), causada por diferentes 

especies del complejo B. burgdorferi sensu lato (s.l) (Socolovsch et al., 2009). 

Posteriormente, estos cinco grupos fueron reducidos a solo dos: Grupo enfermedad de 

Lyme (EL) y grupo fiebre recurrente (FR) (Wang y Schwartz, 2011). Para esta última se 

describieron dos formas clínicas: (1) la epidémica transmitida por piojos y (2) la endémica 

transmitida por garrapatas blandas del género Ornithodoros o garrapatas duras del 

género Ixodes spp. (Anda et al., 1996; Krause et al., 2013). Actualmente, Borrelia se 

clasifica en tres grupos, incorporándose a los dos anteriores el grupo asociado a reptiles 

(REP), aunque se desconoce si causan enfermedad en humanos (Cutler, 2010; Takano 

et al., 2010; Margos et al., 2011; Stanek y Reiter, 2011). 

 

Posteriormente, basado en análisis filogenéticos moleculares, el género Borrelia se 

dividió en dos géneros: un género enmendado de Borrelia que contiene los agentes 

causales de la fiebre recurrente (FR) y el género Borreliella gen. nov. que contiene los 

agentes causales de la enfermedad de Lyme (EL) (Adeolu y Gupta, 2014). Sin 

embargo, dicha propuesta fue rechazada por Margos et al. (2017, 2020), debido a que 

no se incluyó material tipo para todas las especies, lo cual es relevante para efectos 

taxonómicos (Konstantinidis y Tiedje, 2005; Tindall et al., 2010; Varghese et al., 2015; 

Garrity, 2016). Luego, dos estudios independientes evaluaron la propuesta de la 

separación de género considerando dos enfoques para la delimitación de estos, 

concluyendo que el nuevo género propuesto no estaba suficientemente respaldado (Xin 

et al., 2014; Margos et al., 2018; Estrada-Peña y Cabezas-Cruz, 2019). Por ende, en el 

presente estudio fue utilizada la clasificación descrita por Wang y Schwartz (2011). 
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2.4.2 GENÉTICA 

El genoma de Borrelia es relativamente pequeño, está compuesto por un cromosoma de 

ADN lineal de aproximadamente 1 Mpb, con 21 plásmidos (12 circulares y 9 lineales) que 

corresponden al 40% del total del ADN de la bacteria (Tilly et al., 2008). El genóforo 

bacteriano contiene 853 genes (Agüero-Rosenfeld et al., 2005), con una relación de 

guanina-citosina que oscila entre el 23 y el 32% (Fraser et al., 1997). Es considerado uno 

de los genomas más complejos dentro de los procariotes (Porcella y Schwan, 2001), 

puesto que, aproximadamente 8% de todos los marcos de lectura abiertos (ORF) 

codifican lipoproteínas y el 6% está dedicado a motilidad y quimiotaxis (Fraser et al., 

1997).  

En comparación con los genomas más largos de la mayoría de las bacterias de vida libre, 

el genoma de B. burgdorferi s.l. contiene al menos 132 genes que codifican para 

lipoproteínas, donde las proteínas de membrana externa (Osp’s) son 

predominantemente inmunogénicas (Escudero-Nieto y Guerrero-Espejo, 2005). 

Además, presenta una organización única de los genes que codifican para las 

subunidades ribosomales del ácido ribonucleico (ARNr). Tienen una copia simple del gen 

de la subunidad 16S (rrs) y dos copias repetidas en tándem de los genes que codifican 

para las subunidades 23S (rrl) y 5S (rrf) (Davidson et al., 1992). También se ha 

demostrado que en estos microorganismos los genes rrs están alejados de los genes 

rrl/rrf, y se expresan de forma separada (Fukunaga et al., 1992).  

En relación a la estructura de la envoltura externa, destaca la presencia de dos 

lipoproteínas externas de superficie, denominadas ospA y ospB (de 29-31 kDa y 34 kDa 

respectivamente) codificadas por genes localizados en el plásmido lineal (Barbour et al., 

1986). La lipoproteína ospA se expresa exclusivamente en aislados procedentes de 

garrapatas, antes de producirse la alimentación hemática.  

Dattwyler y Luft, (1989), describieron la presencia de otra lipoproteína externa de 

superficie, denominada ospC (22-25 kDa), cuya producción es iniciada por la espiroqueta 

en garrapatas que se han alimentado. Según Fung et al. (1994), la lipoproteína ospC 

está presente en la mayoría de las cepas europeas y raramente en las cepas 

norteamericanas. Muchas poblaciones de Borrelia, producen ospA y ospC cuando están 
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en los intestinos de la garrapata, otras producen lipoproteína externa de un solo tipo y 

algunas no la producen (Ohnishi et al., 2001).  

Además de estas lipoproteínas de membrana, B. burgdorferi posee un sistema genético 

con el potencial de generar variaciones antigénicas en las moléculas de superficie, un 

sistema de proteína mayor variable (Vmp) que codifica para lipoproteínas expuestas de 

superficie de dos clases de tamaño: proteína variable pequeña (Vsp) y proteína variable 

grande (Vlp) (Porcella y Schwan, 2001).  

Entre los antígenos de Borrelia más importantes figuran la flagelina, la proteína mayor 

estructural del flagelo, las proteínas de choque térmico, las proteínas de membrana y 

otras proteínas de función desconocida (Montes et al., 2014). No se reconocen genes 

que codifiquen para toxinas, por lo tanto, la infección causada por este patógeno se 

produce por la migración a través de los tejidos, adherencia a las células del hospedador, 

respuesta inmunomediada y la evasión del sistema inmune (Steere, 2004). Además, el 

microorganismo carece de la maquinaria para la síntesis de nucleótidos, aminoácidos, 

ácidos grasos y cofactores enzimáticos, lo cual debe obtener del hospedero (Stanek et 

al., 2012).  

 
2.4.3. GENOESPECIES 
 
El género Borrelia fue descrito por primera vez por Swellengreb 1907 (Skerman et al., 

1989) con Borrelia anserina elegida como especie tipo. El género comprende 

actualmente 45 especies nombradas (LPSN bacterio.net), incluidas 21 especies dentro 

del grupo asociado a la fiebre recurrente (RF), 23 especies dentro del grupo asociado a 

la borreliosis de Lyme (LB) (Tabla 3) (Fig. 1) (Casjens et al., 2011; Margos et al., 2011; 

Stanek y Reiter, 2011; Ivanova et al., 2014; Margos et al., 2014; Pritt et al., 2016; Margos 

et al., 2022) siendo registradas hasta la fecha seis de ellas patógenas para el ser 

humano (Pritt et al., 2016) y una especie (B. turcica) dentro del nuevo grupo asociado a 

reptiles. 

 

Para definir una nueva genoespecie, el espaciador intergénico 5S–23S, ospA, o el locus 

de flagelina (flaB) o la proteína de superficie externa (osp) C, otros objetivos 

cromosómicos de copia única como hbb, rrf -rrl, polC, SrRNK, p66, recA, bmpA, rpoB, 
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rpoC y gyr, u objetivos unidos a plásmidos como dbpA, vlsE y proteínas de superficie 

externa (ospA, ospB, ospC) (Lohr et al., 2022) juegan un papel importante para la 

discriminación de especies y linajes dentro de la especie B. burgdorferi s.s. (Wang et al., 

2014). Un inconveniente importante para efectuar filogenia, es el hecho de que algunos 

objetivos moleculares, especialmente los genes diana codificados por plásmidos (p. ej., 

ospA, ospB, ospC), tienen una alta variabilidad inter e intracepa, lo que puede provocar 

a pérdidas de amplificación (resultados falsos negativos). Otros (por ejemplo, flagelina: 

fla) no pueden discriminar entre las diferentes genoespecies de Borrelia debido a su 

naturaleza genética más conservada, por lo cual, se cree que los ensayos dirigidos a 

genes codificados por plásmidos, son más sensibles que los dirigidos a genes 

cromosómicos (Lohr et al., 2018),  limitaciones analíticas y variabilidades que han llevado 

a la recomendación de que las pruebas moleculares deben emplear al menos dos 

secuencias diana de ADN diferentes para aumentar la fiabilidad diagnóstica (Fingerle et 

al., 2016, Hoffman et al., 2021), y desde 2006, se han propuesto varios esquemas de 

tipificación de secuencias multilocus, de 8 genes housekeeping localizados 

cromosomalmente (Rudenko et al., 2011b),  

 

Originalmente, se pensó que B. burgdorferi s.l era el único patógeno que causaba la 

enfermedad (Krupka et al., 2007), sin embargo, de las genoespecies descritas, la  única 

especie de Borrelia que causa enfermedad en América del Norte en humanos es B. 

burgdorferi sensu stricto (s.s) (denominada B. burgdorferi), mientras que, en Europa, al 

menos cinco especies de Borrelia (Borrelia afzelii, Borrelia garinii, B bissettiae, Borrelia 

spielmanii y Borrelia bavariensis) pueden causar la enfermedad, lo que conlleva a un 

mayor espectro de manifestaciones clínicas (Rudenko et al., 2011a). 

 

Además, otras especies (Borrelia lusitaniae y       Borrelia valaisiana), se han detectado 

de forma esporádica en humanos, no siendo reconocidas como patógenos de 

importancia en salud humana (Fingerle et al., 2008; Rudenko et al., 2009a).  
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Fig. 1. Distribución global y dispersión de genoespecies de Borrelia del complejo 

Lyme (Margos et al., 2022). 

 
Tabla 3. Genoespecies del complejo Borrelia burgdorferi (Adaptado de Krupka et al., 

2007; Margos et al., 2011; Margos et al., 2022). 

 

Especie Distribución geográfica Referencias 

B. burgdorferi sensu stricto* EE.UU., Europa 
Occidental 

Johnson et al.,1984 

B. garinii * Europa, partes de Asia Baranton et al.,1992 

B. afzelii * Europa, partes de Asia Canica et al.,1993 

B. japonica Japón Kawabata et al.,1993 

B. andersonii Norteamérica Marconi et al.,1995 

B. tanukii Japón Fukunaga et al., 1996a–c 

B. turdi Japón Fukunaga et al., 1996a–c 

B. valaisiana Europa, partes de Asia Wang et al.,1997 

B. lusitaniae Europa Central y 
Mediterránea 

Le Fleche et al.,1997 

B. sínica China Masuzawa et al. 2001 

B. spielmanii * Europa Richter et al., 2006 
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B. bissettiae * EE.UU. Postic et al., 2007 

B. californiensis EE.UU. (Oeste) Postic et al., 2007 

B. yangtze China Chu et al., 2008 

B. americana Norteamérica Rudenko et al., 2009c 

B. bavariensis* Europa Margos et al., 2009 

B. kurtenbachii Norteamérica Margos et al., 2010 

B. finlandensis Europa Casjens et al., 2011 

B. carolinensis EE.UU. (Sureste) Rudenko et al., 2011a 

B. chilensis Chile Ivanova et al., 2014 

B. mayonii Norteamérica Pritt et al., 2016 

B. lanei Norteamérica Margos et al., 2017b 

B. maritima Norteamérica Margos et al., 2020b 

*patógenas para humanos. 
 

2.4.4 FILOGENIA DE BORRELIA 
 
El ancestro común de todas las especies de Borrelia parece ser un parásito obligado que 

interactuó exclusivamente con o dentro de los entornos del vector y del hospedero, por 

ende, tanto los vectores y hospederos constituyen el entorno selectivo al que Borrelia debe 

adaptarse para maximizar su supervivencia y la eficacia de transmisión (Haven et al., 

2011). La red de interacciones entre Borrelia, vectores y hospederos crea presiones de 

selección que impulsan la evolución de Borrelia (Tsao, 2009, Haven et al., 2011), afectan 

la migración y las distribuciones geográficas de Borrelia (Comstedt et al., 2011; Vollmer et 

al., 2011; Vollmer et al., 2013; Seifert et al., 2015; Khatchikian et al., 2015; Munro et al., 

2019; Norte et al., 2020), y dan forma a las tasas de mutación y la deriva genética (Brisson 

et al., 2012), aunque las dos últimas fuerzas evolutivas son difíciles de discernir en las 

poblaciones naturales, y han dado como resultado adaptaciones moleculares divergentes 

que pueden conducir a una mayor especialización en un subconjunto de vectores o 

huéspedes. En muchos casos, la mayor especialización aumenta las presiones selectivas 

sobre otras moléculas para aumentar la eficacia de sus interacciones con moléculas en 
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algunos hospederos o vectores a costa de disminuir la eficacia de interacción en otras 

especies de huéspedes o vectores (Wang et al., 2001; Tufts et al., 2019).  

 

La hipótesis para evaluar la evolución del género Borrelia, se ha propuesto de tipo 

“funcional” probando si se comparten proteínas con la misma función. Estos autores 

identificaron que solo existen diferencias funcionales marginales entre las especies de 

Borrelia, incluidas las especies RF y LB: la diferencia general entre géneros separados 

bien aceptados (es decir, Treponema y Leptospira) fue mucho mayor que entre las 

especies de RF y LB. Las redes filoproteómicas evaluadas en el estudio realizado por 

Estrada-Peña y Cabezas-Cruz (2019) fueron más eficaces que otros métodos (incluidos 

POCP y CSI/CSP) para evaluar la relación evolutiva entre taxones y concluyeron de forma 

independiente que existe poco apoyo para dividir el género Borrelia. 

 

Además, los estudios ecológicos y genéticos han revelado cómo la variación en estos 

mecanismos moleculares ha seguido dando forma a la evolución de Borrelia, impulsando 

cambios en el flujo de genes y la distribución geográfica, y alterando los efectos de la 

mutación y la deriva genética (Brisson et al., 2012; Khatchikian et al., 2015; Seifert et al., 

2015) 
 
2.4.5 CICLO BIOLÓGICO  
 
Borrelia es transmitida por ectoparásitos hematófagos, principalmente por garrapatas y 

piojos, aunque en casos raros y experimentalmente pueden ser transmitidos por moscas 

de caballo, mosquitos y pulgas (Magnarelli et al., 1987). 

 

Uno de los componentes más importantes para entender la ecología de la borreliosis, es 

la identificación de los hospedadores y reservorios del ciclo natural (ciclo enzootico), 

puesto que, estos mantienen la población de garrapatas portadoras del microorganismo 

(Derdáková y Lencáková, 2005). El ciclo enzoótico involucra a las garrapatas de la Familia 

Ixodidae como principales vectores, y a los pequeños mamíferos y aves como reservorios 

(Anderson, 1988).  

 

En el vector, la transmisión de Borrelia puede ser transovárica o transestadial, sin 

embargo, es importante tener en cuenta que la transmisión está intrínsecamente 
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relacionada con la cepa, la región geográfica, la especie de Borrelia y la asociación con 

otros patógenos (Hoogstraal, 1985). Las garrapatas de la Familia Ixodidae pueden 

soportar ambos modos de transmisión (Smith et al., 1978; Burgdorfer et al., 1985). Dentro 

de las garrapatas del género Ixodes que sirven como vectores, las especies I. scapularis, 

I. pacificus e I. ricinus, son consideradas           vectores competentes de B. burgdorferi (Barbour 

y Cook, 2018).  

 

Algunas de las garrapatas de la Familia Ixodidae necesitan de tres hospedadores para 

completar su ciclo, es decir, son aquellas especies en que ambas mudas tienen lugar en 

el suelo, de modo que las garrapatas en estado de ninfa deben encontrar un segundo 

hospedador y las adultas un tercero después de la muda (Kierans et al., 1999; Jongejan y 

Uilenberg, 2004). Generalmente parasitan a los roedores o pequeños mamíferos, aves y 

reptiles, pero también se alimentan de grandes mamíferos incluyendo ciervos (Keirans et 

al., 1999). Adquieren el patógeno cuando se alimentan de estos hospedadores 

vertebrados infectados (Fig. 2) o por medio de   la co-alimentación, o sea, cuando la 

espiroqueta pasa desde una garrapata infectada a otra no infectada, situación que se da 

en un hospedador con hiperparasitismo, y que aún no presente la infección sistémica 

(Derdáková y Lencáková, 2005; Caimano et al., 2007). 

 

 

Fig. 2. Ciclo de transmisión de las tres principales especies patógenas de Borrelia 

burgdorferi s.l en Europa (Gray y Kahl, 2022). 

Como modelo para explicar el ciclo de Borrelia asociada a EL se puede emplear el ciclo 

40

It is clear that the precise composition of the vertebrate fauna within a habitat can 
have a profound effect on the abundance of infected ticks, especially in relation to 
the relative proportions of non-reservoir hosts, such as deer, and the important spi-
rochaete reservoir hosts such as voles, wood mice and ground-feeding passerine 
birds. In most habitats with high vertebrate diversity, infected tick abundance is 
likely to be high, but where deer occur at very high densities, tick infection rates 
may be low [32]. This latter situation is common on tick-infested agricultural land 
where sheep and cattle, which are of very limited reservoir competence, are the 
main hosts of all stages [53, 54].

2.9  Environmental Measures for Prevention 
of Lyme Borreliosis

The overall objective of environmental measures for the prevention and control of 
LB should be to reduce the contact rate between people and infected ticks. This may 
be achieved in a variety of ways, preferably in combination. They include the 

Larvae acquire infections
from infected hosts

Larvae very
rarely
infected

?

Spirochaetes very
rarely infect eggs

Hedgehogs may
become infectious

Females feed mainly
on large non-reservoir
hosts that are
dead-ends for the
spirochaetes

Spirochaetes survive
the moult to the adult

B. afzelii

B. garinii

Borrelia burgdorferi s.s.

Spirochaetes survive
the moult to the nymph

Nymphs infect new
hosts and may acquire
new infections

© Bernard Kaye and Jeremy Gray

Fig. 2.4 Transmission cycle of the three main pathogenic Borrelia burgdorferi sensu lato geno-
species in Europe. The size of coloured circles indicates the relative prevalence of the genospecies 
in the hosts and tick, and the size of the hosts indicates their relative signi!cance in the tick life 
cycle in a typical woodland habitat. Hedgehogs are known to transmit all three genospecies, but 
their overall contribution to genospecies circulation is unknown

J. Gray and O. Kahl
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de vida de I. scapularis portador más común en E.E.U.U de B. burgdorferi, de 

aproximadamente 2 años (Márquez-Jiménez et al., 2005), existiendo 3 estadios en su 

desarrollo: larva, ninfa y garrapata adulta dimórfica, por ende, necesita de tres periodos 

de alimentación (Ostfeld et al., 2006). Las larvas y ninfas pueden parasitar a casi todos 

los animales de endotermos y también a los reptiles, aunque se alimentan mejor sobre 

pequeños mamíferos, mientras que, las hembras necesitan alimentarse de la sangre de 

grandes animales como ciervos, ovejas, vacas y perros (Guerrero, 2001). Las larvas de 

garrapatas raramente son infectadas (Mather y Mather, 1990), mientras que, el 25% de 

las ninfas y el 50% de las hembras adultas estan infectadas después de alimentarse de 

un hospedador reservorio infectado (Montes et al., 2014). 

 

 2.4.6. SITUACIÓN BORRELIA GRUPO LYME EN CHILE 
 
La presencia de la enfermedad conocida como borreliosis en Chile no se ha esclarecido, 

a pesar de los antecedentes clínicos publicados. Se sospechó por primera vez su 

presencia en 1989 en 25 pacientes con patología neurológica de etiología no precisada 

(Barahona et al., 1989). El estudio se basó en diagnóstico clínico y serológico a través de 

ELISA, sin embargo, el agente no pudo ser aislado para su confirmación. En la misma 

época, un caso de eritema crónico migrans (ECM) fue comunicado en Chile, este caso 

presentó las características clásicas de este tipo de lesión, revelando el estudio de la 

biopsia cutánea microorganismos de forma espirilar (Berner et al., 1989). Algunos años 

más tarde se describió otro caso de ECM con respuesta favorable al tratamiento 

antimicrobiano (Guzmán y Neira, 1993). Posteriormente, 118 pacientes con signos y 

síntomas sugerentes de EL derivados de los servicios de Neurología y Dermatología, 

fueron estudiados en Chile (Neira et al., 1996), de estos, solo cinco (4,2%) reaccionaron 

a la técnica serológica de ELISA e IFAT, sin embargo, el estudio de confirmación 

(Inmunoblot) y bacteriológico no pudo confirmar la presencia de EL en ellos. El ultimo 

antecedente publicado fue el de un paciente de 9 años de edad con antecedentes previos 

de contacto con un hámster traído desde Alemania, con signología neurológica 

compatible, que posteriormente fue confirmado mediante técnicas de ELISA e Inmunoblot 

con la presencia de anticuerpos IgM (Abarca et al., 1996). Estos resultados llevaron a 

concluir que no se contaba con evidencia suficiente para confirmar la presencia del agente 

en el país. No obstante, a partir de estos estudio surgieron hipótesis tales como la posible 
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existencia de una cepa local de Borrelia antigénicamente diferente o con perfil 

epidemiológico distinto al investigado en el estudio (Neira et al., 1996).  

 

En enero de 2008, el Colegio Médico de Chile denunció que al menos cinco facultativos 

que realizaban su beca de psiquiatría en el Hospital del Salvador en la comuna de 

Providencia en la Región Metropolitana, sufrieron lesiones cutáneas las que atribuyeron a 

picaduras de pulgas. Tras capturar un artrópodo y enviarlo a analizar, confirmaron que se 

trataba de ácaros de los roedores. Se procedió entonces a la toma de muestras de sangre 

de los posibles afectados, las que fueron enviadas al Instituto de Salud Pública (ISP). 

Cuatro de los 15 médicos muestreados resultaron positivos y uno indeterminado para la 

presencia de anticuerpos anti Borrelia. Frente a este hecho, el 25 de Enero de 2008 el 

Subsecretario de Redes Asistenciales, Ricardo Fábrega, declaró que en Chile no existe la 

enfermedad de Lyme ni su agente, y que los análisis hechos a los afectados no confirman 

la presencia de la enfermedad. Por su parte, la doctora en infectología de la Pontificia 

Universidad Católica de Chile, Katia Abarca, descartó la existencia de la enfermedad de 

Lyme y su vector (Villanueva, 2009).  

 

Otro estudio hecho con el objeto de detectar la presencia de B. burgdorferi en garrapatas 

chilenas, fue realizado por Osorio (2001) que analizó un total de 62 garrapatas 

recolectadas de roedores silvestres (Abrothrix longipilus, A. olivaceus y R. rattus) y un 

pudú, a través de PCR. Las garrapatas correspondían a Ixodes sigelos obtenidas de los 

roedores e Ixodes stilesi aisladas del cérvido. A pesar de que todos los elementos 

requeridos para el ciclo enzoótico de B. burgdorferi estaban presentes en el país, los 

resultados obtenidos por medio de este ensayo fueron negativos.  

 
Posteriormente en el año 2014, Ivanova y colaboradores, a partir de dos grupos de 

garrapatas de I. stilesi obtenidas desde la vegetación del bosque valdiviano y de ratón 

colilargo (O. longicaudatus), realizaron la búsqueda de Borrelia mediante el cultivo 

microbiológico y análisis molecular. El primero reveló microorganismos morfológicamente 

similares a espiroquetas luego de 1 semana de incubación en medio Barbour-

Stoenner-Kelley (BSK)-H, y en el segundo, se logró caracterizar ADN de Borrelia por 

tipificación de genes housekeeping y secuenciación de otros cinco loci (genes ribosómicos 

16S y 23S, espaciador intergénico 5S-23S, flaB y ospC). Resultados genéticos que al 
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contrastar con la cepa de referencia B. burgdorferi B31A3, permitió concluir que se trataba 

de una nueva genoespecie, la número 20 dentro del grupo de EL en ese momento, 

denominándose en honor a su país de origen como Borrelia chilensis VA1. 

 

Posteriormente, Verdugo y colaboradores en el año 2017, lograron detectar la presencia 

de ADN de Borrelia en garrapatas I. stilesi obtenidas de pudú, empleando los marcadores 

moleculares del gen fla y ARNr 16s. Los análisis filogenéticos colocaron estas muestras 

en el mismo clado que B. chilensis VA1 previamente descrito en Chile. Estos hallazgos 

sugerían que I. stilesi puede jugar un papel en la persistencia local de B. chilensis, sin 

embargo, se requerían más estudios para comprender completamente los mecanismos 

de transmisión natural y el posible riesgo de infección en humanos.  

 

2.5. BACTERIAS DEL GÉNERO RICKETTSIA 
 
Las rickettsias son un grupo de bacterias que filogenéticamente ocupan una posición entre 

bacterias y virus. Estos patógenos están incluidos en el orden Rickettsiales, tribu 

Rickettsiae y Familia Rickettsiaceae. La Familia Rickettsiaceae comprende tres géneros: 

Rickettsia, Orientia y Ehrlichia. Las rickettsias son parásitos intracelulares estrictos,  

anteriormente, el género Coxiella estaba incluido en la Familia Rickettsiaceae, pero ahora 

ha sido excluido porque, a diferencia de otros géneros de la Familia Rickettsiaceae, los 

organismos Coxiella no son principalmente parásitos intracelulares obligados, y pueden 

crecer en medios libres de células (Parija, 2023) 

 

Las rickettsiosis son enfermedades infecciosas de carácter zoonótico, causadas por 

bacterias del orden Ricketsiales, transmitidas al humano a través de artrópodos vectores 

(Renvoisé y Raoult, 2009; Merhej y Raoult, 2011), como garrapatas, pulgas y piojos; 

asimismo, pueden infectar varias especies de vertebrados terrestres (Ricketts, 1907; 

Perlman et al., 2006; Walker, 2007; Parola et al., 2013). 

Actualmente, las enfermedades producidas por Rickettsia son reconocidas mundialmente 

como enfermedades emergentes y re-emergentes, y su epidemiología se encuentra 

estrechamente relacionada con la presencia del vector específico (Merhej et al., 2014). 

Hasta hace pocos años, Rickettsia rickettsii era la única especie patógena transmitida por 



31	

 
31 

garrapatas en América; sin embargo, el avance de los métodos de diagnóstico molecular 

ha permitido describir nuevas especies en las últimas décadas, como es el caso de 

Rickettsia parkeri (Parola et al., 2013). Aunque para algunas especies de Rickettsia su 

patogenicidad aún no ha sido confirmada, las bacterias de este género pueden ser 

consideradas como potenciales patógenos (Parola et al., 2013), y son responsables de 

enfermedades leves a mortales, como el tifus epidémico y la fiebre maculosa de las 

Montañas Rocosas (Raoult y Roux, 1997) 

Los microorganismos del género Rickettsia son alfa-proteobacterias intracelulares 

obligadas, de morfología cocobacilo de entre 0.7- 2.0 μm de longitud y de 0.3-0.5 μm de 

ancho, Gram negativas y no formadoras de esporas (Weinert et al. 2009; Weinert et al., 

2015). Estos microorganismos viven en estrecha asociación con una amplia gama de 

hospedadores, incluidos artrópodos, vertebrados, plantas, algas, anélidos, amebas, 

ciliados y medusas (como hospedadores primarios y vectores) (Parola et al., 2013; Pilgrim 

et al., 2020).  

 

2.5.1 TAXONOMÍA 
 
El género Rickettsia comprende 35 especies válidas de bacterias cocobacilos 

intracelulares (https://lpsn.dsmz.de/genus/rickettsia) que pueden infectar varios taxones 

eucariotas, con un marcado proceso de dispersión a través de varias clases de artrópodos, 

particularmente entre ácaros, garrapatas e insectos (Dykova et al., 2003; Merhej et al., 

2014; Murray et al., 2016). Estos microorganismos son miembros del Orden Rickettsiales, 

el cual incluye tres Familias: Anaplasmataceae, Rickettsiaceae y “Candidatus 

Midichloriaceae” (Montagna, 2013); los cuales comprenden diferentes géneros 

bacterianos que incluyen varias especies patógenas de importancia humana y animal 

como Anaplasma, Ehrlichia, Neorickettsia, Rickettsia y Orientia spp. (Lu et al., 2019). 

 

Las rickettsias representan un linaje antiguo que establece interacciones ecológicas 

complejas y cambiantes entre sus hospederos invertebrados, particularmente en varios 

taxones donde se consideran endosimbiontes (Dykova et al., 2003; Perlman et al., 2006; 

Perotti et al., 2006; Merhej et al., 2014; Murray et al., 2016). 

 

https://lpsn.dsmz.de/genus/rickettsia
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2.5.2. GÉNETICA 
 
Las rickettsias tienen genomas pequeños de entre 1.1–2.3 Mb como resultado de la 

evolución por reducción (perdida de genes). El contenido de G+C varía entre 33% y 29%. 

Distintas especies tienen diferentes temperaturas optimas de crecimiento, pero en general 

varían entre 32 y 35°C (Andersson y Andersson, 1996; Fournier y Raoult, 2009). 

Investigaciones posteriores han revelado varias características genéticas y evolutivas 

dentro de estas bacterias como (i) un alto grado de sintenia genómica entre especies; (ii) 

evolución reducida posiblemente en relación con su estricto estilo de vida intracelular; (iii) 

un enriquecimiento en contenido de A+T, homopolímeros poli A/T; (iv) la falta de algunas 

vías metabólicas para las cuales las células huésped proporcionan los metabolitos que 

faltan; (v) maquinaria conjugativa y mecanismos de adhesión al huésped y motilidad; y (vi) 

una distribución variable de plásmidos (Andersson et al., 1998; Ogata et al., 2001; Blanc 

et al., 2007; Gillespie et al., 2008; Gillespie et al., 2015; El Karkouri et al., 2016). 

 

Aunque inicialmente se pensó que carecía de plásmidos, en varias Rickettsia spp. se 

demostró que albergan dichos elementos genéticos móviles (El Karkouri et al., 2017), si 

bien no se encontró una asociación entre la patogenicidad y la adquisición de factores de 

virulencia en Rickettsia spp. (Darby et al., 2007), otros estudios asociaron el aumento de 

la virulencia con la reducción del genoma en este género (Fournier et al., 2009). 

 

2.5.3 GENOESPECIES 
 
Inicialmente para definir género, grupo y especie de Rickettsia, era necesaria la 

secuenciación de cinco genes: ARNr 16S (rrs), gltA, ompA, ompB y sca4 (gene D) 

(Fournier et al., 2003). De acuerdo con los anteriores criterios, para que sea considerada 

una nueva especie de Rickettsia, no debe tener más de uno de los siguientes grados de 

similaridad con las demás especies de Rickettsia validadas: ≥99.8 y ≥99.9% para los 

genes rrs y gltA, respectivamente. De ≥98.8, ≥99.2 y ≥99.3% para ompA, ompB y el gen 

D, respectivamente (Fournier et al., 2003). Posteriormente, un estudio realizado por (Diop 

et al., 2020), basados en la secuencia del genoma a la relación estándar de oro de 

hibridación ADN-ADN (DDH), y en particular la identidad de nucleótido promedio (ANI), 
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menciona que para ser clasificado como una nueva especie de Rickettsia, un aislado no 

debe presentar valores de DDH u ANI con una especie de Rickettsia con un nombre 

válidamente publicado igual o superior a 92,30% y 99,19%, respectivamente. El ultimo 

antecedente de Chung et al. (2022), destaca que el ARN ribosómico 23S (ARNr 23S) se 

expresa constitutivamente, es potencialmente más estable y tiene un mayor número de 

copias que los objetivos de ADN o ARNm diseñados más tradicionalmente. Incluso existen 

más copias de ARNr 23S por célula de Rickettsia que el objetivo de ADN cromosómico de 

una sola copia. Los genes ARNr 23S y 5S ARNr, están bien conservados entre las 

Rickettsia, incluidas aquellas que son patógenas para los humanos. Esta disposición de 

genes es diferente del operón de ARNr 16S (rrs). Este arreglo de genes, y más 

específicamente, las secuencias conservadas que flanquean la región intergénica 23S 

ARNr y 5S ARNr ha servido previamente como un objetivo para la detección de Rickettsia, 

mientras que, la variación de secuencia en la región intergénica se usa para la 

diferenciación de especies (Kakumanu et al., 2016). El gen ARNr 16S también se ha 

utilizado para la detección de Rickettsia debido a las secuencias altamente conservadas 

que se encuentran entre las especies de este género (Giulieri et al., 2012) 

 

2.5.4 FILOGENIA 
 
Presumiblemente, el hospedador principal de Rickettsiae fue un artrópodo, y algunas 

especies cambiaron más tarde a otros eucariotas, como los protistas y las sanguijuelas 

(Weinert et al., 2009). Se ha estimado que el 24% de las especies de artrópodos albergan 

Rickettsiae (Weinert et al., 2015). Curiosamente, los hospedadores de garrapatas duras 

(Ixodidae) se encuentran en toda la filogenia de Rickettsiae, y las especies de rickettsias 

relacionadas tienden a compartir especies de hospedadores de garrapatas relacionadas. 

Esto sugiere que una garrapata fue el hospedador ancestral más plausible para las 

especies de rickettsiosis asociadas con los artrópodos (Weinert et al., 2015). 

 

Con el apoyo de análisis filogenéticos multilocus y del genoma completo, la diversidad del 

género Rickettsia se ha dividido en 5 grupos, algunos de ellos compuestos por especies 

patógenas con funciones conocidas de transmisión vectorial, pero una gran mayoría 

representada por organismos de patogenicidad desconocida y endosimbiontes (Weinert 
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et al., 2009; Kurtti et al., 2015; Murray et al., 2016; Shpynov et al., 2018). En base a 

caracteres moleculares, los miembros del género Rickettsia se clasifican actualmente en 

cinco grupos: I) el grupo ancestral o basal (BG) (Rickettsia bellii), II) el grupo intermedio 

(IG) (Rickettsia canadensis), III) el grupo de transición (TRG) (p. ej., Rickettsia akari y 

Rickettsia felis), IV) el grupo del tifus (TG) (Rickettsia prowazekii y Rickettsia typhi), y V) 

el grupo de la fiebre maculosa (SFG) (p. ej., Rickettsia conorii, Rickettsia massiliae , 

Rickettsia rickettsii y Rickettsia parkeri) (Perlman et al., 2006; Merhej et al., 2014; Murray 

et al., 2016; El Karkouri et al., 2022). Sin embargo, los TG y los SFG concentran los 

principales agentes causantes de enfermedades que han afectado históricamente a las 

poblaciones humanas, como R. prowazekii, R. typhi, R. conorii y R. rickettsii, que causan 

tifus epidémico, tifus murino, fiebre botonosa mediterránea, y fiebre maculosa de las 

Montañas Rocosas, respectivamente (Perlman et al., 2006; Parola et al., 2013). 

 

2.5.5 CICLO BIOLÓGICO 

Desde su descubrimiento, el estudio de este linaje de bacterias ha estado históricamente 

sesgado hacia las garrapatas duras (Ixodidae) (Fig. 3) (Eremeeva y Dasch, 2015), 

principalmente por el papel de vector y reservorio que tienen estos parásitos, ya que 

albergan Rickettsia patógenas de relevancia para la salud pública (Socolovschi et al., 

2009; Parola et al., 2013). 

Estos artrópodos pueden adquirir la infección por vías diferentes: 1) transmisión horizontal, 

cuando un artrópodo no infectado se alimenta de un vertebrado infectado que tiene 

bacteriemia activa; 2) mantenimiento transovárico, en el que el patógeno se transmite de 

la hembra a la descendencia durante la embriogénesis; y, por último, 3) 'transmisión por 

co-alimentación', que se produce cuando el patógeno se transmite entre vectores que se 

alimentan muy próximos entre sí del mismo hospedador y al mismo tiempo, pudiendo 

infectarse entre sí aunque el hospedador no es bacterémico (Perotti et al., 2006; Merhej 

et al., 2014; Nováková y Šmajs, 2018). 

Por otra parte, la presencia de Rickettsia no patógenas se ha correlacionado con una 

disminución de la capacidad de transmisión transovárica de algunas especies patógenas. 

Por ejemplo, la interacción entre el simbionte Rickettsia peacockii y R. rickettsii disminuye 
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los brotes de fiebre maculosa de las Montañas Rocosas, y en la relación entre R. 

rhipicephali y R. montanensis, la presencia de uno inhibe la transmisión del otro (Perlman 

et al., 2006). 

 
Fig. 3. Ciclo de vida de garrapatas duras y transmisión natural de Rickettsia (Eremeeva y 

Dasch, 2016). 

 

2.5.6. SITUACIÓN RICKETTSIA EN CHILE 
 
En Chile, se han identificado a la fecha tres agentes rickettsiales: Rickettsia felis, en pulgas 

de gato Ctenocephalides felis y R. sanguineus s.l. (Labruna et al., 2007; Abarca et al., 

2013), Ca. Rickettsia andeanae detectada en garrapatas del género Amblyomma (A. 

tigrinum y A. triste), y R. sanguineus s.s (presente estudio), agente del que aún se 

desconoce su rol patógeno para las personas o mascotas (Abarca et al., 2012; Abarca et 

al., 2013a) y Ca. Orientia chiloensis relacionada con larvas de ácaros de la Familia 

Trombiculidae encontrada en roedores y  lesiones en personas del sur de Chile, Chiloé y 

Chile continental (Abarca et al., 2020). 

 

En Chile, R. felis se encontró hace algunos años, en 21 de 30 pulgas de gato (C. felis) 

tomadas de varios felinos de una misma casa (Labruna et al. 2007) y en 1/100 ejemplares 

de R. sanguineus (López, datos no publicados); en ambos casos, los ectoparásitos fueron 
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tomados de mascotas residentes en Santiago (Región Metropolitana). Luego, Abarca et 

al. (2013a), realizó un muestreo domiciliario en localidades urbanas y rurales de dos zonas 

distantes del país, la Región Metropolitana en el centro y la norteña ciudad de Arica. 

Encontrando la garrapata R. sanguineus en el 50% de los 460 perros analizados, 

lográndose identificar R. felis por amplificación y secuenciación de los genes gltA, ompA 

y ompB en ambas regiones, con predominio en Arica. R. felis, agente causante de la fiebre 

maculosa (Parola et al., 2005), considerado un patógeno emergente transmitido por 

artrópodos, incluso se han identificado casos en humanos en Norteamérica, Europa y Asia 

(Angelakis et al., 2016; López et al., 2022). 

 

Para el caso de Ca. Rickettsia andaenae ha sido detectada en A. triste de un sector rural 

de Arica (Región de Arica y Parinacota) y en A. tigrinum de Coquimbo (Región de 

Coquimbo) y Angol (Región de la Araucanía), las cuales fueron obtenidas en muestreos 

domiciliario y localidades rurales cercanas, durante la primavera-verano 2011-2012. En el 

trabajo se efectuó identificación taxonómica y posterior amplificación y secuenciación 

de los genes gltA y ompA.  El ultimo antecedente data del año 2021, donde se logró 

detectar en dos R. sanguineus secuencias idénticas de gltA compatibles con Ca. 

Rickettsia andaenae, que formaban un clado monofilético con aislados obtenidos en 

Brasil, Chile y Perú (Troncoso et al., 2021). 

 

2.6. BACTERIAS DEL GÉNERO EHRLICHIA 
 

Dentro de las alfaproteobacteria en el orden Rickettsiales, se incluye la Familia 

Anaplasmataceae que abarca los géneros Anaplasma, Ehrlichia, Neorickettsia y 

Wolbachia, organismos intracelulares Gram negativos que se multiplican dentro de las 

vacuolas unidas a la membrana (Dumler et al., 2001; Kersters et al., 2006). Con la 

excepción Neorickettsia spp., estos microorganismos son transmitidos por las garrapatas 

duras (Kersters et al., 2006) a los hospedadores animales domésticos o silvestres y 

pueden causar enfermedades severas en ganado, animales de compañía y vida silvestre 

(Gaaf et al., 2014), e incluso provocar zoonosis (Rikihisa, 2006).   
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Las garrapatas duras constituyen los principales vectores invertebrados de este grupo 

bacteriano, a través de la saliva durante la infección de la garrapata (Futse et al., 2003), 

infectando las células sanguíneas de las especies de mamíferos, incluidos los humanos 

(Ismail et al., 2010). Con base en la evidencia molecular, Dumler et al. (2001) reorganizó 

esta Familia de proteobacterias en cuatro géneros anteriormente descritos: Anaplasma, 

Ehrlichia, Neorickettsia y Wolbachia. Además, un quinto género potencial, Candidatus 

Neoehrlichia, se ha caracterizado molecularmente a partir de varias garrapatas del género 

Ixodes, tejidos de sus hospederos asociados (Kawahara et al., 2004), y también de la 

sangre de humanos enfermos mordidos por garrapatas (Li et al., 2012; Grankvist et al., 

2015). 

 

2.6.1 TAXONOMÍA 
 
Los géneros de las Familias Rickettsiaceae y Anaplasmataceae en el orden Rickettsiales 

se reorganizaron en el 2001 sobre la base de análisis genéticos de 16 S rRNA (rrs) y 

genes del operón groESL, así como características biológicas y antigénicas (Dumler et al., 

2001), una época en la que había unos 300 genomas bacterianos secuenciados (Land et 

al., 2015), un número limitado de genomas de Rickettsia (Ogatta et al., 2001) y ningún 

genoma de Anaplasmataceae (Brayton et al., 2005; Dunning et al., 2006). A partir de 2014, 

se secuenciaron cerca de 14.000 genomas bacterianos, y con este aumento en la 

información genómica disponible, se pueden tomar decisiones más informadas con 

respecto a la clasificación taxonómica (Land et al., 2015). Mediante el uso de alineaciones 

del genoma central, se puede condensar genomas completos y usar la identidad de 

secuencia para inferir relaciones filogenómicas. Siendo posible identificar umbrales de 

identidad de secuencia para estas alineaciones que son consistentes con especies 

bacterianas clásicamente definidas y pueden superponerse en árboles filogenéticos 

generados a partir de la misma alineación (Chung et al., 2018). Empleando este enfoque, 

dentro de las Anaplasmataceae, las designaciones de especies se realizan con frecuencia 

en función de la similitud de secuencias y los patrones de agrupamiento a partir de análisis 

filogenéticos generados utilizando las secuencias de genes como ARNr 16S, groEL y gltA 

(Rar et al., 2015).  
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En el trabajo realizado por Chung et al. (2018), la alineación del genoma central (CGASI) 

construida utilizando 16 genomas de Ehrlichia, representativos de cuatro especies 

definidas, produce una alineación de 0,49 Mbp, lo que equivale al 39,8% del tamaño 

promedio del genoma de Ehrlichia (1,25 Mbp). Utilizando un límite de especies CGASI del 

96,8%, los genomas de Ehrlichia chaffeensis y Ehrlichia ruminantium se recuperaron como 

especies monofiléticas y bien respaldadas. Las dos Ehrlichia muris y Ehrlichia sp. cepa 

Wisconsin tienen valores de CGASI del 97,8%, lo que indica que los tres genomas 

representan una especie, y finalmente los genomas de Ehrlichia sp. cepa HF y E. canis 

Jake no tienen valores de CGASI de 96,8% con ninguna otra especie, lo que confirma su 

estado como especies individuales. 

 

Actualmente, hay siete especies de Ehrlichia reconocidas, incluidas E. chaffeensis, E. 

ewingii, E. canis, E. ruminantium, E. muris subsp muris, E. muris subsp eauclairensis y E. 

minasensis (Cabezas-Cruz et al., 2016; Su et al., 2021), aunque basado en técnicas 

moleculares, se ha revelado la aparición de nuevas variantes genéticas y especies 

novedosas como Candidatus Ehrlichia shimanensis (Kawahara et al., 2006), Candidatus 

Ehrlichia khabarensis (Rar et al., 2015), Candidatus Ehrlichia occidentalis (Gofton et al., 

2017) y Candidatus Ehrlichia ornithorhynchi (Gofton et al., 2018).  

 

2.6.2 GENÉTICA 
 
Los miembros del género Ehrlichia exhiben un alto grado de parentesco genético y 

antigénico. Los miembros son al menos 97,67% similares en las secuencias del gen ARNr 

16S, y los anticuerpos policlonales muestran un alto grado de reactividad cruzada entre 

los miembros por inmunofluorescencia (Dumler et al., 2001). 

 

Los genomas completos de Ehrlichia (E. chaffeensis, E. canis y E. ruminantium) revelan 

un alto grado de sintenia genómica entre los miembros del género, pero la caracterización 

molecular de algunos genes altamente inmunorreactivos de cada especie indica que 

algunas especies exhiben una diversidad sustancial (E. chaffeensis y E. ruminantium) y 

otras muy conservadas (E. canis) (Collins et al., 2005; Dunning Hotopp et al., 2006; 

Mavromatis et al., 2006). El genoma completo de Ehrlichia es un cromosoma circular único 
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de doble cadena de 1.148.904 pb con un contenido global de G+C de ~30% (Dunning 

Hotopp et al., 2006, Thirumalapura et al., 2014). El genoma una copia de cada uno de los 

genes de ARNr 5S, 16S y 23S, que están separados en 2 ubicaciones con los rRNA 5S y 

23S adyacentes como en otros miembros secuenciados de la Familia Anaplasmataceae 

(Massung et al., 2002). Treinta y seis genes de ARNt se identifican, similar a otras Ehrlichia 

spp.  

 

2.6.3 FILOGENIA 
 
El género Ehrlichia pertenece a la Familia Anaplasmataceae y al orden Rickettsiales, y es 

miembro de la subdivisión α de las proteobacterias. Los géneros de las Familias 

Rickettsiaceae y Anaplasmataceae en el orden Rickettsiales se reorganizaron en 2001 

sobre la base de análisis genéticos de 16 S rRNA (rrs) (y genes groESL, así como 

características biológicas y antigénicas (Dumler et al., 2001). El estudio modificó el orden 

Rickettsiales mediante la eliminación de las tribus Rickettsieae, Ehrlichieae, Wolbachieae 

y Anaplasmataceae. Se propuso ampliar el género Anaplasma para incluir Anaplasma 

(anteriormente Ehrlichia) phagocytophila, Anaplasma (anteriormente Ehrlichia) bovis y 

Anaplasma (anteriormente Ehrlichia) platys.  La especie Cowdria ruminantium se colocó 

en el género Ehrlichia como Ehrlichia ruminantium con las especies existentes Ehrlichia 

chaffeensis, Ehrlichia ewingii, Ehrlichia canis y Ehrlichia muris, y el género Neorickettsia 

se amplió para incluir las especies Neorickettsia (antes Ehrlichia) risticii y Neorickettsia 

(antes Ehrlichia) sennetsu. La especie Wolbachia pipientis se mantuvo provisionalmente 

como el único miembro del género Wolbachia. 

 

Los miembros del género Ehrlichia exhiben un alto grado de parentesco genético y 

antigénico. Los miembros son al menos 97±7% similares en las secuencias del gen 16 S 

rRNA, y los anticuerpos policlonales muestran un alto grado de reactividad cruzada entre 

los miembros por inmunofluorescencia (Dumler et al., 2001). 
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2.6.4 CICLO BIOLÓGICO 
 
La epidemiología de las ehrlichiosis está determinada por la distribución geográfica de los 

hospederos reservorio y especies de garrapatas que pueden transmitir bacterias de los 

géneros Anaplasma y Ehrlichia (Dumler et al., 2001; Guglielmone et al., 2014). Estos 

microorganismos se asocian principalmente con infecciones en animales, pero 

recientemente se sabe que varios tienen un potencial zoonótico. 

 

Hasta la fecha, los mamíferos son los únicos vertebrados descritos como hospedadores 

competentes para mantener las infecciones por Ehrlichia en la naturaleza (Rar y 

Golovljova, 2011; Gofton et al., 2018), de forma excepcional se menciona a los reptiles y 

a las garrapatas de los reptiles como posibles hospedadores (Tijsse-Klasen et al., 2010; 

Andoh et al., 2015; Muñoz-Leal et al., 2019b). 

 

Garrapatas duras como Amblyomma americanum, Ixodes scapularis y Dermacentor 

variabilis son los principales vectores biológicos de Ehrlichia y Anaplasma para los 

humanos y otros animales (Fig. 4), más específicamente E. canis transmitida por 

garrapatas R. sanguineus; E. chaffeensis se transmite principalmente por garrapatas A. 

americanum (Fourie et al., 2013), también se ha informado evidencia molecular de ADN 

de E. chaffeensis en garrapatas Haemaphysalis yeni y A. testudinarium en el sur de China, 

garrapatas R. sanguineus de Camerún (Ndip et al., 2010; Trout et al., 2017), H. longocornis 

e Ixodes persculatus (Luo et al., 2016) y finalmente E. ewingii es transmitida por garrapatas 

de A. americanum (Esemu et al., 2011). 

 

La mayoría de estas bacterias se transmiten biológicamente (con la reproducción del 

patógeno dentro del hospedero) a los humanos a través de la picadura de garrapatas 

infectadas (Estrada-Peña y de la Fuente, 2014). En las garrapatas, ciertas especies 

bacterianas de Ehrlichia y Anaplasma pueden transmitirse transestadialmente y por 

transmisión transovárica. Por último, además de la transmisión biológica a través de 

garrapatas, se ha reportado transmisión mecánica (sin reproducción del patógeno dentro 

del hospedador) por picadura de moscas, particularmente tábanos (Yunik et al., 2016). 
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Fig. 4. Esquema general que integra el ciclo de vida de la garrapata Ixodes, el ciclo de 

transmisión de Anaplasmataceae y los hospedadores en la interfase animal doméstico-

fauna silvestre (Estrada-Peña y de la Fuente, 2014). 

 

2.6.5. SITUACIÓN EHRLICHIOSIS EN CHILE 
 

El único caso confirmado de Ehrlichiosis Monocítica Canina en Chile es en una hembra 

canina, de raza mestiza y 10 años, procedente de la ciudad de Arica, la cual fue infestada 

por garrapatas, y presentó manifestaciones hemorrágicas (hematomas y sangrado del 

hocico) y postración (López et al., 2012). El diagnostico fue confirmado a través de 

pruebas hematológicas, una prueba rápida de inmunocromatográfica y la amplificación y 

secuenciación de un fragmento del gen ARNr 16S de una muestra de sangre, esta última 

mostró 100% de homología con E. canis de Perú. Otros antecedentes de Ehrlichia, 

presumiblemente nueva, en Chile, son desde muestras de bazo (n = 72) y pulmón (n = 

17), recuperadas de 72 cadáveres de pingüinos de Magallanes (Spheniscus magellanicus) 

obtenidos en Brasil y Chile (Muñoz-Leal et al., 2019b) y desde muestras de garrapatas de 

I. uriae, y órganos de tres pingüinos procedentes de Isla Magdalena (XII Región). 

 
2.7 DIAGNÓSTICO DE ENFERMEDADES VECTORIALES  
 
Una de las herramientas más empleadas para el diagnóstico de enfermedades vectoriales, 

son las técnicas moleculares, basado en la PCR, la cual presenta una clara ventaja sobre 
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la serología, al detectar una infección "activa" en una sola muestra y en un solo punto de 

tiempo (Maggi et al., 2014). Además, la PCR se puede usar para detectar específicamente 

un patógeno a nivel de especie o cepa, mediante el uso de diferentes conjuntos de primers 

y la posterior secuenciación de los productos amplificados. Si bien se necesitan algunos 

conocimientos o suposiciones a priori sobre la secuencia de ADN de un patógeno para 

diseñar ensayos basados en PCR, la PCR no requiere un conocimiento definitivo de la 

secuencia de ADN del patógeno. Además, la PCR no requiere que se aíslen los patógenos 

o que se produzcan sus antígenos para lograr el desarrollo y la validación de un ensayo, 

incluso se pueden detectar múltiples patógenos o especies utilizando ensayos de PCR 

multiplex (Sampath et al., 2007;Ecker et al., 2009).  

 

La coinfección de patógenos puede causar competencia en el proceso de reacción de la 

PCR, por ejemplo, las concentraciones sustancialmente más altas de un patógeno en 

comparación con los otros pueden resultar en la detección de un solo organismo a pesar 

de la presencia de una coinfección (Maggi y Breitschwerdt, 2005). Sin embargo, se debe 

considerar que la co-detección de patógenos por PCR en garrapatas recolectadas en el 

campo y/o hospedero vertebrado no siempre indica una co-infección viable. Esto puede 

sesgar una imagen general de la perspectiva de la ecología y la evolución de las 

coinfecciones de patógenos transmitidos por garrapatas. Por lo tanto, es importante 

realizar más estudios experimentales de coinfección y establecer nuevos modelos de 

investigación para superar el problema (Gómez-Chamorro et al., 2021). 

 

La principal limitación de las pruebas de PCR es el requisito de un templado adecuado 

(ácido nucleico del organismo objetivo) en la muestra del paciente o el vector, para así 

lograr la amplificación de la secuencia de ADN objetivo. Algunas otras desventajas 

técnicas de las pruebas basadas en PCR incluyen posibles resultados falsos negativos 

debido a la presencia de inhibidores de PCR que no se eliminaron durante el proceso de 

purificación de ácidos nucleicos y la posibilidad de contaminación del laboratorio que da 

como resultado reacciones falsas positivas en muestras que no están infectadas (Maggi 

et al., 2014). El nested-PCR (PCR anidado), que es una variación de la técnica de PCR, 

ha mostrado ser una herramienta más sensible para fines diagnóstico. La técnica se  basa 

en la utilización de la PCR para la amplificación de una secuencia interna de un fragmento 
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previamente amplificado. Este tipo de amplificación aumenta en gran medida la 

sensibilidad de esta técnica, en relación a la PCR convencional (Millar et al., 2003). 

 

Para el diagnóstico de CVBD, en primer lugar, se debe realizar la clasificación de la 

garrapata, mediante una identificación cuidadosa de las características morfológicas antes 

de cualquier estudio posterior. En un estudio de prueba ciego comparativo realizado por 

varios expertos europeos en garrapatas, fue posible determinar que si el investigador no 

estaba familiarizado con una especie determinada, podría identificarse erróneamente 

(Estrada-Peña et al., 2017). Por ende, es recomendable el uso de técnicas moleculares 

como confirmatorias, que pueden basarse en el estudio de genes conservados y 

moderadamente conservados, como el ARNr mitocondrial 12S y 16S u otros como el 

segundo espaciador interno transcrito del ADNr (ITS2) (Estrada -Peña et al., 2017; 

Sanches et al., 2018; Santos et al., 2018). 

 

En el caso de Borrelia, al ser un microorganismo fastidioso de cultivar, las técnicas de 

biología molecular basadas en la reacción en cadena de la polimerasa (PCR) y 

secuenciación se han incorporado a la rutina diagnóstica, para  un diagnóstico temprano 

y confiable de borreliosis (Dunaj et al., 2013). Estas técnicas se han empleado en fluidos 

y tejidos de humanos, animales y fragmentos de garrapata (Soares et al., 2000), gracias 

a su sensibilidad y especificidad, como por su simplicidad, rapidez y relativo bajo precio 

(Renesto et al., 2000). Los métodos de detección y tipado molecular (fenotipado y 

genotipado) de B. burgdorferi s.l han sido exhaustivamente recopilados y comentados 

por Wang et al. (1999) y otros autores (Schimdt, 1997; Sparagano et al., 1999; Lee et al., 

2000 y Renesto et al., 2000). 

 

La limitante más importante de esta técnica se debe al pequeño número de espiroquetas 

que se encuentran en tejidos infectados, así, cuando está presente, la sensibilidad ronda 

el 50-70% (Jaulhac et al., 1996). También varios trabajos han reportado el uso del nested-

PCR para la detección del agente etiológico de la borreliosis, tanto en pacientes, como en 

muestras ambientales (Morrison et al., 1999; Wang et al., 2003; Clark et al., 2005). La PCR 

permite, además, que los fragmentos amplificados sean posteriormente analizados para 

confirmar su identidad o para hacer estudios filogenéticos. Estos análisis posteriores a la 
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amplificación son, básicamente, la secuenciación, el análisis del polimorfismo en la 

longitud de los fragmentos de restricción (RFLP, de restriction fragment length 

polimorphism) y/o la hibridación con sondas genoespecíficas mediante la técnica del 

reverse line blot (RLB). (Wang et al., 2014). Se aceptan diferentes patrones de secuencias 

marcadoras moleculares para el análisis filogenético de las secuencias de ADN de 

Borrelia, entre ellas los genes fla (flagelina), recA, 16S rDNA, p66, hbb, rpoB, 

espaciadores intergénicos en los genes 23S y 5S y portadores de plásmidos (ospA, ospB 

y ospC) (Dunaj et al., 2013). 

 

Para el caso de la Famila Anaplasmataceae, el gen ARNr 16S, se ha utilizado para el 

diagnóstico de Ehrlichia, y como herramienta taxonómica y filogenética, cuando se 

encuentran especies o cepas de Ehrlichia previamente desconocidas en estudios de 

campo (Allsopp et al., 1999), a posteriori se han desarrollado diversas variaciones en la 

detección de Ehrichia basada en PCR, dirigidas a numerosos genes que incluyen gp120, 

groEL, gltA, dsb y p28 (McBride et al., 1996; Sumner et al., 1999; Gusa et al., 2001; 

Inokuma et al., 2002; Stich et al., 2002; Loftis et al., 2003; Olano et al., 2003) incluidos 

algunos en el presente trabajo, sin embargo, por su sensibilidad analítica ARNr 16s, 

permite detectar niveles bajos de organismos erlichiales circulantes (Buller et al., 1999; 

Childs et al., 1999; Gusa et al., 2001; Paddock et al., 2001). 

 

Finalmente, para la detección molecular de Rickettsia, a través de métodos de PCR se 

basa en la identificación de un único patógeno o de un número limitado de patógenos a 

través de primers o sondas individuales (Abdad et al., 2018), sin embargo, tiene algunas 

limitaciones como la baja sensibilidad cuando la muestra proviene de animales que no 

presentan altas rickettsemias y a la imposibilidad de obtener el aislamiento (Perlman et 

al., 2006), mientras que, los relacionados con el gen ribosomal 16S no son muy útiles por 

la alta homología que se presenta entre las especies (≥97%). 

 

La detección de la presencia o ausencia de ADN de rickettsiosis dentro de una muestra 

se puede lograr inicialmente mediante el uso de primers específicos del género diseñados 

para amplificar porciones conservadas de los genes que codifican dos proteínas de la 

membrana externa: ompA, ompB, también se utiliza el gen gltA, que codifica la enzima 
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citrato sintetasa presente en todas las rickettsias, el gen que codifica la proteína de 17-

kDa presente en todas las rickettsias del GFM (Tzianabos et al., 1989; Roux y Raoult, 

2000) y el gen D presente en la mayoría de las especies (Founier et al., 2003).  Dado que 

muchos conjuntos de cebadores amplifican porciones relativamente conservadas de 

genes, puede ser necesario analizar porciones de secuencias de un fragmento de gen con 

suficiente diversidad para identificar las especies infectantes (Blanton y Walker, 2016), en 

nuestro caso empleamos el gen codificante para citrato sintetasa (gltA), presente en todas 

las especies de Rickettsia (Labruna et al., 2004).  

 

2.8 VARIABLES AMBIENTALES ASOCIADAS A LA PRESENCIA DE GARRAPATAS 
Y BACTERIAS 

 
La detección de patógenos transmitidos por vectores, esta indisolublemente asociado a 

variables ambientales, el cambio climático, el efecto invernadero, las olas de calor, los 

fenómenos meteorológicos extremos, los cambios en los patrones de precipitaciones y la 

reducción de la biodiversidad, entre otros (Thuiller et al., 2005; Bittner et al., 2014). De 

hecho, una revisión sistemática de la literatura desde 1997 a 2017, reveló que las 

enfermedades más sensibles al clima son las transmitidas por artrópodos (51 % de las 

enfermedades que son sensibles a factores climáticos), de las cuales el 41% pertenecen 

a enfermedades transmitidas por garrapatas (Omazic et al., 2019). Alteraciones en las 

condiciones climáticas que proporcionan escenarios más o menos adecuados para que 

los vectores artrópodos sobrevivan en función de sus requisitos biológicos. 

 

La distribución geográfica de una especie de garrapata está determinada por un conjunto 

de complejos procesos ecológicos, geológicos y evolutivos de cada taxón, por lo que, la 

ubicación geográfica correcta de un registro de una especie es crucial para la generación 

de modelos exitosos (Mori et al., 2018), que pueden ser asociados con diferentes 

patógenos vectoriales. Dentro de los factores abióticos que influyen para los modelos de 

distribución de garrapatas se incluyen, entre otros, la temperatura del aire, humedad y 

evaporación del aire, luminosidad, viento, altitud, hidrografía, paisaje, calidad del suelo y 

uso de tierra (Monge-Nájera, 2008; Vial, 2009; Sonenshine y Roe, 2013).  
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En general, las garrapatas tienen requisitos fisiológicos que requieren ciertas 

características ambientales que son óptimas para su desarrollo y supervivencia (Kessler 

et al., 2019a), según literatura se describe una tasa de humedad >85%, temperaturas del 

aire  >6°C a 7°C y mayor abundancia de hospedadores (Suss et al., 2008). En el caso del 

factor temperatura, tanto las temperaturas bajas como las altas inhiben la actividad de 

búsqueda de hospederos, mientras que, la humedad afecta el tiempo que los vectores 

realizan dicha búsqueda (Vail et al., 1998; Vail et al., 2002). En las regiones tropicales y 

subtropicales, las temperaturas generalmente se mantienen por encima de 0ºC durante la 

mayor parte del año, con la excepción de las regiones montañosas, por lo que, las 

garrapatas pueden estar activas todo el año (López-Vélez y Molina, 2005). Sin embargo, 

en las áreas templadas del mundo donde las temperaturas se rigen por el cambio 

estacional, las etapas del ciclo biológico de muchas garrapatas tienen períodos distintivos 

de actividad, principalmente asociados con temperaturas superiores a 5-7ºC y utilizan la 

diapausa para mantener las poblaciones durante los períodos más fríos del año (López y 

Arturo, 2023). 

Otro factor importante a considerar es que las garrapatas ixódidas habitan en ambientes 

abiertos como pastizales, bosques y caminos de montaña, por ende, pasan la mayor parte 

de su vida en las capas superficiales del suelo o en la capa de hojarasca de su hábitat, 

experimentando un desarrollo lento de su ciclo biológico o simplemente esperando a que 

pasen las inclemencias del tiempo (Ogden, 2004). En los bosques templados, la capa 

superficial del suelo es más cálida que la temperatura del aire en invierno y permite 

suavizar las variaciones diarias de la temperatura del aire (López y Arturo, 2023).  

Otro factor relevante de abordar es el comportamiento de búsqueda de hospedadores de 

las garrapatas, lo cual se denomina 'búsqueda' y se refiere a una serie estereotipada de 

comportamientos en los que las garrapatas trepan pastos altos y vegetación, se detienen 

y extienden sus patas delanteras y esperan para adherirse a un hospedador que pasa 

(Holderman y Kaufman, 2013; VanAcker y Diuk-Wasser, 2019). La duración y la altura a 

la que la búsqueda de garrapatas puede influir en la selección del hospedero (Randolph 

y Storey, 1999; Randolph, 2004), pero la búsqueda continua a mayores alturas puede 

presentar un riesgo de desecación (Needham y Teel, 1991; Portugal et al., 2020).  
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La búsqueda de hospedero varía dependiendo del tipo de garrapata, por ejemplo los 

Argasidae (garrapatas blandas) a menudo se asocian con un comportamiento endófilo y, 

por lo general, viven en espacios cerrados de madrigueras, nidos o áreas de descanso 

de sus hospederos vertebrados, aunque se sabe que se dispersan a una escala 

geográfica pequeña en busca de hospedadores, mientras que los Ixodidae (garrapatas 

duras) puede ser endofílica o exófila, con algunas especies esperando a sus hospederos 

o algunas buscando en la vegetación (Beati y Klompen, 2019). Por ejemplo, las 

garrapatas de los géneros Amblyomma tienden a ser grandes, lo que reduce su área de 

superficie relativa, pero aun así deben refugiarse en grietas y debajo de piedras, en 

muchos casos deben cazar activamente, viajando rápido de un refugio a otro de manera 

oportunista (Sonenshine, 1991). Otras especies de garrapatas viven en hábitats mucho 

menos desafiantes pero tienen menor tolerancia al estrés hídrico, pueden asentarse en 

la vegetación para buscar hospedadores que pasen, pero deben limitar esta actividad 

para mantener su equilibrio hídrico (Sonenshine, 1991).  

Otro factor importante, es el ciclo de vida de las garrapatas (Fig. 5), existiendo aquellas 

de ciclo de un solo hospedero, en el cual permanecen en el mismo hospedero durante 

las etapas de larva, ninfa y adulto, y solo las hembras grávidas abandonan el hospedero 

antes de poner huevos. También pueden ser garrapatas con un ciclo de vida de dos 

hospederos: donde la larva muda a ninfa en el primer hospedador, pero las ninfas dejarán 

al hospedero para mudar a adultos. El segundo hospedador puede ser el mismo animal 

que el primer hospedador, la misma especie o una especie animal diferente. Y finalmente 

están las garrapatas con ciclo de vida de tres hospedadores: las larvas, las ninfas y las 

hembras grávidas llenas de sangre caen del hospedador después de alimentarse de 

sangre; los hospedadores pueden ser de la misma especie, o incluso del mismo individuo, 

o de tres especies animales diferentes según la disponibilidad de hospedadores. Los 

seres humanos pueden servir como hospedadores incidentales de primera, segunda o 

tercera etapa (Rajakaruna y Eremeeva, 2023). 
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Figura 5.  Ciclo de vida de las garrapatas ixódidas (Rajakaruna y Eremeeva, 2023) 

 

En el caso de los ixódidos, producto de su comportamiento no-nidícola  o exófilo, y 

comportamiento respecto a la búsqueda de alimento, se encuentran expuestos por largos 

periodos de tiempo a las condiciones ambientales, por lo que estas resultan ser 

determinantes en su distribución (Hoogstraal, 1985; Vial, 2009). En situaciones extremas, 

las garrapatas utilizan la vegetación o el sustrato del suelo para protegerse, siendo este, 

otros de los factores utilizados para determinar su distribución (Monge-Najera, 2008; Vial, 

2009).  

 

Aunque los factores extrínsecos del entorno juegan un papel importante en el 

comportamiento de búsqueda de garrapatas, los factores intrínsecos, como la infección 

por patógenos, también influyen en el comportamiento de búsqueda de hospedadores 

(Benelli, 2020), por ejemplo, las garrapatas Ixodes ricinus infectadas con Borrelia spp., 

exhiben una mayor vida útil y resistencia a la desecación y, como resultado, se ha 

demostrado que pasan más tiempo buscando en comparación con las garrapatas no 

infectadas (Herrmann y Gern, 2015). De manera similar, las ninfas de Ixodes scapularis 

infectadas con Borrelia buscan a mayor altura y muestran una mayor tendencia a superar 

barreras u obstáculos físicos para poder buscar (Lefcort y Durden, 1996). Busby et al. 

nymphs. The nymphs quest for a second host, the same or a different species, and then feed and drop off to molt to
adults. The adults find the third host, mate and feed, and drop off to lay eggs and die.

Figure 23.1 A generalized life cycle of ixodid ticks. Ticks with a oneȆhost life cycle remain on the same host for
the larval, nymphal, and adult stages, with only gravid females leaving the host prior to laying eggs. Ticks with a
twoȆhost life cycle: the larva molts to nymph on the first host but engorged nymphs will drop off the host to molt
into adults. The second host may be the same animal as the first host, the same species, or a different animal
species. Ticks with threeȆhost life cycle: the engorged larvae, nymphs, and gravid females drop of the host after
their blood meals; hosts may be the same species, or even the same individual, or three different animal species
depending on host availability. Humans may serve as incidental first, second, or third stage hosts.

Humans may serve as incidental first, second, or third stage hosts and, respectively, become infected depending on
the nature of the tickȆborne pathogen (TBP) vectored by a particular species of the tick and agent susceptibility of
animal hosts. These multiȆhost ticks belong to the genera Amblyomma, Dermacentor, Ixodes, Haemaphysalis,
Hyalomma, and Rhipicephalus, and they transmit diversity of bacterial, parasitic, and viral agents.

Members of the family Argasidae undergo a multiȆhost life cycle with two or more nymphal stages, each requiring
a blood meal from a host. Unlike ixodid ticks, which stay attached to their hosts for up to several days while
feeding, argasid ticks are adapted to feeding rapidly (about an hour) and then drop off. Adults of the majority
argasid ticks can feed up to six times and females oviposit after each blood meal; however, the number of eggs in
each cluster is no more than several hundred compared to the thousands of eggs laid by ixodid females. As an
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encontró que las garrapatas infectadas con Anaplasma phagocytophilum mostraron una 

mayor velocidad de búsqueda y un menor riesgo de desecación (Busby et al., 2012).  

 

En el caso de Chile, al ser un país que se extiende a lo largo de 4.300 km de norte a sur 

y que incluye una diversidad de climas, que van desde los desiertos del norte hasta los 

campos de hielo del sur, pasando por regiones mediterráneas y continentales (Mann, 

1960), la precipitación y la temperatura también difieren drásticamente entre las distintas 

áreas bioclimáticas (INE, 2014). Por las características topográficas variadas del país, el 

clima de Chile se ve notoriamente influenciado por factores como las corrientes 

atmosféricas y oceánicas, la latitud y la altura. La forma en que se combinan en cada 

región los elementos del clima y la intensidad con que estos son modificados por los 

diferentes factores, da lugar a que hayan variados tipos de climas (Moreno et al., 2018).  

Esta variedad de condiciones climáticas de nuestro país proporcionan escenarios más o 

menos adecuados para que los vectores artrópodos sobrevivan en función de sus 

requisitos  biológicos, por ende, se espera en nuestro estudio evaluar la distribución de 

las garrapatas por ecorregión, las cuales son definidas como un área del país 

caracterizada por un clima regional distintivo, basado en tres factores: la precipitación 

media anual, la presencia o ausencia de estación seca y su duración media cuando existe 

y la presencia o ausencia de estación fresca o fría (Matteuci et al., 2016), que podrían 

explicar la distribución del vector (Guisan y Zimmermann, 2000), y en consecuencia 

debido a la capacidad de las garrapatas de transmitir patógenos de importancia médica 

y veterinaria, estas localidades pueden ser consideradas como áreas de riesgo 

importantes (Bouchard et al., 2019), para la presencia de patógenos transmitidos por 

vectores, como pueden ser bacterias de los géneros Borrelia, Ehrlichia y Rickettsia 

La adaptación ambiental que presentan las garrapatas varía dentro del rango de 

prácticamente todas las especies, causando distribuciones irregulares en lugar de 

homogéneas, con una supuesta menor abundancia (riqueza) en las áreas menos 

adecuadas (Peterson et al., 1999). Es esta heterogeneidad impulsada por el medio 

ambiente la que sustenta el modelado de distribución de especies (es decir, modelado de 

hábitat, modelado de nicho ecológico, ambiental o climático), que identifica lugares 

adecuados para la supervivencia de las poblaciones mediante la identificación de sus 
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requisitos ambientales (Allison 1999). Estos modelos comúnmente usan asociaciones 

entre variables ambientales y registros de presencia y/o ausencia de especies conocidas 

para identificar las condiciones dentro de las cuales se pueden mantener las poblaciones 

(Pearson et al., 2002; Soberon y Nakamura, 2009). Actualmente, este patrón de 

distribución no solo se asocia a la riqueza de especies, sino que permite explicar aspectos 

taxonómicos, filogenéticos y funcionales de la biodiversidad a distintas escalas 

geográficas, tanto en ambientes terrestres como marinos (Gaston 2000; Willig et al. 2003; 

Schemske et al. 2009; Willig y Presley 2018).  

Los factores que determinan la distribución de abundancia y riqueza de especies son 

temas que aún se encuentran en debate en ecología, planteándose diversas hipótesis 

sobre los patrones observados (Amarante et al., 2016; Evans et al., 2008; Weber et al., 

2017), dentro de los cuales podemos mencionar i) la riqueza de especies se asocia 

negativamente con la latitud (Poulin et al. 2011), ii) La diversidad de hospedadores tiene 

efectos sobre la diversidad de los parásitos por una limitación del nicho que estos ocupan, 

y por lo tanto, tienden a exhibir el mismo patrón latitudinal (Poulin 2014). 

Por otra parte, los gradientes latitudinales de diversidad (GLD, en adelante) se han 

reconocido como patrones biogeográficos que explican la diversidad biológica global, 

donde la riqueza de especies tiende a correlacionarse negativamente con la latitud, 

decreciendo desde las regiones tropicales hacia los polos (Rohde 1992; Gaston 2000; 

Willig et al. 2003; Willig y Presley 2018). El gradiente latitudinal de diversidad es 

dependiente de una serie de factores abióticos (e.g., temperatura, precipitaciones, entre 

otros), los cuales pueden afectar la distribución y estructura poblacional de las especies 

en tiempo ecológico y/o evolutivo (Willig et al., 2003). Sin embargo, entre las especies de 

parásitos, se sabe considerablemente menos acerca de cómo su riqueza y abundancia 

varían en escalas geográficas más grandes (Poulin, 2014), convirtiéndose en un desafío 

la integración de la investigación sobre la diversidad de parásitos en conjunto con 

investigaciones biogeográficas.  
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2.9 JUSTIFICACIÓN DEL PROBLEMA 
 
Como se mencionó anteriormente, las garrapatas varían en su distribución, la cual se 

encuentra restringida por un conjunto de variables ambientales (ej. temperatura, 

humedad) y características del hábitat (ej. cobertura de suelo, presencia de 

hospedadores) en donde estas se encuentran que potencialmente puedan determinan los 

límites de distribución del rango norte y sur (Gaston, 2003; Gavin & Feng, 2006; Estrada 

Peña et al., 2016). Pese a que las garrapatas tienen gran importancia en la salud animal 

y humana, y que conocer su distribución y los factores que determinan esta son relevantes 

para predecir la presencia de patógenos, dentro de la literatura nacional publicada, no 

existe ningún estudio que evalué los patrones de distribución de garrapatas, ni de las 

bacterias asociadas a estas, solo existen registros de la presencia del vector o patógeno 

asociado en alguna localidad. Chile, con su variada geografía, otorga el escenario ideal 

para poner a prueba hipótesis respecto a la distribución de las garrapatas y sus bacterias. 

Debido a la limitada información que existe sobre garrapatas duras y los potenciales 

patógenos que están portan, esta investigación espera ampliar el conocimiento de la 

distribución de las garrapatas duras y potenciales bacterias patógenas que estas puedan 

albergar, aportando con conocimiento novedoso respecto a las variables que explican su 

distribución y la asociación con bacterias con potencial patógeno.  
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3. HIPÓTESIS 
 
 

En Chile, las garrapatas pertenecientes a la Familia Ixodidae se distribuyen 

principalmente en la zona sur del país, por ende, la presencia de bacterias de los 

géneros Ehrlichia, Borrelia y/o Rickettsia en garrapatas Ixodidae se asocia a zonas 

con mayor riqueza de garrapatas, esperando encontrar una mayor presencia de estas 

bacterias en las ecorregiones con climas templados y fríos en Chile. 

 

 

4. OBJETIVOS 
 
Objetivo general  
 

• Evaluar la distribución de las especies de garrapatas duras (Acari: Ixodidae) y 
la presencia en estas de ADN de bacterias de los géneros Ehrlichia, Borrelia y 

Rickettsia en Chile. 
 

Objetivos específicos  
 

• Identificar las especies de garrapatas duras y presencia de bacterias de los 
géneros Borrelia, Rickettsia y Ehrlichia en Chile. 

• Analizar la filogenia de las garrapatas y especies bacterianas encontradas. 
• Asociar la distribución geográfica de las garrapatas duras obtenidas de 

diferentes ecorregiones de Chile con la presencia de bacterias 

• Evaluar la distribución de las especies de garrapatas a través del gradiente 

latitudinal de Chile.  

• Determinar las variables ambientales que se asocian con la distribución de las 

garrapatas duras y los géneros bacterianos analizados a lo largo de Chile. 
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5.  MATERIALES Y MÉTODOS 

5.1 Área de muestreo 
Se recolectaron garrapatas duras desde 33 localidades pertenecientes a siete 

ecorregiones (regiones biogeográficas) descritas previamente por Morrone (2006): 

Atacama, Puna, Coquimbo, Santiago, Maule, Bosque Valdiviano y Patagonia central 

(Figura 6). Las capturas de vertebrados contaron con los permisos 6007/2014 y 

4470/2016 otorgados por el Servicio Agrícola y Ganadero (SAG). El trabajo de campo en 

Parques Nacionales y Reservas Nacionales fue autorizado mediante las licencias 

033/2014 y 039/2016 otorgadas por la Corporación Nacional Forestal (CONAF). Durante 

el estudio, cada lugar se visitó de 3 a 5 días, dos veces al año, durante las estaciones 

cálidas (primavera-verano) y frías (otoño-invierno). Los diferentes muestreos fueron 

financiados por los proyectos Fondecyt 1100695 y 1130948. 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Fig. 6: Ecorregiones de Chile (en rojo), indicando lugares de muestreo (en verde) 
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5.2 Descripción de las ecorregiones incorporadas en el estudio 
América del Sur ha sido dividido en las regiones: andinas, neotropical y la zona de 

Transición de América del Sur (Morrone, 2006). La zona de transición de América del 

Sur Sudamericana se extiende a lo largo de los Andes entre el oeste de Venezuela 

y el norte de         Chile, y el centro oeste de la Argentina. A su vez se divide en seis 

provincias, siendo una de ellas la subregión de Atacama, que comprende el norte de 

Chile, entre las latitudes 18 y 28 sur, donde se incluyen la ecorregión atacama, puna y 

prepuna (Morrone, 2006). La región de los Andes, se extiende básicamente en el 

centro de Chile y la Patagonia, y comprende tres subregiones: Chile central, 

Subantártico y la Patagonia. La subregión de Chile Central se extiende en el centro de 

Chile, entre              el 30º y el 34° de latitud sur, donde se asignan dos provincias: la provincia 

de Coquimbo que representa el centro norte de Chile, entre las latitudes 28 y 32º sur       y 

la provincia de Santiago que representa la zona centro sur de Chile, entre las latitudes 

32 y 36º al sur. La subregión Subantártica comprende los Andes australes de 37º a Cabo 

de Hornos, el archipiélago del sur de Chile y las islas de Juan Fernández, y se subdivide 

en seis provincias: Maule, Selva Valdiviana, Bosque Magallánico, Magallanes de 

Páramos, Archipiélago Juan Fernández, y las Islas Malvinas.  

 

La subregión Patagónica comprende dos provincias: la provincia de la Patagonia 

Subandina y la Provincia de la Patagonia Central. La primera se extiende hasta el 

sudoeste argentino, constituyendo una estrecha franja a lo largo de los Andes australes, 

al sur de los 51° de latitud sur, ensanchándose hacia el sur hasta Santa Cruz. Mientras 

que, la provincia de la Patagonia Central comprende el suroeste argentino, desde el 

centro de Mendoza hasta el sur de Santa Cruz, y llega hasta Chile en Aysén y 

Magallanes.  

 

Para el presente estudio las localidades seleccionadas en el muestreo abarcaron siete 

ecorregiones biogeográficas presentes en Chile y los resultados se describen de acuerdo 

con esta clasificación: (1) Atacama, (2) Puna, (3) Coquimbo, (4) Santiago, (5) Maule 

(6), Bosque Valdiviano, y (7) Patagonia central. Para poder asociar la presencia de 

bacterias por zona, se consideró como zona norte las ecorregiones (1,2,3 y 4), mientras 

que para zona sur lo fueron (5,6 y 7) 
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5.3 Tamaño muestral 
Para este trabajo de enfoque cuantitativo, se utilizó un diseño metodológico prospectivo, 

alcance exploratorio y de corte transversal. El tipo de muestreo fue de tipo probabilístico 

y aleatorio simple. El cálculo del tamaño de muestra se realizó en el programa Epi 6 

(http://www.winepi.net) utilizando la fórmula de poblaciones infinitas, al no existir estudios 

previos sobre el tema, se empleó una proporción esperada de 50%, con un nivel de 

confianza de 95% y una precisión del 5%, obteniendo como resultado un tamaño 

muestreal (n) de 385 garrapatas, lográndose finalmente procesar un “n” total de 624 

muestras, equivalente a un incremento del 62%. 

 
5.4 Recolección de garrapatas y muestras biológicas. 
 
En cada localidad, las garrapatas se recolectaron del entorno o directamente de sus 

hospedadores. En el primer caso, se aplicó la técnica de arrastre empleando     una 

bandera o paño de 1m x 1,5m sobre la vegetación (Goddard, 1992; Sonenshine, 1993). 

Además, se buscaron garrapatas bajo las rocas, cuevas y madrigueras frecuentadas por 

el hospedador, y en la superficie del suelo durante un período de 30 minutos en cada 

lugar (Daniels et al., 2000; Frenot et al., 2001). Para cada lugar, se establecieron rutas 

uniformes con una cantidad de tiempo fijo. Para animales gregarios, se tomaron 

muestras del suelo, heces, grietas, hendiduras de pared y techos de cuevas. 

 

Las garrapatas se han descrito en todo tipo de animales terrestres, por esta razón las 

clases terrestres de vertebrados que habitan los diferentes hábitats se capturaron de la 

siguiente manera: 

-Aves. Se colocaron cuatro redes niebla (20 x 2,8 m con malla de 28 y 36 mm) en un 

perímetro determinado dentro del hábitat durante todo el día (Dunn y Ralph, 2004; Ralph 

et al., 2004). El período de manejo de las aves no excedió los tres minutos y las aves 

fueron liberadas después de marcarlas con un anillo de aluminio en el tarso. 

-Pequeños mamíferos (pequeños roedores y marsupiales). Los individuos fueron 

capturados usando trampas tipo Sherman (24x9,4 x 7,5 cm) (Sikes et al., 2011). Las 

trampas se colocaron en un área de cinco líneas paralelas, dejando 20 trampas por cada 

línea. Las trampas permanecieron activas durante tres noches, siendo inspeccionadas 

in situ cada cuatro horas. Como algunas especies de roedores pueden portar el patógeno 

http://www.winepi.net/
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viral que causa el síndrome pulmonar de Hantavirus (HPS), el manejo de trampas, la 

captura de animales y la identificación se realizaron de acuerdo con los protocolos de 

bioseguridad establecidos (Mills et al., 1995). 

 

-Mamíferos medianos (roedores grandes y carnívoros medianos). Las trampas 

Tomahawk se colocaron utilizando alimentos comerciales para carnívoros, como carne, 

pescado y atún enlatado o sardinas (Sikes et al., 2011). Una vez capturados, se inyectó 

por vía intramuscular una combinación de ketamina y xilazina (Kregeer et al., 2002), y se 

marcaron con etiquetas en el pabellón auricular            para su identificación. Se evitaron las 

capturas de pudú debido a la alta susceptibilidad de esta especie al estrés durante el 

proceso de manipulación. 

 

Las garrapatas fueron colectadas por extracción manual (Vassallo et al., 2000; Barker et 

al., 2004), con cuidado para no estropear las estructuras bucales y mantenidas vivas en 

condiciones de temperatura y humedad adecuadas. Luego fueron transportadas y 

almacenadas en condiciones apropiadas al Laboratorio de Parásitos y Enfermedades de 

Fauna Silvestre la Facultad de Ciencias Veterinarias de la Universidad de Concepción, 

Campus Chillán.  

 

5.5 Identificación morfológica de garrapatas 
 

Las garrapatas fueron separadas por estadio y se identificaron a nivel de especie 

utilizando las descripciones de Nuttall (1916); Keirans y Clifford (1978); Barros- Battesti 

et al. (2013); Guglielmone et al. (2004); Nava et al. (2017) y Guglielmone et al. (2021). 

Posterior a la identificación morfológica se efectuó extracción de ADN para todas las 

muestras de garrapatas recolectadas y analizadas morfológicamente. 

 

5.6 Identificación molecular de garrapatas 
Para remover los residuos orgánicos de las garrapatas, estas fueron lavadas a través del 

método de flashing empleando agua destilada y posteriormente fueron sometidas a tres 

lavados sucesivos utilizando etanol al 70% y agua ultrapura. La extracción de ADN se 

realizó utilizando la técnica de isotiocianato de guanidina (Sangioni et al., 2005). El pellet 

de DNA resultante fue eluído en 10 a 150 ul de TE (solución buffer de Tris- EDTA) 
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dependiendo del estadio de la garrapata, para luego conservarse a -20ºC para su 

análisis. Para evaluar la viabilidad del ADN, se realizó un PCR convencional para todas 

las garrapatas recolectadas, buscando amplificar un fragmento parcial (≈460-bp) del gen 

ARNr 16S mitocondrial, lo cual se amplificó siguiendo el protocolo establecido por 

Mangold et al. (1998) (Tabla 1, Anexos). 

 

5.7 Identificación molecular de especies de Borrelia 
 
En primer lugar, como screening se realizó una PCR anidada (nested) para detección de 

una porción del gen de la flagelina B (flaB). La primera ronda de amplificación se realizó 

con los partidores FlaLL y FlaRL que amplifican un fragmento de 658-pb (Stromdahl et 

al., 2003). Utilizando como molde el producto de PCR de la primera ronda de 

amplificación, la segunda ronda de amplificación se efectuó con los partidores FlaLS y 

FlaRS que amplifican un fragmento de 354 pb (Barbour et al., 1996). 

 

Para la amplificación de la secuencia génica que codifica el espacio intergénico rrs–rrlA 

IGS de B. burgdorferi se empleó una PCR anidada. La primera ronda de amplificación 

se realizó con los partidores IGS-F y IGS-R que amplifican un fragmento de 987 pb 

(Bunikis et al., 2004). Utilizando como molde el producto de PCR de la primera ronda de 

amplificación, la segunda ronda de amplificación se realizó con los partidores IGS-Fn y 

IGS-Rn que amplifican un fragmento de 945 pb            (Tabla 2, anexos). 

 

Para la amplificación de la secuencia génica que codifica la proteína externa de 

membrana ospC de B. burgdorferi se empleó una PCR anidada. La primera ronda de 

amplificación se realizó con los partidores ospC-F y ospC-R que amplifican un 

fragmento de 657-pb    (Bunikis et al., 2004). Utilizando como molde el producto de PCR 

de la primera ronda de amplificación, la segunda ronda de amplificación se hizo con los 

partidores ospC-Fn y ospC-Rn que amplifican un fragmento de 617 pb (Bunikis et al., 

2004) (Tabla 2, anexos). 

 

Finalmente, para la amplificación de la secuencia génica que codifica la proteína externa 

de membrana p66 de B. burgdorferi se empleó una PCR anidada. La primera ronda de 
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amplificación se realizó con los partidores p66-F y p66-R, que amplifican un fragmento 

de 744-pb       (Bunikis et al., 2004). Utilizando como molde el producto de PCR de la primera 

ronda de amplificación, la segunda ronda de amplificación se hizo con los partidores 

p66-Fn y p66-Rn que amplifican un fragmento de 683-pb       (Bunikis et al., 2004) (Tabla 

2, anexos). 

 

Todas las muestras se analizaron usando un control positivo que contiene ADN de la 

cepa Borrelia anserina (grupo fiebre recurrente) (Ataliba et al., 2007) y un control negativo 

que contenía agua libre de nucleasas.  

 

5.8  Identificación molecular de especies de Rickettsia 

 

Para detectar ADN de Rickettsia, como screening se utilizaron los partidores CS-78 y 

CS-323 diseñados para un fragmento conservado de 401 pb del gen codificante para 

citrato sintetasa (gltA), presente en todas las especies de Rickettsia (Labruna et al., 

2004). Las muestras que produjeron amplificados de tamaño esperado posteriormente 

se sometieron a diferentes protocolos de PCR utilizando primers dirigidos a fragmentos 

parciales de los genes rickettsiales: ompA, ompB y htrA (Tabla 3, anexos). 

 

Todas las muestras se analizaron usando un control positivo que contiene ADN de la 

cepa Rickettsia vini (Novakova et al., 2016) y un control negativo que contiene agua libre 

de nucleasas.  

 

5.9 Identificación molecular de especies de Ehrlichia 
 

Para detectar ADN de Anaplasmataceae, se realizó una PCR convencional dirigida al 

gen de ARNr 16S (Inokuma et al., 2000) de un tamaño de 346 pb, en el caso de obtener 

amplificación, se procedió en una segunda etapa a realizar PCR anidados específicos 

para Ehrlichia amplificando fragmentos de genes dsb (disulfuro de oxireductasa) (Doyle 

et al., 2005) y gltA (citrato sintetasa) (Loftis et al., 2006), de 349 pb y 650 pb, 

respectivamente (Tabla 4, anexos). Todas las muestras se analizaron sin controles 

positivos y un control negativo que contiene agua libre de nucleasas. 
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Para la amplificación se determinó un volumen final de 25 µl, utilizando una mezcla de 

reacción para cada una de las muestras compuesta por: 9,5 µl de agua destilada 

desionizada; 1 µl del iniciador F1 (100 pmol) y 1µl del iniciador F2 (100 pmol) (TIB 

MOLBIOL. Synthese labor) añadiéndose a la mezcla 1µl de ADN total y 12,5 µl de Taq 

polimerasa (Boehringer). Del producto de la primera amplificación se tomaron 1 µl para 

realizar la siguiente amplificación para un volumen final de 25 µl, utilizando una mezcla 

de reacción para cada una de las muestras compuesta por: 9,5 µl de agua destilada 

desionizada; 1 µl del iniciador (100 pmol) y 1 µl del iniciador (100 pmol) (TIB MOLBIOL. 

Synthese labor) añadiéndose a la mezcla 1 µl de ADN total y 12,5 µl de Taq polimerasa. 

Las reacciones de amplificación se realizaron en el termociclador ProFlex PCR System 

(Applied Biosystems®). 

 

Los amplicones de garrapatas y patógenos fueron depositados en geles de 2% de 

agarosa (Bio-Rad 162-0125) en tampón 1X TBE pH 7,5 y un voltaje de 4,5 V/cm durante 

la primera media hora, tras la cual se incrementó a 6 V/cm aplicados durante 60 min. 

Como marcadores de peso molecular se utilizaron un patrón con 15 bandas de 8,5 a 

0,35- kbp (ADN molecular weight VII Boehringer-Mannheim) y un patrón secuencial de 

100 a 1000-bp (ADN molecular weight 100-bp ladder Boehringer-Mannheim). Para la 

visualización y registro fotográfico los geles fueron colocados en transiluminador. 

 

Los amplicones no visibles o que no presentasen el tamaño esperado fueron desechados 

y excluidos de los análisis adicionales. En el presente estudio solo se realizó 

secuenciamiento, cuando se lograba detectar algún patógeno bacteriano (Borrelia, 

Ehrlichia y/o Rickettsia) al PCR convencional, material que se enviaba en conjunto con 

el fragmento parcial (≈460-bp) del gen ARNr 16S mitocondrial de la garrapata Los 

productos de PCR fueron enviados para purificación al Instituto de Bioquímica y 

Microbiología de la Facultad de Ciencias de la Universidad Austral de Chile, Valdivia. Las 

secuencias editadas se compararon con organismos similares disponibles en la base de 

datos de GenBank utilizando BLAST (www.ncbi.nlm.nih.gov/BLAST/) (Altschul et al., 

1990). 
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5.10 Análisis de la diversidad genética de especies de Borrelia, Rickettsia y 
Ehrlichia 
 
Las secuencias editadas de los patógenos se alinearon utilizando el software MAFFT. 

La distancia genética fue calculada mediante las distancias intraespecíficas e 

interespecíficas (p) (Tamura et al., 2013), utilizando el software MEGA11.  

 

5.11 Análisis filogenéticos 

Para evaluar relaciones filogenéticas de las bacterias y garrapatas, se seleccionaron 

secuencias de garrapatas duras y bacterias de los tres géneros de haplotipos descritos 

en Chile y en la región neotropical. Los árboles se construyeron utilizando máxima 

verosimilitud (ML) utilizando MEGA11, bajo un modelo de sustitución apropiado (General 

time reversable (GTR), Tamura-nei (T92, T93) o Hasegawa-Kishino-Yano (HKY)). La 

solidez de cada nodo se evaluó mediante el arranque y las probabilidades anteriores 

obtenidas a partir de generaciones suficientes para alcanzar la convergencia. Se tomó 

como señal de soporte robusto valores bootstrap de 70% o más para clados reales (Hillis 

y Bull, 1993). 

Se emplearon como outgroup para los árboles de garrapatas del género Ixodes, 

secuencias de A. triste, para género Amblyomma secuencias de R. sanguineus sensu 

stricto, y para garrapatas del género Rhipicephalus secuencias de A. triste y A. 

parvitarsum. En el caso de bacterias del género Borrelia, se emplearon secuencias de 

Borrelia miyamotoi (ospC), Borrelia anserina (p66) y Leptospira interrogans y Borrelia 

bissettiae (flaB), mientras que, para arboles de Rickettsia se empleó secuencia de 

Rickettsia canadiensis (gltA), finalmente para el género Ehrlichia, se utilizaron 

secuencias de Coxiella burnetii (ARNr 16s), Neorickettsia ristici y N. sennetsu (gltA) y 

Escherichia coli (dsb). 

 

5.12. Análisis variables ambientales 

Se recopilaron un total de 101 registros de localidades para especies de Ixodidae en todo 

Chile, de estos, 33 registros corresponden a los reportados en la presente tesis y  68 a 

registros obtenidos de estudios científicos anteriormente publicados (Casanueva y 
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Moyano, 2000; Muñoz y Casanueva, 2002; González-Acuña et al., 2003; González-

Acuña et al., 2003b; González-Acuña et al., 2004; González-Acuña et al., 2004b; 

González-Acuña et al., 2005; Guglielmone et al., 2005; González-Acuña et al., 2006; 

Guglielmone et al., 2007; González-Acuña et al., 2009; Abarca et al., 2012; Muñoz-Leal 

et al., 2014; Muñoz-Leal y González-Acuña, 2015; Muñoz-Leal et al., 2016; Llano-Soto 

et al., 2017; Verdugo et al., 2017; Díaz et al., 2018; González-Acuña et al., 2018; Muñoz-

Leal et al., 2019a; Muñoz-Leal et al., 2019b; Muñoz-Leal et al., 2019c; Oyarzún-Ruiz et 

al., 2021). Los datos fueron divididos aleatoriamente en dos submuestras: un 32,3% (33) 

como datos de prueba y un 77,7% (68) como datos de entrenamiento, sin embargo, para 

evaluar las predicciones, solo se lograron emplear 76 de los 101 registros obtenidos, 

debido a que los restantes 25 quedaban fuera del análisis por estar fuera del límite del 

shape de Chile o al extraer el point sampling tool, no se obtenía datos de las variables 

bioclimáticas, las cuales estaban asociadas a muestras de Antártica o de Isla de Pascua. 

 

Desde el portal de la Biblioteca del Congreso Nacional de Chile (BCN) se obtuvieron los 

shapefiles para Chile y sus regiones. Por otro lado, se recuperó un total de 21 variables 

ambientales en formato Geotiff o Raster, 20 variables bioclimáticas con una resolución 

espacial de 30 segundos (~ 1 km2), recolectada de la versión de base de datos de 

WorldClim (v.) 2.1 (Fick y Hijmans, 2017), y una variable de cobertura del suelo obtenida 

de el Laboratorio de Geomática y Ecología del Paisaje (GEP) de la Facultad de Ciencias 

Forestales y Conservación de la Naturaleza, de la Universidad de Chile (Tabla 4).  

 

Tabla 4. Variables ambientales utilizadas, en negrita las resultantes en el análisis de 

componentes principales (PCA). 

 
Variable Código 

Temperatura promedio anual (ºC) Bio1 

Rango medio diurno (temp máx. – temp min; promedio mensual) (ºC) Bio2 

Isotermalidad (BIO1/BIO7) *100(Co) Bio3 

Estacionalidad en temperatura (SD x 100) (ºC) Bio4 

Temperatura máxima del periodo más caliente (ºC) Bio5 

Temperatura mínima del período más frio (ºC) Bio6 
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Rango anual de temperatura (BIO 5 – BIO 6) (ºC)  Bio7 

Temperatura media en el trimestre más lluvioso (ºC)  Bio8 

Temperatura promedio en el trimestre más seco (ºC)  Bio9 

Temperatura promedio en el trimestre más caluroso (ºC)  Bio10 

Temperatura promedio en el trimestre más frío (ºC)  Bio11 

Precipitación anual (mm) Bio12 

Precipitación en el periodo más lluvioso (mm)  Bio13 

Precipitación en el período más seco (mm) Bio14 

Estacionalidad de la precipitación (Coeficiente de variación) Bio15 

Precipitación en el trimestre más lluvioso (mm) Bio16 

Precipitación en el trimestre más seco (mm)  Bio17 

Precipitación en el trimestre más caluroso (mm) Bio18 

Precipitación en el trimestre más frio (mm)  Bio19 

Elevación Elev 

Cobertura de suelo  Land  

 

Las ediciones y visualizaciones de archivos ráster utilizados en este documento se 

hicieron con el software QGIS v. 3.12.3-Bucureşti. Los nuevos registros y los informes 

anteriores fueron georreferenciados con Google Earth Pro v. 7.3.3.7786 y se exportaron 

en formato.kml para crear registros de presencia. Posteriormente, las 21 variables se 

recortaron con la herramienta Clipper a los límites políticos de Chile y se exportaron en 

archivos ASCII con la herramienta Translate de la Biblioteca de abstracción de datos 

geoespaciales o Geospatial Data Abstraction Library (GDAL). Asimismo, la extracción de 

datos de las variables para cada coordenada geográfica se realizó con la herramienta 

Point sampling tool complement y exportó los archivos de datos en formato.csv para un 

Análisis de Componentes Principales (PCA) en el software Statplus. Debido a la cantidad 

de variables, el análisis de PCA es necesario para evitar que existan multicolinealidad 

entre algunas variables, ya que se podrían generar estimaciones sesgadas para los 

modelos resultantes (Quinn y Keough, 2002). En nuestro caso se tomaron como modelo 

las variables del estudio de Clarke-Crespo et al. (2020), empleadas para garrapatas 
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duras de 4 géneros. Posteriormente, se efectuó una regresión logística binaria que 

permitió evaluar el efecto entre la variable dependiente de respuesta dicotómica y el 

conjunto de las variables regresoras (Cea D’Ancona, 2002), para cada uno de tres 

géneros de garrapatas duras (Amblyomma, Ixodes y Rhipicephalus) recolectadas y tres 

géneros bacterianos analizados (Borrelia, Ehrlichia y Rickettsia), para cada uno de los 

puntos georreferenciados analizados en el PCA, considerando como variables 

dependientes la presencia o ausencia, y como dependiente las variables ambientales 

seleccionadas según el PCA, además de la latitud y longitud. 

 

Para evaluar la distribución de especies (riqueza parasitaria) según zona geográfica, se 

consideró la clasificación: Norte grande (hasta 27ºS), norte chico (hasta 33ºS), central 

(hasta 37ºS), sur (hasta 42ºS) y zona austral (Sarricolea et al., 2017). 
 
Todos los mapas ilustrando la de distribución especies se procesaron en QGIS con el 
área geográfica de Chile.  

 

5.13 Análisis estadístico 
La ocurrencia de ADN de bacterias en garrapatas para cada especie bacteriana, 

género de garrapata y ecorregión se calculó con la frecuencia relativa y absoluta del 

total de muestras analizadas. Se realizó para evaluar la hipótesis del trabajo la prueba 

de Fisher (Reiczigel et al., 2019) entre la ocurrencia de muestras positivas, y por género, 

con la respectiva ecorregión, mientras que, el test de Fisher y la prueba de diferencia de 

proporciones se empleó para evaluar la asociación y las diferencias en la presencia de 

patógenos entre las diferentes ecorregiones. Además, para realizar el análisis de los 

datos empleando variables ambientales, se empleó el análisis de componentes 

principales (PCA) y una regresión logística binaria desde un modelo de Regresión 

Logística Binomial. En relación con la riqueza parasitaria (número de especies de 

parásitos), se utilizó el coeficiente de correlación de Spearman (R) para indagar si los 

índices de riqueza parasitaria están correlacionados con el gradiente latitudinal (medido 

en UTM). Todos los análisis estadísticos se realizaron utilizando paquetes apropiados 

disponibles en Statplus:mac versión 8, empleando un nivel de confianza del 95% y con 

una significancia estadística (p <0,05). 
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6. RESULTADOS 
 

I. Identificación de las especies de garrapatas duras y la presencia de 
bacterias del género Ehrlichia, Borrelia y Rickettsia en diferentes 
ecorregiones de Chile. 

624 garrapatas (60 larvas, 273 ninfas, 143 hembras y 148 machos) fueron recolectadas 

desde siete ecorregiones del país, de estas 561 (89,9%) fueron identificadas 

morfológicamente a nivel de especie y 63 (10,01%) a nivel de género. Se identificaron 

morfológicamente 9 especies de garrapatas pertenecientes a los géneros Amblyomma, 

Ixodes y Rhipicephalus (Tabla 5). Posteriormente se realizó extracción de ADN y PCR  

a través de la amplificación del gen ARNr 16S mitocondrial en 587 de ellas (94%) para 

evaluar viabilidad del ADN. 

 
Tabla 5. Especies de garrapatas identificadas morfológica, además se muestra el 

porcentaje de muestras que amplificaron al gen (ARNr 16S mitocondrial). 
Especie de 
garrapata 

Número 
garrapatas 
analizadas 
morfología 

Número 
de 

garrapatas 
ARNr  + 

Número 
de 

garrapatas   
ARNr  - 

Proporción 
detección 

ADN 

Amblyomma 

argentinae 
1 0 1 0% 

Amblyomma 

parvitarsum 
20 12 8 60% 

Amblyomma spp. 17 17 0 100% 

Amblyomma 

tigrinum 
140 138 2 99,2% 

Ixodes abrocomae 2 2 0 100% 

Ixodes auritulus 10 10 0 100% 

Ixodes sigelos 25 21 4 84% 

Ixodes sp. grupo 

sigelos  
19 16 3 84,2% 

Ixodes taglei 4 2 2 50% 
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Ixodes 

neuquenensis 
3 1 2 33% 

Ixodes spp. 27 24 3 88,8% 

Ixodes uriae 256 246 10 96% 

Rhipicephalus 

sanguineus 
101 98 3 97% 

Total 624 587 36 94% 
ARNr: Ácido ribonucleico ribosomal (16S) 

 
En relación con la detección de ADN de bacterias, del total de garrapatas que 

amplificaron al PCR (587), en 108 (18,68%) se obtuvo ADN de alguna bacteria en 6 de 

las 7 ecorregiones analizadas (Atacama, Puna, Coquimbo, Maule, Bosque Valdiviano 

y Patagonia central) (Tabla 7), siendo la frecuencia relativa por género: Ehrlichia del 

0,85% (5/587), Rickettsia del 17,54% (103/587) y finalmente para Borrelia del 0,34% 

(2/587) (Tabla 6). Además, se logró detectar coinfección en un 1,85% (2/108) de las 

muestras positivas, específicamente, para Rickettsia y Anaplasmataceae en una 

muestra de A. tigrinum (ninfa) de la ecorregión Maule y otra de I. taglei (hembra), de la 

ecorregión Bosque Valdiviano. 

Ahora bien, si procedemos a desglosar la positividad a bacterias por género de 

garrapata se evidenció una frecuencia de bacterias para Amblyomma del 53,9% 

(96/178), para Ixodes 3,4% (12/346) y finalmente para Rhipicephalus del 1,9% (2/101). 

 

Tabla 6. Especies y número de garrapatas positivas para ADN de las bacterias de los 

géneros Rickettsia, Ehrlichia y Borrelia. 
 

Especie de garrapata Número 
ejemplares 
analizados 

Género 
Rickettsia 

Género 
Ehrlichia 

Género 
Borrelia 

Ixodes uriae 256 2** 2* 0 

Amblyomma argentinae 1 0 0 0 

Amblyomma spp. 17 0 0 0 

Amblyomma tigrinum 140 84 (8*) 0 0 



66	

 
66 

Ixodes spp. 27 1 0 0 

Ixodes sp  grupo 

sigelos 

44 0 0 0 

Ixodes abrocomae 2 0 0 2* 

Rhipicephalus 

sanguineus 

101 2* 0 0 

Ixodes auritulus 10 1** 1** 0 

Amblyomma 

parvitarsum 

20 12** 0 0 

Ixodes taglei 4 1** 2** 0 

Ixodes neuquenensis 3 0 0 0 

TOTAL 624 103 5 2 
* muestras secuenciadas 
** muestras no secuenciadas 
 

II. Filogenia de las garrapatas y bacterias detectadas 
 

II.1 Garrapatas 
Género Ixodes 
Molecularmente solo se efectuó confirmación para dos I. abrocomae (macho y hembra) 

obtenidas de ratón orejudo de Darwin (Phyllotis darwini) desde el Parque Nacional Fray 

Jorge, en la ecorregión Coquimbo y dos I. uriae (ninfa y hembra ingurgitada) obtenidas 

desde el ambiente en Punta Neko, ecorregión Patagonia. Las secuencias analizadas 

de I. abrocomae fueron 99% (402/ 405 pb) idénticas a I. abrocomae obtenida de A. 

olivaceus (ratón oliváceo) en Chile (GU188043) (Fig. 6), mientras que, la secuencia 

obtenida desde I. uriae fueron 99% (407/409 pb) idénticas a I. uriae de Chile 

(MH183257.1). El árbol de ML bajo el modelo de sustitución (GTR +G), evidenció clados 

diferenciados para el grupo de Ixodes sigelos e Ixodes abrocomae, generando un clado 

monofilético con genoespecies que parasitan roedores de las especies Ixodes 

abrocomae e Ixodes sp. obtenidas del parque nacional Fray Jorge, por Muñoz-Leal 

(2019a), con un bootstrap de 86 (Fig. 6).   
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Fig. 7. Árbol filogenético inferido para un fragmento parcial del gen ARNr 16S 

mitocondrial para garrapatas del género Ixodes bajo el modelo de sustitución (GTR +G). 

Los valores de soporte se indican sobre o bajo las principales ramas del árbol. Las 

secuencias generadas en este estudio se encuentran marcadas con asterisco.  



68	

 
68 

Género Amblyomma 
La confirmación molecular de las especies de este género solo se realizó para ocho 

ejemplares de A. tigrinum (2 ninfas, 3 machos y 3 hembras), las que resultaron tener 

un 99% (405/ 406 pb) de similitud con A. tigrinum recolectada de un canino (Canis lupus 

familiaris) en Brasil (KX434747.1). El árbol de ML bajo el modelo de sustitución 

(T92+G+I), evidencia que las muestras de este trabajo esta relacionadas con un 

boostrap 100, formando un clado monofiletico, con genoespecies de A. tigrinum 

obtenidas de Argentina, Chile y Brasil, desde zorro gris (Lycalopex griseus), zorro 

culpeo (Lycalopex culpaeus) y  del ambiente respectivamente (Fig. 8). 

 

Fig. 8. Árbol filogenético inferido para un fragmento parcial del gen ARNr de 16S 

mitocondrial para grupo de garrapatas del género  Amblyomma bajo el modelo de 

sustitución (T92+G+I). Los valores de soporte se indican sobre o bajo las principales 

ramas del árbol. La secuencia generada en este estudio se encuentra marcada con 

asterisco.  
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Género Rhipicephalus 
A través de identificación morfológica y confirmación molecular en este estudio se 

registra por segunda vez a R. sanguineus s.s linaje templado en la isla de Pascua. Los 

dos ejemplares analizados (macho y hembra) fueron 99% (379 pb) idénticos a R. 

sanguineus de Estados Unidos de América (MH018852). El árbol de ML bajo el modelo 

de sustitución (T92 +G), evidencia que las muestras de este estudio se relacionaron 

filogenéticamente con R. sanguineus s.s., formando un clado monofilético con 

genoespecies de linaje templado obtenidas de España, Argentina, Uruguay, USA y 

Chile, con un boostrap de 75 (Fig. 9). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. 9. Árbol filogenético inferido para un fragmento parcial del gen ARNr de 16S 

mitocondrial para un subgrupo de garrapatas del género Rhipicephalus bajo el modelo 

de sustitución (T92 +G). Los valores de soporte se indican sobre o bajo las principales 

ramas del árbol. La secuencia generada en este estudio se encuentra marcada con 

asterisco.  

Linaje 
templado 

Linaje 
tropical 
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II.2 Bacterias 
 
Género Borrelia 
Se efectuó la detección de amplicones de Borrelia en dos garrapatas obtenidas de ratón 

orejudo de Darwin (Phyllotis darwini). Las secuencias de flaB obtenidas fueron 

alineadas con 22 secuencias homólogas de otros aislados de Borrelia del grupo EL 

(Grupo Enfermedad de Lyme) y del grupo FG (Grupo Fiebre Recurrente) y tuvieron un 

99% (304/307 pb) de identidad con la secuencia de Borrelia obtenida de Ixodes sp. 

recolectada de Phyllotis darwini, en Parque Nacional Bosque de Fray Jorge, Chile 

(MH187987) (Fig. 7). El árbol de ML bajo el modelo de sustitución (T92 +G+I), evidenció 

que las genoespecies pertenecientes a las Borrelia EL y FG se separaron en dos clados 

principales (Fig. 10), donde los haplotipos recuperados de I. abrocomae están 

relacionados con un boostrap (97), con el clado de EL. Luego al realizar un árbol 

filogenético bajo el modelo de sustitución (T92 +G) empleando solo secuencias de 

Borrelia obtenido de la región neotropical, nuestras secuencias forman un clado 

monofilético con Borrelia sp obtenidas de I. auritulus (Argentina y Chile), de I. stilesi 

(Chile) e Ixodes sp. (Parque Nacional Bosque de Fray Jorge, Chile) (Fig. 11). 

 

Al evaluar la distancia por pares para el gen flaB entre los dos haplotipos del estudio y 

las 7 cepas depositadas en GenBank de Borrelia del grupo Lyme en Chile, reveló una 

heterogeneidad genética del 2,02%, donde la distancia por pares entre haplotipos osciló 

entre 0,3% a un 3,86% (Tabla 5, anexos). Al contrastar con los haplotipos obtenidos de 

roedores en Sudamérica de los estudios de D’Agnoll et al. (2017), Thomas Sánchez et 

al. (2020), Weck et al. (2022), se obtiene una heterogeneidad media del 0,02% (Anexo: 

Tabla 6). 
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Fig. 10. Árbol filogenético inferido para un fragmento parcial del gen flaB de Borrelia 

bajo el modelo de sustitución (T92 +G+I). Los valores de soporte se indican sobre o 

bajo las principales ramas del árbol. Las secuencias generadas en este estudio se 

encuentran marcadas con asterisco. 
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Fig. 11. Árbol filogenético inferido para un fragmento parcial del gen flaB de Borrelia 

con genoespecies de zona neotropical bajo el modelo de sustitución (T92 +G). Los 

valores de soporte se indican sobre o bajo las principales ramas del árbol. Las 

secuencias generadas en este estudio se encuentran marcadas con asterisco. 
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En el caso del gen p66 (Fig. 12) empleando el modelo de sustitución (HKY +G), IGS y 

ospC con el modelo (GTR +G) (Fig. 13) se relacionaron filogenéticamente con Borrelia 

chilensis, coincidente con el porcentaje de identidad según BLAST del 93% (611/657 

pb), 84% (486/577 pb) y 78,4% (259/329 pb) idénticas a la secuencia de Borrelia 

chilensis VA1(CP009910.1).  

 

 

Fig. 12. Árbol filogenético inferido para un fragmento parcial del gen p66 de Borrelia 

bajo el modelo de sustitución (HKY +G). Los valores de soporte se indican sobre o bajo 

las principales ramas del árbol. Las secuencias generadas en este estudio se 

encuentran marcadas con asterisco.  
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Fig. 13. Árbol filogenético inferido para un fragmento parcial del gen ospC de Borrelia 

bajo el modelo de sustitución (GTR +G). Los valores de soporte se indican sobre o bajo 

las principales ramas del árbol. La secuencia generada en este estudio se encuentra 

marcada con asterisco.  
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II.3 Género Rickettsia 

Del total de 103 muestras positivas al gen gltA empleado como screening en la primera 

etapa, se logró secuenciar 10 muestras (9,7%). Los haplotipos de gltA Rickettsia 

recuperados de A. tigrinum según BLAST fueron 100% similares a una secuencia de 

Candidatus Rickettsia andaenae (Ca. R. andaenae) obtenidas de A. triste (Chile) 

(JN180849.1), en el caso de los genes htrA, ompA y ompB según BLAST fueron 100% 

idénticas a secuencias de Ca. Rickettsia andaenae obtenida de A. parvum en Brasil, 

respectivamente (KY402193; MK522488.1; KF030933.1) (Tabla 10, Anexos). 

 

En relación con R. sanguineus, en dos garrapatas (macho y hembra) se logró amplificar 

el gen gltA para Rickettsia (25%) y las secuencias obtenidas fueron 100% (350/350 pb) 

idénticas a una secuencia de Ca. R. andaenae obtenida de A. parvum en Brasil 

(KY402176). El árbol de ML bajo el modelo de sustitución (T92 +G), demuestra un clado 

monofilético con haplotipos de Ca. R, andaenae obtenidos de Chile (Fig. 14). 
 

La distancia por pares entre los dos haplotipos del estudio y las 20 cepas depositadas 

en GenBank de Ca. Rickettsia andaenae en América, reveló una heterogeneidad 

genética del 0,33 %. La distancia por pares entre haplotipos osciló entre 0% a un 1,57%. 

(Tabla 7, anexos). 
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Fig. 14. Árbol filogenético inferido para un fragmento parcial del gen gltA de Rickettsia 

bajo el modelo de sustitución (T92 +G).  Los valores de soporte se indican sobre o bajo 

las principales ramas del árbol. Las secuencias generadas en este estudio se 

encuentran con asterisco. 
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II.4 Género Ehrlichia 
 
Del total de 12 muestras positivas al gen EHR16 empleado como screening, se logró 

secuenciar 2 muestras (16,6%), siendo una de las secuencias obtenidas (ninfa) 100% 

(306 pb/306 pb) idénticas a Ehrlichia spp. obtenida de I. uriae de Chile (MK049840.1) y 

la segunda secuencia (hembra) fue 99% (331 pb/335 pb) idéntica a Candidatus 

Midichloria mitochondrii  (Ca M. mitochondrii) obtenida de una hembra de I. ricinus en 

Francia (KU559921.1).   

 

El árbol de ML bajo el modelo de sustitución (T93 +G) para EHR 16s, evidenció que las 

genoespecies pertenecientes a los géneros Ehrlichia, Anaplasma, Rickettsia y 

Midichloria se separaron en los clados principales (Fig. 15), y que nuestras secuencias 

están relacionadas con haplotipos de Ehrlichia sp. obtenidos de garrapatas que 

parasitan aves en Chile y Argentina, específicamente I. uriae e I. auritulus, y con 

secuencia de endosimbiontes de Ca. Midichloria mitocondrii obtenida de Amblyomma 

aureolatum y Haemaphysalis wellingtoni de Argentina y Tailandia, respectivamente. 

 

En el caso del gen dsb se obtuvo 94% (209 pb/307 pb) de similitud a una secuencia de 

Ehrlichia spp. obtenida de bazo de pingüino magallánico (S. magellanicus) de la Isla 

Magdalena, Región de Magallanes y la Antártica Chilena (MK049838.1) (Fig. 17), lo 

cual también refleja el árbol de ML bajo el modelo de sustitución (K92 +G + I) con un 

boostrap de (100) 

 

Finalmente, para el gen gltA se obtuvo un 86% (526 pb/611 pb) de similitud con una 

secuencia de E. muris obtenida de bazo de un roedor silvestre de Japón (CP006917). 

El árbol de ML bajo el modelo de sustitución (T93 +G) evidencia un clado monofilético 

con genoespecies de Ehrlichia obtenidas en Japón, China y USA, con un boostrap 84 

(Fig. 16).  

 

Al realizar un análisis de distancia por pares entre el haplotipo de Ehrlichia de nuestro 

estudio y las 14 cepas depositadas en GenBank de Ehrlichia spp. en Sudamérica, 

reveló una heterogeneidad genética del 1,66 %, mientras que, la distancia por pares 
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entre haplotipos osciló entre 0,01% a un 3,73% (Anexo: Tabla 8), y la secuencia de 

Ehrlichia encontrado en este estudio, presentaba una similitud del 100% con lo obtenido 

por Muñoz-Leal et al. (2019a).    

Al realizar un análisis de distancia por pares entre el haplotipo de Ca M. mitochondrii 

de nuestro estudio y las 8 cepas depositadas en GenBank de haplotipos descritos de 

Ca M. mitochondrii en América, reveló una heterogeneidad genética del 0,02%, 

oscilando la distancia por pares entre haplotipos entre 0,02% y 0,04% (Tabla 9, 

anexos). 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Fig. 15. Árbol filogenético inferido para un fragmento parcial del gen ARNr 16S para 

Anaplasmataceae bajo el modelo de sustitución (T93 +G). Los valores de soporte se 

indican sobre o bajo las principales ramas del árbol. La secuencia generada en este 

estudio se encuentra marcada con asterisco. 

Género Ehrlichia 

Género Anaplasma 

Género Rickettsia 

Familia 
Anaplasmataceae 

Género Midichloria 
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Fig. 16. Árbol filogenético inferido para un fragmento parcial del gen gltA de Ehrlichia 

bajo el modelo de sustitución (T93 +G). Los valores de soporte se indican sobre o bajo 

las principales ramas del árbol. La secuencia generada en este estudio se encuentra 

marcada con asterisco.  
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Fig. 17. Árbol filogenético inferido para un fragmento parcial del gen dsb de Ehrlichia 

bajo el modelo de sustitución (K92 +G + I). Los valores de soporte se indican sobre o 

bajo las principales ramas del árbol. La secuencia generada en este estudio se 

encuentra marcado con asterisco.  
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III. Asociación de la distribución geográfica de las garrapatas duras 
obtenidas de diferentes ecorregiones de Chile con la presencia de 
bacterias 

 

Se detectó garrapatas positivas a bacterias en 6 de las 7 ecorregiones (85,7%), 

ordenados de forma decreciente de la siguiente manera: Puna, Coquimbo, Atacama, 

Maule, Bosque Valdiviano y Patagonia central, mientras que, para la ecorregión 

Santiago la frecuencia fue del 0% (Tabla 7). La menor ocurrencia, fue Patagonia central 

y se diferenció significativamente de todas las demás ecorregiones. (Tabla 8). Al 

realizar la prueba de Fischer, se evidenció asociación entre la ocurrencia de bacterias 

y ecorregiones, siendo mayor en la zona norte (p: <0,05). Respecto a la presencia de 

bacterias por ecorregión, Maule y bosque Valdiviano presentaron porcentajes de 

ocurrencia similares y no se diferenciaron significativamente, sin embargo, la ocurrencia 

fue significativamente mayor que Atacama, Santiago y Patagonia central (Tabla 9). Al 

efectuar test de Fisher por género bacteriano y las diferentes ecorregiones, se evidenció 

diferencia estadística para Rickettsia (p:< 0,05) y Ehrlichia (p:0,0042), y, pero no para 

Borrelia (p: 0,07), mencionando que Borrelia solo fue detectada en la ecorregión 

Coquimbo,  Ehrlichia en las ecorregiones Maules, Bosuqe Valdiviano y Patagonia, 

mientras que Rickettsia estuvo presente en todas las ecorregiones exceptuando 

Santiago. (Tabla 9) 

 
Tabla 7. Distribución de muestras analizadas y positivas para ADN de bacterias para 

cada una de las ecorregiones analizadas. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Ecorregión Muestras Positivas Porcentaje 
Atacama 37 6 16,22% 
Puna 7 6 85,7% 
Coquimbo 176 59 33,5% 
Santiago 6 0 0% 
Maule 125 30 24% 
Bosque Valdiviano 13 3 23% 
Patagonia central 260 4 1,54% 
Total 624 108 17,31% 



82	

 
82 

 
Tabla 8. Test de diferencia de proporciones del  porcentaje de ocurrencia de patógenos 

entre las ecorregiones analizadas, con su respectivo valor p. 

 

* diferencia estadística significativa (p< 0,05) 
ns no significativo.  
NA: no aplica 
 
Tabla 9. Distribución y resultados de detección molecular de ADN de bacterias por 
ecorregión. 

Ecorregión Número 
de 
garrapatas 
positivas 
a 
bacterias 

Género de bacterias 
(número de 
muestras 
positivas)* 

Especie de garrapata 

Atacama 6 Rickettsia (6)  Amblyomma 
parvitarsum 

Puna 6 Rickettsia (6) Amblyomma 
parvitarsum 

Coquimbo 59 Rickettsia (57) 
Borrelia (2) 

Amblyomma tigrinum  
Ixodes spp. 

Ixodes abrocomae 
Rhipicephalus 

sanguineus 
Maule 30 Rickettsia (30) 

Ehrlichia (1) 
Amblyomma tigrinum 

Ixodes auritulus 
Bosque 
Valdiviano 

3 Ehrlichia (3) 
Rickettsia (1) 

Ixodes taglei 
Ixodes auritulus 

Patagonia 
central 

4 Rickettsia (2) 
Ehrlichia (1) 
Candidatus 

Midichloria (1) 

Ixodes uriae 

Total 108   
* ARNr: Ácido ribonucleico ribosomal (16S) 

Ecorregión Atacama Puna Coquimbo Santiago Maule Bosque 
valdiviano 

Patagonia 
central 

Atacama NA 0,87ns 0,0007* 0,9ns 0,007* 0,537ns < 0,05* 

Puna 0,87ns NA 0,0576ns < 0,05* 0,13ns < 0,05* 0,009* 

Coquimbo 0,0007* 0,0576 

ns 
NA < 0,05* 0,11ns 0,04* 0,0041* 

Santiago 0,9 ns < 
0,05* 

< 0,05* NA < 
0,05* 

< 0,05* < 0,05* 

Maule 0,0077* 0,13ns 0,11ns < 0,05* NA 0,10ns < 0,05* 

Bosque 
Valdiviano 

0,537ns < 
0,05* 

0,04* < 0,05* 0,10ns NA < 0,05* 

Patagonia 
central 

< 0,05* 0,009* 0,0041* < 0,05* < 
0,05* 

< 0,05* NA 



83	

 
83 

 
IV.- Distribución de las especies de garrapatas a través del gradiente 

latitudinal de Chile.  

  

Respecto a la riqueza de especies de garrapatas, esta varió de 1 a 5 especies por 

localidad, con una media de 1,24 especies, donde la riqueza máxima se reportó en la  

localidad Parque Nacional Fray Jorge (-30,67° lat.) con 5 especies: I. sigelos, I. 

abrocomae, Ixodes sp. grupo sigelos, A. tigrinum e Ixodes sp., mientras que, en 28 

localidades la riqueza fue solo de 1 especie. 

 

En las ecorregiones de la zona Centro y sur del país (Maule y Bosque Valdiviano) existió 

una mayor riqueza de garrapatas, siendo las localidades con mayor riqueza de especies: 

Isla Santa María, Yumbel y Llancahue. Las localidades del norte (ecorregión Coquimbo) 

que concentran una mayor riqueza de especies fueron el Parque Nacional Fray Jorge (- 

30,67° lat.) y Reserva Nacional Llanos de Challe (-28,13 lat.)  con 5 y 2 especies, 

respectivamente (Fig. 18). Al evaluar la correlación entre la riqueza de garrapatas y el 

gradiente latitudinal, se obtuvo una correlación baja y no significativa entre estas variables 

(correlación de Pearson r:0,02751, p:0,88).  

 
Fig. 18. Diagrama de dispersión de la riqueza de especies de garrapatas 
distribuidas a lo largo de Chile.  
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V.- Variables ambientales asociadas con la distribución de las garrapatas 
duras y los géneros bacterianos analizados a lo largo de Chile. 

 
Se recopilaron un total de 101 registros de localidades para especies de Ixodidae en 

todo Chile. De estos, 33 registros corresponden a los reportados en la presente tesis 

(Tabla 10) y  68 a registros obtenidos de estudios anteriormente publicados (Tabla 11, 

Anexos), cada uno con su respectiva latitud y longitud. Del total de datos de registros 

recopilados finalmente se emplearon 76 registros, debido a que los restantes 25 

quedaban fuera del análisis por estar fuera del límite del shape de Chile o al extraer el 

point sampling tool, no se obtenía datos de las variables bioclimáticas, siendo 27 

(35,5%) puntos obtenidos en el presente trabajo y 49 (64,5%) de estudios anteriores. 
 
Tabla 10. Localidades de registro de garrapatas en el presente estudio ordenadas de 

forma descendiente geográficamente y por ecorregión.  

 
Localidad Latitud Longitud Especie de garrapata   

Ecorregión 
Visviri -17.35 -69.28 Amblyomma parvitarsum Atacama 

Parinacota -18.23 -69.36 Amblyomma parvitarsum Atacama 
Arica -18.47 -70.28 Amblyomma sp. Atacama 

Cerro sombrero, 
Arica 

-18.49 -70.29 Amblyomma sp. Atacama 

Azapa -18.50  -70.22 Amblyomma sp. Atacama 
Quebrada del 

indio 
-21.20 -68.35 Amblyomma parvitarsum Atacama 

Llullaihuaco -24.83  -68.70 Amblyomma parvitarsum Puna 
Caldera -27,03 70,49 Rhipicephalus sanguineus Coquimbo 

Hanga Roa 
(Rapa Nui) 

-27.14  -109.42 Rhipicephalus sanguineus Coquimbo 

Reserva 
Nacional Llanos 

de Challe 

-28.13  -71.01 Ixodes grupo sigelos, Ixodes 
sp. 

Coquimbo 

Caleta de 
Hornos 

-29.62 -71.28 Rhipicephalus sanguineus Coquimbo 

Las Rojos -29.97 -71.06 Rhipicephalus sanguineus Coquimbo 
Cochiguaz -30.14 -70.40 Ixodes sp. Coquimbo 

Parque Nacional 
Bosques Fray 

Jorge 

-30.67 -71.66 Ixodes sigelos, Ixodes 
abrocomae, Ixodes grupo 
sigelos, Amblyomma 
tigrinum, Ixodes sp. 

Coquimbo 
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Santiago -33.54 -70.61 Amblyomma argentinae Santiago 
Termas del 

Flaco 
-34.94  -70.43 Ixodes sp. Santiago 

Los Queñes -34.99 -70.81 Ixodes sp Santiago 
Puente Cato -36.55  -72.04 Rhipicephalus sanguineus Maule 

Chillán -36.60 -72.10 Rhipicephalus sanguineus Maule 
Chillán Viejo -36.62  -72.13 Rhipicephalus sanguineus Maule 

Quilmo -36.66 -72.07 Amblyomma tigrinum Maule 
Florida -36.82  -72.65 Rhipicephalus sanguineus Maule 

Isla Santa María -37.02  -73.51 Rhipicephalus sanguineus, 
Ixodes auritulus 

Maule 

Yumbel -37.09  -72.56 Rhipicephalus sanguineus, 
Amblyomma tigrinum 

Maule 

Laja -37.27 -72.71 Ixodes sigelos Maule 
Llaima -37.84 -71.66 Ixodes sp Maule 

Llancahue -39.57 -71.96 Ixodes auritulus, Ixodes 
taglei 

Bosque 
Valdiviano 

Cascadas -41.07 -72.63 Ixodes neuquenensis Bosque 
Valdiviano 

Quempillén -41.87 -73.74 Ixodes auritulus Bosque 
Valdiviano 

Chiloé -42.57 -73.95 Ixodes neuquenensis Bosque 
Valdiviano 

Isla Magdalena -52.91  -70.58 Ixodes uriae Patagonia 
Central 

Hanna Point -62.68 -60.86 Ixodes uriae Patagonia 
Central 

Punta Neko -64.46  -62.35 Ixodes uriae Patagonia 
Central 

 
Al realizar el gráfico de distribución de las muestras según ecorregión, solo fue posible 

graficar 76 (75%) de ellos para hacer el análisis de PCA (Fig. 19). La carga de los factores 

del análisis de PCA están dispuestos en la Tabla 11. 
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Fig. 19. Análisis de PCA para las 21 variables ambientales utilizadas en el análisis 

discriminatorio inicial. 

 

Tabla 11. Resultados del Análisis de Componentes Principales aplicado a las variables 

bioclimáticas (Bio) y de clima del suelo (Land). 
Variable PC1 PC2 

Temperatura promedio anual (ºC) Bio1 -0,85141 0,45695 
Rango medio diurno (temp máx. – temp min; 
promedio mensual) (ºC) Bio2 

0,54923 -0,61315 

Temperatura mínima del período más frio (ºC) 
Bio6 

-0,81349 0,56183 

Temperatura media en el trimestre más lluvioso 
(ºC) Bio8 

-0,89987 0,05641 

Precipitación anual (mm) Bio12 0,60276 0,76657 
Estacionalidad de la precipitación (Coeficiente de 
variación) Bio15 

0,48901 -0,64607 

Precipitación en el trimestre más lluvioso (mm) 
Bio16 

0,61043 0,70268 

Precipitación en el trimestre más caluroso (mm) 
Bio18 

0,75901 0,36557 

Cobertura de suelo (Land) -0,27715 -0,53958 
Estacionalidad en temperatura (SD x 100) (ºC) Bio 
4 

0,37166 0,30139 

Temperatura máxima del periodo más caliente 
(ºC) Bio5 

-0,56226 0,48694 

Precipitación en el período más seco (mm) Bio14 0,53181 0,73961 
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De acuerdo con los resultados observados al PCA, las variables: (Bio2) Rango medio 

diurno (temp máx. – temp min; promedio mensual) (ºC), (Bio 12) precipitación anual 

(mm) y precipitación en trimestre más lluvioso (Bio 16) están relacionadas 

positivamente con la presencia de las garrapatas, pero están correlacionadas 

negativamente con la variable cobertura de suelo (Land). Basado en los valores en PC1 

y PC2, quien representa mejor las variables bioclimáticas y explica la distribución de los 

ixódidos en Chile, es la variable precipitación en el trimestre más caluroso (Bio 18), 

seguido de la variable Bio12 y Bio14. 

 
Al realizar el análisis de regresión logística binaria considerando las variables 

ambientales seleccionadas por el PCA (Bio1, Bio2, Bio4, Bio5, Bio6, Bio8, Bio12, Bio 

14, Bio15, Bio16, Bio18 y Land), para cada género de garrapata y de bacterias 

analizadas, se obtuvo que para el género Ixodes, las variables que se asocian a la 

distribución de estas garrapatas fueron: la latitud, longitud, Bio1 (Temperatura promedio 

anual (ºC), Bio2 (Rango medio diurno (temp máx. – temp min; promedio mensual) (ºC), 

Bio6 (Temperatura mínima del período más frio (ºC) y Bio15 (Estacionalidad de la 

precipitación (Coeficiente de variación)) (Tabla 12, anexos). Para las garrapatas del  

género Amblyomma (Tabla 13, anexos) o Rhipicephalus. (Tabla 14, anexos), no existió 

asociación significativa con ninguna de las variables, para este último género, las 

variables Bio2 (Rango medio diurno (temp máx. – temp min; promedio mensual) y Bio7 

(Rango anual de temperatura) su valor p estaba cerca del nivel de significancia (p: 0,05). 

A su vez, al efectuar el análisis de regresión logística para cada género bacteriano con 

las variables ambientales seleccionadas por el PCA, no se observó asociación 

significativa para ninguno de ellos. Para Rickettsia (Tabla 15, anexos), la variable más 

cercana al valor de significancia estadística fue Bio5 (Temperatura máxima del periodo 

más caliente (ºC)), mientras que, para Ehrlichia (Tabla 16,  anexos) lo fue la cobertura 

de suelo (Land). 
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7. DISCUSIÓN 

 
El presente estudio puso a prueba la hipótesis que la presencia de bacterias de los 

géneros Borrelia, Ehrlichia y/o Rickettsia en garrapatas de la Familia Ixodidae, sería 

mayor en las ecorregiones con climas templados y fríos en Chile, lo cual se rechaza, 

debido a que los valores de ocurrencia de patógenos obtenida, fueron mayores en las 

ecorregiones de la zona norte (Puna, Coquimbo), del país en comparación con los de la 

zona sur (Maule, Bosque valdiviano y Patagonia central), encontrándose además 

asociación estadística, y una correlación positiva muy baja, pero no significativa entre la 

riqueza parasitaria  y el gradiente latitudinal. Además, en nuestro trabajo, se pudo 

demostrar una distribución amplia para bacterias del género Rickettsia presente en 6 

ecorregiones y en 6 especies de garrapatas de los tres géneros, desde Atacama 

(17°35“S) hasta Patagonia (64°36“S). Mientras que, para Ehrlichia esta se detectó en 3 

especies de garrapatas pertenecientes a ecorregiones de la zona sur (Maule, Bosque 

Valdiviano y Patagonia central), finalmente para el género Borrelia solo se presentó en 

una ecorregión de la zona norte (Coquimbo, 30°67“S). Además, es importante destacar 

que, en esta investigación, se estudió la presencia de bacterias en una amplia diversidad 

de especies de garrapatas duras en Chile, equivalente a un 69,2% del total de especies 

existentes en Chile (Guglielmone et al., 2021). 

 

En relación, a la ocurrencia de bacterias, se logró amplificar molecularmente ADN de los 

géneros Borrelia, Ehrlichia y Rickettsia, en garrapatas proveniente de 6 de las 7 

ecorregiones muestreadas en el estudio, solo en la ecorregión Santiago no se 

evidenciaron resultados positivos para algún género. La ocurrencia de las distintas 

bacterias difirió (Borrelia: 0,34%, Ehrlichia: 0,85% y Rickettsia: 17,54%), sin embargo, 

este resultado puede estar asociado a la ausencia de especies de garrapatas 

competentes en la transmisión de estas. Por ejemplo, en el caso de Borrelia, su presencia 

se asocia a la presencia de garrapatas del género Ixodes, a nivel mundial las especies 

de garrapatas descritas como vectores competentes para Borrelia se distribuyen en gran 

parte del hemisferio norte (Neártico y Paleártico) y están estrechamente relacionadas con 

Ixodes scapularis (Ej. I. pacificus, I. ricinus, I. persulcatus) (Margos et al., 2023), todas 
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especies ausentes en la región Neotropical. Para el caso de Rickettsia, su presencia está 

relacionado con la presencia de garrapatas del género Amblyomma, que a pesar de la 

amplía distribución en la región Neotropical (con 67 especies), en nuestro país solo se 

describen tres especies de Amblyomma y en ellas se han descrito solo dos rickettsias (R. 

felis y Ca. Rickettsia andaenae) (Abarca et al., 2013). Mientras que, para Ehrlichia es 

importante la presencia de garrapatas como Amblyomma americanum, Ixodes scapularis 

y Dermacentor variabilis, en Chile se ha descrito la presencia del vector R. sanguineus 

variante tropical y los hallazgos de E. canis en la zona norte del país (Abarca et al., 2013) 

y Ehrlichia sp. en órganos de pingüinos y la garrapata Ixodes uriae (Muñoz-Leal et al 

2019b). 

 

Además de que pueden estar ausentes las garrapatas competentes para portar las 

bacterias analizadas, otra de las explicaciones para los bajos porcentajes de muestras 

positivas para algunos géneros puede ser debido al tiempo y condiciones de 

almacenamiento de las muestras, las cuales algunas al momento del análisis molecular 

tenían entre 6 y 8 años de almacenamiento (16,3% de las muestras analizadas). El 

prolongado almacenamiento en condiciones de conservación que no son las óptimas, 

conduce a la degradación del ADN, incidiendo directamente en la cantidad y calidad de 

los ácidos nucleicos obtenidos (Jewell et al., 2002). 

 

A nivel de Sudamérica, en estudios que detectan la prevalencia de algunas de estas 

bacterias es variable, dependiendo de muchas variables como la técnica de extracción 

de ADN empleado, los genes o primers utilizados, los tamaños muestrales, las especies 

de garrapatas analizadas entre otros. Por ejemplo, un estudio realizado por Cotes-

Perdomo et al. (2020), analizó la presencia de Borrelia cinco especies de garrapatas 

duras (A. mixtum, A. dissimile, D. nitens, R. sanguineus y R. microplus) reportando una 

prevalencia del 0% para Borrelia, valor que podría explicarse debido a que estos autores 

no analizaron garrapatas del género Ixodes. Mientras que, en Chile el único antecedente 

sobre patógenos en garrapatas duras fue efectuado por Muñoz-Leal et al. (2019a), donde 

se analizaron en forma individual y en pools un total de 138 garrapatas duras de las 

siguientes cinco especies: I. auritulus I. neuquenensis, I. sigelos, I. taglei e I. uriae, 

logrando evidenciar haplotipos para Borrelia en Ixodes cf auritulus de Isla Navarino con 
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un porcentaje del 20%, en Ixodes cf. sigelos obtenidos de Parque Nacional Fray Jorge e 

Isla Mocha con una positividad del 8,7% y 16%, respectivamente, las diferencias en la 

ocurrencia de bacterias del género Borrelia con nuestro estudio puede atribuirse, a la 

diferencia en la proporción de muestras tomadas de roedores siendo en el estudio de 

Muñoz-Leal et al. (2019a), del 70,8% y en nuestro caso solo un 7%. 

 

Al analizar los valores de ocurrencia por cada género de microorganismo analizado en 

nuestro estudio, para el caso de Anaplasmataceae, se detectó ADN de Ehrlichia en 

garrapatas del género Ixodes que parasitan aves como (I. auritulus), pingüinos (I. uriae), 

como cérvidos (I. taglei) (Tabla 11). En nuestro estudio solo fue posible secuenciar la 

muestra obtenida de I. uriae, lo cual equivale la primera detección de ADN de Ehrlichia 

sp. en el continente antártico, y al segundo hallazgo encontrado en la garrapata I. uriae 

en Chile, la cual estuvo relacionada filogenéticamente con una Ehrlichia spp. obtenida de 

I. uriae de Chile (MK049840.1) (Muñoz-Leal et al. 2019b). Considerando que todas las 

etapas de desarrollo de  I. auritulus e I. uriae son garrapatas parásitas de aves, y que 

están relacionados filogenéticamente y comparten perfiles eco-epidemiológicos, es 

razonable afirmar que estos genotipos de Anaplasmataceae puedan probablemente estar 

asociado con las aves, lo cual se puede apoyar  en los antecedentes que reconocen a 

Ixodes spp. como vectores de Ehrlichia spp. en otros ecosistemas (Shibata et al., 2000;  

Bjöersdorff et al., 2001; Pritt et al., 2017). Lo anterior, sumado al presente hallazgo en I. 

uriae e I. auritulus refuerza la hipótesis de que las aves deben evaluarse como 

hospedadores competentes para las bacterias de este género. Otro antecedente que 

refuerza estos hallazgos, es el  de Vanstreels et al. (2018), quien demostró una nueva 

especie Candidatus Anaplasma sphenisci que se asoció con inclusiones citoplasmáticas 

en los eritrocitos de un pingüino africano (Spheniscus demersus) en Sudáfrica. Por ende, 

el conocimiento de las rutas de migración de las aves y de la distribución espacial de las 

especies de garrapatas y los patógenos transmitidos por garrapatas es crucial para 

comprender el posible impacto de las aves como transmisores de garrapatas y patógenos 

transmitidos por garrapatas. 

 

En el Cono Sur de América del Sur, la mayoría de las Ehrlichia spp. han sido detectadas 

en garrapatas se han encontrado en los géneros Amblyomma (Ciccutin et al., 2020, 
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Sebastian et al., 2022; Tarragona et al., 2022), Rhipicephalus (Ciccutin et al., 2015) y en 

Ixodes (Felix et al., 2021), lo cual tiene relación con distribución de hospedadores, siendo 

relevante la presencia de especies de garrapatas que parasiten cánidos domésticos y/o 

silvestres, tal como se demuestra para Chile (Di Cataldo et al., 2021). Pese a que el 41,3% 

(258 muestras) de las garrapatas analizadas en este estudio son parasitas de perros 

(género Amblyomma y Rhipicephalus) (Muñoz y Casanueva, 2002; Abarca et al., 2012; 

Abarca et al., 2016), no se logró encontrar muestras positivas. Estos bajos resultados 

para Ehrlichia también podrían tener relación con la ecorregión desde la cual se 

obtuvieron las muestras, puesto que el 70% (180/258) de estas garrapatas provenían de 

la zona centro-sur y solo un 30% de la zona norte (78/258), destacando que la única 

detección molecular del género Ehrlichia en Chile, ocurrió en un perro del extremo norte 

del país, específicamente en la ciudad de Arica (López et al., 2012), coincidiendo con la 

presencia del linaje tropical de R. sanguineus que es capaz de transmitir la especie E. 

canis (Diaz et al., 2018). En nuestro estudio, las 101 muestras de R. sanguineus, fueron 

obtenidas de 10 de las 33 localidades, pertenecientes a solo dos ecorregiones (Tabla 11), 

siendo el lugar más al norte Caldera (27ºS). En esta latitud debiera estar presente el linaje 

templado y no el tropical, que presenta como límite sur los 22°S en Chile (Díaz et al., 

2018), aunque para países cercanos se ha reportado en latitudes más altas (Argentina, 

23°S; Paraguay, 25°S; Brasil, 28°S). Entonces, en Chile central y sur solo existiría el linaje 

templado de R. sanguineus donde se ha detectado haplotipo del género Anaplasma (Diaz 

et al., 2018).  

 

Dentro de los resultados positivos para la Familia Anaplasmataceae, además, se logró 

amplificar en una hembra I. uriae, obtenida en Antártica (Tabla 11), la bacteria 

endosimbionte Ca M. mitochondrii, equivalente al primer registro a nivel nacional y el 

segundo encontrado en I. uriae a nivel mundial (Buysse y Duron, 2018). Esta bacteria fue 

descrita por primera vez en las mitocondrias de la garrapata Ixodes ricinus (Lewis, 1979) 

como microorganismo like-rickettsia, para recién en 2006 confirmar su posición 

filogenética (Sassera et al., 2006) junto con otras bacterias endosimbionte similares a 

Francisella, detectadas también en garrapatas (Duron et al., 2017). Posteriormente, 

diversos estudios detectaron bacterias estrechamente relacionadas con Ca M. 

mitochondrii (Epis et al., 2008; Beninati et al., 2009) en múltiples especies de garrapatas, 
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incluyendo cada uno de los seis géneros descritos para la Familia Ixodidae (Loftis et al., 

2006; Dergousoff et al., 2011; Cafiso et al., 2016), existiendo solo un reporte de esta 

bacteria en garrapatas blandas (Ornithodoros maritimus) (Cafiso et al., 2017).  

 

La prevalencia de Ca M. mitochondrii en estadios adultos y la carga bacteriana en etapas 

inmaduras de garrapatas Ixodidae es muy variable (Sassera et al., 2008), por ejemplo, 

en hembras de Ixodes ricinus se han registrado prevalencias del 100% y en machos del 

44% en análisis realizados en diferentes latitudes y con tamaños muestrales mayores a 

100 ejemplares (Lo et al., 2006; Loftis et al., 2006; Sassera et al., 2008). En el presente 

estudio la amplificación fue solo obtenida en una garrapata hembra de un total de 143 

muestras de  estadio hembras analizadas (0,7%). La prevalencia en general de este 

endosimbionte fue baja, solo del 0,28%, lo cual tiene relación, a que los mayores valores 

de prevalencia citados en trabajos se asocian con la presencia de las especies de 

garrapata Ixodes ricinus, Ixodes aucalodi o Ixodes holocyclus (Lo et al., 2006;Beninati et 

al., 2009; Gofton et al., 2015b; Cafiso et al., 2016; Duron et al., 2017)  ausentes en la 

región Neotropical (Guglielmone et al., 2021). A nivel regional destaca el hallazgo de 

endosimbiontes del género Midichloria en garrapatas pero del género Amblyomma 

(Venzal et al., 2008b, Arrais et al., 2021; Ciccutin et al., 2022), específicamente en las 

especies A. triste, A. tigrinum y A. aureolatum, respectivamente. El cómo esta bacteria 

endosimbionte puede haber ingresado a la garrapata de aves marinas I. uriae, es 

desconocido. Para comprender de mejor forma la llegada de estas bacterias a garrapatas 

marinas I. uriae de la Antártica, es necesario efectuar más estudios para verificar para 

comprender si es solo una bacteria endosimbionte o existe riesgo de encontrar dicha 

bacteria en un hospedero.   

 

La ocurrencia más baja en este estudio se obtuvo para bacterias del género Borrelia, cuya 

detección tiene relación con la distribución de hospedadores y garrapatas del género 

Ixodes que impulsan el mantenimiento de bacterias del complejo Lyme en un ecosistema 

determinado (Hofmeester et al., 2017). En nuestro caso se obtuvo un 0,34%, de 

ocurrencia obtenidos para Borrelia, lo que nos permiten clasificarlos dentro de la categoría 

de “ausente”, si empleásemos los rangos del estudio de Estrada-Peña et al. (2018) para 

comunidades de garrapatas, donde se organizaron la distribución de frecuencias para 
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Europa, reportada para cada especie de Borrelia en ninfas, en quintiles como: “ausente” 

(<1%), “muy baja” (1–4%), “ bajo” (4–9%), “medio” (9–21%), “alto” (21–46%) y “muy alto” 

(>46%).  La baja frecuencia de ADN de Borrelia encontrada se podría explicar porque se 

analizaron géneros de garrapatas donde se han registrado prevalencias de Borrelia bajas, 

como son Amblyomma o Rhipicephalus. En el caso del primer género, solo se ha 

recuperado ADN de Borrelia de nueve especies del género Amblyomma a nivel mundial 

(Güner et al., 2004; Takano et al., 2010; Kalmár et al., 2015; Cicuttin et al., 2019), con 

valores de prevalencia promedios del 2,5% (Mixson et al., 2006). Específicamente en 

Sudamérica, en Amblyomma longirostre en Brasil, en Amblyomma aureolatum en 

Argentina (Cicuttin et al., 2019; Pacheco et al., 2019; Takano et al., 2011),  como también 

en Amblyomma sculptum (Higa et al., 2020), y Amblyomma brasiliense en Brasil (Dos 

Santos et al., 2020), mientras que, para el género Rhipicephalus, se asocia con Borrelia 

theileri transmitida por garrapatas duras del subgénero Boophilus (Elelu, 2018), 

existiendo solo evidencia en Brasil (Rezende et al., 2008), especies de garrapatas 

ausentes en nuestro país. 

 

En nuestro caso la detección para Borrelia fue solo en el género Ixodes,  donde  se 

analizaron 6 especies y 346 muestras de garrapatas, y solo se obtuvo respuesta positiva 

en la especie I. abrocomae obtenida de roedores desde la ecorregión Coquimbo, mientras 

que, no se logró amplificar haplotipos en otras especies del género Ixodes como (I. 

auritulus, I. taglei, I. neuquenesis, I. sigelos o I. uriae),  hallazgo que corresponde al primer 

reporte de bacterias del género Borrelia del grupo Lyme en I. abrocomae y la segunda 

vez que se detecta ADN de Borrelia en garrapatas obtenidas de ratón orejudo de Darwin 

(Phyllotis darwini), destacando que en el primer estudio realizado por Muñoz-Leal et al. 

(2019a) no se logró dilucidar con que genoespecie estaba estrechamente asociada un 

haplotipo de Borrelia sp. en Ixodes sp., en Parque Nacional Bosques de Fray Jorge, 

inquietud que se pudo completar con este estudio, que demuestra estar muy relacionado 

filogenéticamente con B. chilensis. Antecedentes que sugieren que los genotipos LB de 

Borrelia asociados a roedores podrían constituir un grupo monofilético relacionado con B. 

chilensis.  

 En América la mayoría de los estudios se han centrado en el complejo de garrapatas 

Ixodes ricinus el más relevante para el hemisferio norte (Rudenko et al., 2011a), mientras 
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que, solo la genoespecie Borrelia chilensis (Ivanova et al., 2014) y varias variantes 

genéticas detectadas en Ixodes spp. se han comenzado a diagnosticar en Sudamérica 

desde el año 2013, siendo reconocida hasta la fecha, la presencia molecular de 

genoespecies de Borrelia burgdorferi s.l, además de Chile, en Argentina (Nava et al., 

2014, Sebastian et al., 2016, Bottero et al., 2017, Flores et al., 2018, Cicuttin et al., 2019, 

Flores et al., 2020), Brasil (D’Agnoll et al., 2017; Muñoz-Leal et al., 2020; Weck et al., 

2022), Colombia (Muñoz-Leal et al., 2020) y Uruguay (Barbieri et al., 2013, Carvalho et 

al., 2020).  

 

Hasta la fecha, en Chile, se han reportado diferentes haplotipos del gen flaB 

pertenecientes al grupo Lyme, a saber, Borrelia sp. Navarino (MH178398), caracterizado 

a partir de I. auritulus recolectados en el ave Troglodytes musculus, y varios genotipos 

relacionados con B. chilensis a partir de garrapatas del grupo I. sigelos (Ivanova et 

al.2014; Muñoz-Leal et al., 2019a) o I.stilesi  (Ivanova et al., 2014, Verdugo et al., 2017).  

Al contrastar con el estudio de Muñoz-Leal et al. (2019a), las diferencias en la ocurrencia 

de bacterias del género Borrelia con nuestro estudio puede atribuirse, que en el estudio 

de Muñoz-Leal et al. (2019a), el 70,8% (148) de las garrapatas analizadas fueron Ixodes 

obtenidas de roedores (Phylottis darwini, Octodon degus y Abothrix longipilis), mientras 

que, en nuestro caso solo un 7% muestras analizadas fueron obtenidas de roedores (A. 

hitra, O. longicaudatus, P. darwini, Irenomys tarsalis). Posteriormente, Thomas Sánchez 

et al. (2020), obtuvo evidencia de ADN de Borrelia en tres individuos de la Familia 

Cricetidae (P. xanthopygus y O. longicaudatus). Los análisis filogenéticos realizados 

mostraron que las secuencias se agruparon con genotipos homólogos, de los grupos de 

fiebre recurrente y borreliosis de Lyme (Thomas Sánchez et al. 2020).  Considerando este 

escenario, Weck et al. (2022), evaluó la presencia de ADN de Borrelia en 12 especies de 

pequeños mamíferos (diez roedores y dos marsupiales) de Brasil, lográndose detectar 

ADN de Borrelia spp. pertenecientes a los grupos LB y RF en dos roedores cricétidos (P. 

xanthopygus y O. longicaudatus).  

Se ha propuesto una hipótesis que apunta a que puede existir un grupo natural de 

borrelias que infectan a los roedores, lo cual ha sido evaluado mediante análisis 

filogenéticos de los haplotipos de Borrelia detectados en garrapatas asociadas a roedores 

(Sebastian et al., 2016), cricétidos (Rodentia: Cricetidae) y octodontidos (Rondentia: 
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Octodontidae), que pudiesen ser reservorios vertebrados naturales de estas borrelias 

(Ivanova et al., 2014, Sebastian et al., 2016; Muñoz-Leal et al., 2019c), lo cual  también 

describe en su estudio (Wolcott et al., 2021), mencionando como reservorios competente 

para Borrelia a los roedores, además a las aves terrestres, erizo europeo, y una especie 

de reptil.  Sumado a lo mencionado por Estrada-Peña et al. (2023), que describe que el 

60% de las especies de garrapatas neotropicales en sus tres estadios (larva, ninfa o 

adulto) están asociadas al orden Rodentia, familia Cricetidae.  

El valor más alto de ocurrencia, comparado con las otras bacterias analizadas, se obtuvo 

para el género Rickettsia en garrapatas de los géneros Ixodes, Amblyomma, y 

Rhipicephalus, siendo las especies positivas I. uriae, I. auritulus, I. taglei, A. tigrinum, A. 

parvitarsum, y R. sanguineus respectivamente. En la zona neotropical existen 219 

informes publicados sobre Rickettsia en garrapatas con 599 registros, los cuales incluyen 

31 especies de Rickettsia (incluidas varias especies de 'Candidatus' y aún sin nombre) 

registradas en 50 especies de Ixodidae (Estrada Peña et al. 2021), siendo el hallazgo de 

rickettsiales que es más frecuente en especies del género Amblyomma  (Binetruy et al., 

2020). En este estudio se detectó Ca. R. andaenae en dos especímenes de R. 

sanguineus s.s de la ecorregión Coquimbo y en  A. tigrinum, tanto de ambiente rural como 

urbano en dos ecorregiones (Coquimbo y Maule) (Tabla 11). Candidatus R. andaenae, 

corresponde a un agente rickettsial que se limita a garrapatas del género Amblyomma y 

a zonas rurales, lo que concuerda con lo documentado en el presente estudio, donde las 

garrapatas fueron en obtenidas en el Parque Nacional Bosque de Fray Jorge, en la región 

de Coquimbo, además de Quilmo, localidad rural en la región de Ñuble, perteneciente a 

la ecorregión Maule.  Antecedentes a nivel continental, destacan los hallazgos realizados 

en distintas localidades de Argentina en A. tigrinum  que resultaron 100% idéntica a Ca. 

Rickettsia andaenae (Ciccutin et al., 2016;  Eberhardt et al., 2019; De Salvo et al., 2021). 

 

En relación al hallazgo en R. sanguineus s.s, corresponde al segundo reporte de bacterias 

del género Rickettsia en este complejo de especies de garrapatas en Chile, posterior al 

hallazgo de R. felis en la Región Metropolitana en Santiago, y en localidades urbanas y 

rurales de Arica (Abarca et al., 2013). Siendo el único antecedente previo a nivel mundial 

de Ca. R. andeanae en R. sanguineus, reportado por Flores-Mendoza et al., (2013), 

quienes detectaron esta bacteria en dos garrapatas obtenidas de perros en Perú, por 
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ende, los resultados de nuestro estudio representarían el segundo reporte a nivel mundial 

y el primero para Chile, mencionando que en el estudio de Flores-Mendoza et al., (2013), 

no se esclarece el linaje de Rh. sanguineus, sin embargo, basado en lo mencionado por 

Guglielmone et al., 2021, seria Rh. sanguineus s.l. 

 

Ca. R. andeanae pertenece al grupo etiológico de las fiebres manchadas (Jiang et al., 

2005) y fue descrita por primera vez en América del Sur en 2004 en A. maculatum e I. 

boliviensis en Perú (Jiang et al., 2005). Posteriormente, fue reportada en A. parvum y A. 

pseudoconcolor en Argentina (Pacheco et al., 2007; Tomasone et al., 2010; Monje et al., 

2019) y en A. parvum de Brasil (Nieri-Bastos et al., 2014).  

 

Aun cuando Ca. R. andeanae ha sido cultivada en líneas celulares de mamíferos su rol 

como patógeno en humanos y animales es aún desconocido. Sin embargo, es importante 

mencionar que varias especies de Rickettsia inicialmente consideras como apatógenas 

fueron documentadas posteriormente como virulentas en humanos (Luce – Fedrow et al., 

2012). Por ello, toda especie de Rickettsia encontrada en un hospedero invertebrado 

debe considerarse a priori como potencialmente patógena, más aún si consideramos que 

los adultos de A. tigrinum son comunes parásitos de perros en ambientes rurales y 

periurbanos, además los humanos también son frecuentemente picados por esta especie 

de garrapata (Fantozzi et al., 2018b).  

 

El presente trabajo es pionero en evaluar como las variables ambientales puedan 

explicar la distribución de las garrapatas duras a lo largo de Chile, evidenciando que las 

precipitaciones (precipitación en el trimestre más caluroso (Bio 18), seguido de la 

variable precipitación anual (mm) (Bio12) y precipitación en el período más seco (mm) 

(Bio14) fueron las más relevantes para explicar la distribución de las garrapatas duras 

en Chile.  Es importante señalar que los efectos de los factores climáticos locales 

(principalmente la temperatura, las precipitaciones y el viento) son generalmente no 

lineales. En muchos estudios, las precipitaciones también han demostrado un efecto no 

lineal sobre los vectores, por ejemplo, se ha demostrado que un lapso de más de 28 

días de precipitación hace que el número de garrapatas aumente significativamente 

(Yao et al., 2020), sin embargo, grandes cantidades y largos períodos de precipitación 
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pueden eliminar las garrapatas, sus huevos y sus larvas, reduciendo así la población 

(Ogden y Lindsay, 2016), nuestros resultados indican que tres variables relacionadas 

con precipitación estaban asociadas con la distribución de las garrapatas duras, lo cual 

coincide con el estudio de Bacon et al., 2022, quien encontró que la precipitación era el 

predictor más consistente de la abundancia de garrapatas cuando se controlaban las 

interrelaciones de las variables climáticas, y que el papel de la precipitación cambiaba 

según la región. Hahn et al. (2016) y Hacker et al. (2021), también señalan que la 

precipitación está asociada con la abundancia de garrapatas debido al impacto que 

tiene sobre la humedad, un factor que se ha demostrado que disminuye la probabilidad 

de desecación de la garrapata Ixodes. 

El análisis de las variables medioambientales realizado en nuestro trabajo fue efectuado 

para cada genero por separado de garrapatas ixódidas, sin embargo, podrían existir 

diferencias en las preferencias ambientales de algún género en particular y que 

determinen una distribución más o menos restringida, dificultad asociada respecto a las 

dificultades de un muestreo no proporcional y la escasez de registros precisos con 

georreferencias en muestreos anteriores o publicaciones, lo cual obstaculiza la 

realización de análisis más precisos, lo cual queda demostrado al realizar el PCA, puesto 

que solo se pudo incluir un 75%  (76/101) de los puntos recopilados. La incertidumbre 

posicional en los puntos de datos reduce la precisión de predicción del modelo (Naimi et 

al., 2014), pero los modelos se pueden construir utilizando bases de datos históricas y 

colecciones de historia natural con una certeza muy variable debido a cambios en los 

métodos de ubicación (Gilliam et al., 2020)., así como identificaciones erróneas, 

clasificaciones taxonómicas cambiantes y origen desconocido de los especímenes 

(Graham et al., 2004). 

Se obtuvo que para el género Ixodes, las variables que se asocian a la distribución de 

estas garrapatas fueron: la latitud, longitud, Bio1 (Temperatura promedio anual (ºC), 

Bio2 (Rango medio diurno (temp máx. – temp min; promedio mensual) (ºC), Bio6 

(Temperatura mínima del período más frio (ºC) y Bio15 (Estacionalidad de la 

precipitación (Coeficiente de variación), resultado para el género Ixodes, que coincide 

con los trabajos de Hancock et al., (2011), Clarke-Crespo et al. (2020); Janzén et al. 

(2023), quienes mencionan la importancia de la abundancia de garrapatas del género 
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asociado a variaciones de temperatura, en muchos casos estas variaciones  tienen un 

efecto negativo débil y significativo sobre la presencia tanto de larvas como de ninfas. 

En la mayoría de estudios se emplea como modelo la especie I. ricinus, las  cuales 

buscan activamente en temperaturas que oscilaban entre 3 ̊C y 27 ̊C, siendo 

particularmente sensibles a las altas temperaturas (~30 ◦C) y a la pérdida de agua 

(Yoder et al.,  2009a) y las temperaturas más altas se asocian con una mayor 

mortalidad, un menor éxito de la oviposición y una actividad de búsqueda de 

hospedador. Mientras que, para las garrapatas del  género Amblyomma o 

Rhipicephalus, no existió asociación significativa con ninguna de las variables 

analizadas, para el primer género la variable más cercana a significancia estadística 

fue Bio5 y para el segundo género fue Land, lo cual no coincide con el estudio de 

Bermúdez et al. (2016), donde la variable con mayor contribución (mayor carga) a la 

distribución climática para Amblyomma fue Bio9 y para R. sanguineus s.l. la variable 

con mayor ganancia fue Bio5. Luego, al evaluar los factores ambientales asociados con 

la distribución cada género bacteriano analizado, no se observó asociación significativa 

para ninguno de ellos.   

 

Es importante mencionar que nuestra capacidad para detectar asociaciones con 

variables climáticas es limitada porque medimos el clima a una escala amplia en lugar 

de a nivel de microhábitat. Es probable que las garrapatas estén más influenciadas por 

el microclima, como la humedad relativa en la hojarasca, que por el macroclima, como 

la humedad relativa en el área circundante total (Bertrand y Wilson 1996, Vail y Smith 

1998, Lindsay et al., 1998, Berger et al. 2014; James et al., 2015). No controlamos la 

influencia del tipo de hábitat y es posible que este sea el principal impulsor de las 

diferencias en la abundancia de adultos entre regiones (Hahn et al., 2016, Gilliam et al., 

2018, Soucy et al., 2018, Wojan et al., 2021). Las variaciones del microclima pueden 

aumentar o disminuir las tasas de supervivencia y desarrollo de las garrapatas e inducir 

cambios en el crecimiento de su población, comportamiento, susceptibilidad a agentes 

patógenos, período de incubación de patógenos, variaciones estacionales en los 

hábitos de picadura y capacidad de transmisión de patógenos (Gethmann et al., 2020; 

Semenza y Paz, 2021). Estos factores pueden afectar el rango de distribución, la 

dinámica de la población y la capacidad de transmisión de los vectores (Medlock y 
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Leach, 2015) y, por ende, la respuesta a la distribución y desarrollo de los patógenos 

(Sternberg y Thomas, 2014). 

 
Ahora bien, si lo abordamos estos resultados del punto de vista de las condiciones 

bioclimáticas de distribución  para cada género bacteriano, para Rickettsia, en nuestro 

caso no se obtuvo significancia estadística para ninguna variables, siendo la más cercana 

al valor de significancia estadística la Bio5 (Temperatura máxima del periodo más caliente 

(ºC), lo cual lo podemos contrastar con el estudio realizado por Zhang et al. (2022), donde 

se analizaron las 17 especies de SFGR, las cuales según los predictores ambientales y 

ecoclimáticos, para Ca. Rickettsia andaenae, la cual está relacionada filogenéticamente 

con el grupo III, las variables más importantes fueron una alta precipitación anual, un alto 

porcentaje de tierras de cultivo y una gran riqueza de mamíferos, vale la pena mencionar 

que el estudio de Zhang et al., (2022) consideró 708 publicaciones de hallazgo de 

Rickettsia en vectores, encontrándose 146 especies de garrapatas, de las cuales 8 

reportes fueron de Ca. Rickettsia andaenae.  

Al no existir más estudios que asocien la distribución de algún género bacteriano según 

condiciones ambientales, podemos considerar los estudios que analizan al vector que 

puede contener al microorganismo. Para el caso de Rickettsia específicamente al género 

Amblyomma,  el cual tiene una baja resistencia a la desecación (Strey et al., 1996) y poca 

tolerancia a las variaciones de temperatura (Needham y Teel, 1991; Sanders et al., 2013).  

Su presencia está asociada con localidades cálidas y húmedas que varían en altura hasta 

los 1.000 m sobre el nivel del mar y con una alta productividad del ecosistema según 

estudios realizados en el Hemisferio Norte (Goddard, 1983; Estrada-Peña et al., 2014).  

En nuestro estudio fue posible detectar Rickettsia en la especie A. tigrinum, que según el 

estudio de Cuervo et al. (2021) ocupa nichos con mayor isotermalidad, tolera condiciones 

más secas durante el mes más seco y una estacionalidad de precipitación más amplia, 

coincidente con los patrones de temperaturas isotérmicos y sequedad del norte, como 

con la abundancia de precipitaciones de la zona sur, lo cual hace más probable encontrar 

dicha garrapata en ambos zonas geográficas. Además se evidenció Rickettsia en 

especies del género Rhipicephalus, que en las Américas tiene especies que se han 

adaptado bien a los ecosistemas tropicales y templados (Labruna et al., 2017). Un estudio 

de Zemtsova et al. (2016), logró demostrar la distribución de cada clado de R. sanguineus 
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s.l. y su correlación con la temperatura media anual cerca de la superficie, demostrando 

que las especies del linaje tropical se encuentran en áreas con temperatura media anual 

entre 20 y 30°C, mientras que, las muestras pertenecientes al linaje templado se 

encuentran en áreas con temperatura media anual que varía entre 10 y 20°C (Zemtsova 

et al., 2016), en nuestro caso, las muestras positivas a patógeno fueron obtenidas desde 

muestras de linaje templado de localidades como Hanga Roa, en Chile insular, localidad 

de bioclima tropical, donde las temperaturas medias mensuales nunca bajan de 18ºC 

(Luebert y Pliscoff, 2012).  

 

Para el caso de Borrelia, es relevante la distribución de garrapatas del género Ixodes, 

son consistentes las asociaciones de estas garrapatas a ecosistemas con un porcentaje 

relativamente alto de vegetación que cubre el suelo, ya que han demostrado ser sensibles 

a temperaturas extremas y condiciones secas (Clarke-Crespo et al., 2020). Se ha 

demostrado que la vegetación genera condiciones microambientales que evitan que la 

temperatura descienda por debajo de los 0ºC, incluso durante los períodos invernales 

intensamente fríos de los ambientes boscosos, donde estas garrapatas se encuentran 

regularmente. Además, se ha demostrado que los miembros del género Ixodes son 

particularmente sensibles a las altas temperaturas (~30ºC) y la pérdida de agua (Yoder 

et al., 2009b), con temperaturas más altas asociadas con una mayor mortalidad, menor 

éxito de oviposición y actividad de búsqueda de hospedadores. La mayoría de los 

modelos de distribución de Borrelia, se basan en la distribución de las especies 

consideradas       vectores competentes de B. burgdorferi, tal como lo demuestra el estudio 

de Zajac et al., 2021, quien menciona que la temperatura es un factor crítico que induce 

la actividad de las garrapatas en primavera (Randolph, 2004), mientras que, el nivel de 

humedad (aprox. 70%) tiene un impacto considerable en la actividad de I. ricinus durante 

el día/estación (Kiewra y Sobczyński, 2006). En nuestro estudio las muestras positivas 

para Borrelia fueron detectadas en la ecorregión de Coquimbo, una ecorregión de 

transición, ya que se encuentra entre las zonas desérticas y templada mediterránea, 

siendo su mayor característica la abundante nubosidad, temperaturas moderadas, con 

un promedio de precipitaciones de 130 mm anuales con un período seco de ocho a nueve 

meses, con una humedad relativa del 74%.  
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Finalmente, para el caso de Ehrlichia,  no existen estudios que aborden como las 

variables ambientales afectan directamente la distribución de este género, solo es posible  

asociar su presencia en regiones donde solo se encuentre el linaje tropical de Rh 

sanguineus, que según estudios como el de  (Clarke-Crespo et al., 2020; Pascoe et al., 

2022), describen que la idoneidad  de distribución de este vector es óptima donde las 

temperaturas son relativamente cálidas y estables y hay precipitaciones mínimas, y que 

el tipo de suelo, vegetación y precipitación anual también estaban fuertemente asociados 

con la distribución de esta especie, en nuestro caso no se evidenció alguna asociación 

con alguna variable de temperatura o precipitación, siendo la más cercana al nivel de 

significacia el tipo de suelo, lo que coincide con lo descrito por (Pascoe et al., 2022), 

mencionando que se describe la presencia de Ehrlichia en lugares donde abunda el linaje 

templado de R. sanguineus, para lo cual Cicuttin et al. (2017b) propone tres hipótesis 

para explicar esto: o los perros fueron traídos de una zona donde está presente el linaje 

tropical; el linaje templado tiene algún grado de competencia para E. canis; o algún R. 

sanguineus s.l. emigró del Norte sin establecerse más en la zona.  

Las diferencias en los indicadores ambientales entre los estudios pueden reflejar 

diferencias biológicas reales para las garrapatas o sus organismos hospedadores, pero 

también pueden surgir por una serie de otras razones, incluidas las diferencias en la 

metodología de selección de variables y la resolución espacial utilizada en los estudios 

(Elith & Graham , 2009; Farashi & Alizadeh-Noughani, 2018). La mayor parte de los 

estudios de especies ixodidos utilizan herramientas similares a las utilizadas en este 

trabajo, como las variables provenientes de WorldClim, como análisis de PCA, en el 

proceso de selección de estas y el apoyo de otras herramientas para generar los mapas 

de distribución potencial de especies (Estrada-Peña et al., 2010; Sonenshine y Roe, 2013; 

Donaldson et al., 2016; Sage et al., 2017). Según un estudio recopilatorio (Kopsco et al., 

2022), donde se analizaron 107 artículos revisados por pares que cumplieron con los 

criterios de inclusión, refleja que las distribuciones de especies de garrapatas se han 

modelado predominantemente en América del Norte o Europa y han modelado 

principalmente la idoneidad del hábitat para la especie Ixodes ricinus (n = 23; 21,5%).  

A pesar que la distribución biogeográfica de especies de garrapatas duras en Chile, es 

mayor en la zona sur, el hallazgo de patógenos no fue mayor en las ecorregiones de la 
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zona sur, lo cual puede explicarse, como lo menciona Lippi et al. (2021), porque los 

patrones de temperatura y precipitación a gran escala no son necesariamente los 

principales impulsores de la presencia de garrapatas en el ambiente, lo cual entra en 

conflicto con muchos de los estudios (Illoidi-Rangel et al., 2012, Kessler et al., 2019a, 

Kessler et al., 2019b, Raghavan et al., 2019), incluido el nuestro que dependen en gran 

medida de capas de datos climáticos a largo plazo, como variables bioclimáticas, como 

los principales predictores de la idoneidad de las garrapatas. Además, con la excepción 

de los indicadores de estacionalidad, los principales predictores climáticos y de cobertura 

terrestre en la literatura varían mucho según las especies y la extensión geográfica. Dada 

la estrecha asociación entre las garrapatas y sus hospedadores vertebrados, esto puede 

indicar que no es el nicho del vector lo que se está modelando, sino el nicho de los 

organismos hospedadores que sustentan las poblaciones de garrapatas, sin embargo, 

los datos sobre la densidad de hospederos no se incluyen en la mayoría de estos trabajos, 

probablemente debido a la dificultad de obtener conjuntos de datos georreferenciados, 

de tipo cuantitativos y coincidentes sobre las densidades de población de la vida silvestre.  

El conocimiento sobre la diversidad de garrapatas ixódidas y las características 

ecológicas que determinan su distribución en Chile está lejos de completarse. Las 

mejoras técnicas en el modelado de nichos ecológicos y la generación de bases de datos 

de calidad pueden ayudar a los procesos de toma de decisiones para evitar la aparición 

de brotes infecciosos que amenazan el bienestar humano y la salud animal. 

Reconociendo varias limitaciones de este análisis bioclimático lo que también presentan 

oportunidades para estudios e investigaciones adicionales. Los estudios futuros deberían 

medir la importancia relativa del microclima y el macroclima en la abundancia de 

garrapatas, controlando el tipo de hábitat 
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8. CONCLUSIONES 
 

• Se logró detectar 9 especies de garrapatas y ADN de bacterias del género 

Borrelia, Ehrlichia y Rickettsia en 7 especies de garrapatas Ixodidae procedentes 

de 7 ecorregiones de Chile, además del endosimbionte Candidatus Midichloria 

mitochondrii.  

 

• Se determinó presencia de ADN de Borrelia chilensis en Ixodes abrocomae, de 

Ehrlichia sp. y Candidatus Midichloria mitochondrii en Ixodes uriae, y Candidatus 

Rickettsia andaenae en Chile insular en la garrapata Rhipicephalus sanguineus s.s 

y en Chile continental en Amblyomma tigrinum.  

 

• Existió una mayor proporción de garrapatas positivas para ADN de bacterias en 

las ecorregiones de Puna, Coquimbo y Maule, siendo esta diferencia 

estadísticamente significativa por ecorregión, además de existir asociación entre 

la presencia de Ehrlichia y Rickettsia y las ecorregiones. 

 
 

• Se evidenció un coeficiente de correlación positiva baja entre la riqueza de 

especies de garrapatas y el gradiente latitudinal, en las localidades muestreadas, 

sin ser estadísticamente significativa. 

 

• Las variables que explicaron de mejor manera la distribución de ixódidos en Chile 

fueron la temperatura promedio anual, temperatura máxima del periodo más 

caliente, temperatura mínima del periodo más frio y la precipitación anual. Se 

evidenció que la distribución del género Ixodes, podría explicarse por las variables 

ambientales temperatura promedio anual, rango medio diurno (temp máx. – temp 

min; promedio mensual) (ºC), temperatura mínima del periodo más frio y 

estacionalidad de la precipitación. 
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• El presente trabajo es un estudio exploratorio sobre garrapatas duras y sus 

patógenos en Chile. Por lo mismo, se recomienda realizar nuevas investigaciones 

que permitan conocer de mejor manera factores bioclimáticos y de hospederos 

que permitan comprender de mejor manera los ciclos biológicos de estos parásitos 

y sus respectivos vectores. 
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10. ANEXOS 

Tabla 1. Primers empleados para detección molecular de garrapatas. 
 

Gen 
 

Función Primer Secuencia Fragmento 
esperado 

ARNr
16S  

Mitochondrial 
minor 
ribosomal 
subunit 

16S+
1F 

CCGGTCTGAACTCAGATCAAGT 460 pb 

  16S-
1R 

GCTCAATGATTTTTTAAATTGCTGT  

 
 
Tabla 2. Primers empleados para detección molecular de Borrelia. 
 

Gen Función Primer Secuencia Fragmento 
esperado 

flaB Flagellin 
protein 

FLA-LL  
FLA-RL  
FLA-LS  
FLA -RS 

ACATATTCAGATGCAGACAGAGGT 
GCAATCATAGCCATTGCAGATTGT 
AACAGCTGAAGAGCTTGGAATG 
CTTTGATCACTTATCATTCTAATAC 

665 pb 
 
354 pb 

ospC Outer surface 
protein C  
 
 

ospC-F 
ospC-R 
ospC-Fn 
ospC-Rn 

ATGAAAAAGAATACATTAAGTGC 
ATTAATCTTATAATATTGATTTTAATTAAGG 
TATTAATGACTTTATTTTTATTTATATCT 
TTGATTTTAATTAAGGTTTTTTTGG  

657 pb 
 
617 pb 

p66  outer 
membrane 
protein  66 
 

P66-F 
P66-R 
P66-Fn 
P66-Rn 

GATTTTTCTATATTTGGACACAT 
TGTAAATCTTATTAGTTTTTCAAG 
CAAAAAAGAAACACCCTCAGACC 

CCTGTTTTTAAATAAATTTTTGTAGCATC 

744pb 
 
683 pb 

IGS Intergenic  
spacer 

IGS-F 
IGS-R 
IGS-Fn 
IGS-Rn 

GTATGTTTAGTGAGGGGGGTG 
GGATCATAGCTCAGGTGGTTAG 
AGGGGGGTGAAGTCGTAACAAG 
GTCTGATAAACCTGAGGTCGGA 

987 pb 
 
945 pb 
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Tabla 3. Primers empleados para detección molecular de Rickettsia. 
 

Gen Función Primer Secuencia Fragmento 
esperado 

   gltA Citrate 
Synthase 
protein 
 

CS78F 
CS323R 
 

GCAAGTATCGGTGAGGATGTAAT 
GCTTCCTTAAAATTCAATAAATCA
GGAT 
 

401 pb 

  
ompA  

Outer 
membrane 
protein A 

190.70F1 
190.701R2 
190.602R1 
 

ATGGCGAATATTTCTCCAAAA 
GTTCCGTTAATGGCAGCATCT 
AGTGCAGCATTCGCTCCCCCT 

617 pb 
 
512 pb 

  
ompB 

Outer 
membrane 
protein B 

190.59F 
190.807R 

CCGCAGGGTTGGTAACTGC 
CCTTTTAGATTACCGCCTAA 

862 pb 

  htrA 17 kDa 
protein 
 

17K3F 
17K4R 
17K1F 
17K2R 

GCTCTTGCAACTTCTATGTT 
CATTGTTCGTCAGGTTGGCG 
GCTTTACAAAATTCTAAAAACCAT
ATA 
TGTCTATCAATTCACAACTTGCC 

549 pb 
 
439 pb 

 

Tabla 4. Primers empleados para detección molecular de Ehrlichia 
 

Gen Función Primer Secuencia Fragmento 
esperado 

rrs  
 

Bacterial small 
ribosomal subunit  

EHR16SD  
EHR16SR  
 

GGTACCYACAGAAGAAGTCC  
TAGCACTCATCGTTTACAGC  

345 pb 

dsb  
 

Disulfide 
oxidoreductase 
protein  
 

Dsb-330  
Dsb-720  
Dsb-380  
 

GATGATGTTTGAAGATATSAAACAAAT 
CTATTTTACTTCTTAAAGTTGATAWATCAT
TTTTAGRGATTTTCCAATACTTGG  
 

401 pb 
 
349 pb 

gltA Citrate Synthase 
protein  
 

F4b 
R1b 
CS136F 
CS778R 
 

CCAGGCTTTATGTCAACTGC  
CGATGACCAAAACCCAT  
TTYATGTCYACTGCTGCKTG  
GCNCCMCCATGMGCTGG  
 

800 pb 
 

  650 pb 
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Tabla 5. Pairwise distance gen flaB en aislados de Borrelia en Chile. 

Haplotipo 1 2 3 4 5 6 7 8 
Ixodes_abrocomae_118                 
KY412446.1_Borreliella_chilensis_isolate_14061 0,03               
KY412447.1_Borreliella_chilensis_isolate_16093 0,03 0,00             
JX669131.1_Borrelia_chilensis_strain_VA1 3,03 2,99 2,99           
DQ320016.1_Uncultured_Borrelia_sp._clone_IDBCHX44 0,69 0,00 0,00 3,86         
MH178397.1_Borrelia_sp._isolate_Ixo276 3,71 3,41 3,41 2,86 1,95       
MH178398.1_Borrelia_sp._isolate_Ixaur4 3,84 1,93 1,93 3,37 1,89 0,08     
MH187987.1_Uncultured_Borrelia_sp._clone_Ixo45 3,71 3,41 3,41 2,86 1,95 0,00 0,08   
Ixodes_abrocomae_125 3,72 3,43 3,43 2,73 2,03 0,02 0,09 0,02 

 

Tabla 6. Pairwise distance gen flaB en aislados de roedores en Sudamérica 

Haplotipo País Garrapata Roedor 1 2 3 4 5 

Borrelia sp- 118 Chile 
Ixodes 
abrocomae     0,0062 0,02171 0,007 0,0218 

Borrelia sp 125 Chile 
Ixodes 
abrocomae   0,00545   0,02289 0,0076 0,02289 

KY657353.1 Borrelia sp.  
Pampa Brasil 

Ixodes 
longiscutatus 

Oxymycterus 
nasutus  - 
Oligoryzomys 
nigripes 0,02869 0,03032   0,0235 0,00307 

MN596014.1 Borrelia 
sp.  
BoA53 Chile   

Oligoryzomys 
longicaudatus  0,00684 0,00678 0,03131   0,02357 

OL631182.1 
Ca_Borrelia  
paulista_ Brasil   

Oligoryzomys 
mattogrossae  0,02927 0,03084 0,00126 0,03201   
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Tabla 7. Pairwise distance en aislados de gen gltA de Candidatus Rickettsia andaenae 

en América. 

 

Tabla 8. Pairwise distance de gen EHR16S en aislados de Ehrlichia spp en Sudamérica. 

Haplotipo País Garrapata 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 
MZ733618.1_Candidatus_Ehrlichia 
pampeana Uruguay 

Haemaphysalis 
juxtakochi                             

KT970784.1_Ehrlichia_endosymbiont Brasil 
Rhipicephalus 
microplus 0,01                           

MH177930.1_Uncultured_Ehrlichia_sp Chile 
Ornithodoros 
atacamensis 0,02 0,03                         

MF477856.1_Rhipicephalus_sanguineus Brasil 
Rhipicephalus 
sanguineus 3,73 3,14 3,01                       

16S_Ehrlichia_sp._152 Chile Ixodes uriae 0,01 0,01 0,02 2,92                     

MW599398.1_Uncultured_Ehrlichia_sp Argentina 
Ixodes auritulus 
sensu lato 0,01 0,01 0,02 2,95 0,00                   

KY644147.1_Ehrlichia_chaffeensis  Argentina 
Rhipicephalus 
microplus 1,96 1,78 1,78 2,24 1,70 1,72                 

MF805004.1_Rhipicephalus_sanguineus Argentina 
Rhipicephalus 
sanguineus 3,17 3,30 3,05 0,01 2,97 3,00 2,16               

KR909459.1_Rhipicephalus_sanguineus Argentina 
Rhipicephalus 
sanguineus 3,05 3,39 2,99 0,07 2,90 2,94 2,03 0,05             

KR909458.1_Rhipicephalus_sanguineus Argentina 
Rhipicephalus 
sanguineus 3,04 3,39 2,98 0,07 2,89 2,92 2,05 0,06 0,00           

KR909457.1_Rhipicephalus_sanguineus Argentina 
Rhipicephalus 
sanguineus 3,13 3,30 3,06 0,01 2,97 3,00 2,13 0,00 0,05 0,05         

KR909456.1_Rhipicephalus_sanguineus Argentina 
Rhipicephalus 
sanguineus 3,17 3,30 3,05 0,01 2,97 3,00 2,15 0,00 0,05 0,06 0,00       

KR909455.1_Rhipicephalus_sanguineus Argentina 
Rhipicephalus 
sanguineus 3,17 3,30 3,05 0,01 2,97 3,00 2,15 0,00 0,05 0,06 0,00 0,00     

KR909454.1_Rhipicephalus_sanguineus_ Argentina 
Rhipicephalus 
sanguineus 3,17 3,30 3,05 0,01 2,97 3,00 2,15 0,00 0,05 0,06 0,00 0,00 0,00   

MW599399.1_Uncultured_Rickettsiales Argentina 
Amblyomma 
aureolatum 0,19 0,22 0,21 2,79 0,19 0,19 1,87 2,90 2,85 2,84 2,90 2,90 2,90 2,90 
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Tabla 9. Pairwise distance en aislados de gen ARNr 16s de Midichloria en América. 

Haplotipo País Garrapata 1 2 3 4 5 6 7 8 

16S_Midichloria_sp_292 Chile Ixodes uriae                 

KY674392.1_Candidatus_Midichloria_mitochondrii_ Brasil Amblyomma ovale 0,02               

MT965821.1_Candidatus_Midichloria_sp._isolate_Hap2 Brasil Amblyomma tigrinum 0,00 0,02             

JQ678693.1_Candidatus_Midichloria_mitochondrii_AamerA 
Estados 
Unidos Amblyomma americanum 0,04 0,03 0,04           

JQ678692.1_Candidatus_Midichloria_mitochondrii AamerC 
Estados 
Unidos Amblyomma americanum 0,01 0,02 0,01 0,04         

JQ678691.1_Candidatus_Midichloria_mitochondrii_AamerB 
Estados 
Unidos Amblyomma americanum 0,03 0,03 0,02 0,03 0,04       

KJ130500.1_Candidatus_Midichloria_mitochondrii_clone 
Estados 
Unidos Amblyomma americanum 0,01 0,01 0,01 0,03 0,00 0,04     

KJ130497.1_Candidatus_Midichloria_mitochondrii_clone 
Estados 
Unidos Amblyomma americanum 0,02 0,03 0,01 0,03 0,04 0,00 0,04   

MT965820.1_Candidatus_Midichloria_sp._isolate_Hap1 Brasil Amblyomma tigrinum 0,02 0,02 0,01 0,03 0,03 0,01 0,02 0,01 

 

Tabla 10. Localidades de recolección de garrapatas duras positivas para Ehrlichia, 

Borrelia y Rickettsia spp. Se indica la identidad de la primera coincidencia de BLAST. 

Especie Estadio Ecorregión Ehlichia Borrelia Rickettsia 

Ixodes uriae ninfa 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

hembra 

Patagonia EHR16s 

100% (306/306) 

MK049840.1 

dsb 

94% (209/307) 

MK049838.1 

gltA 

86% (526/611) 

CP006917 

 

EHR16s 

99%(331/335) 

No se obtuvo 

secuencia 

No se obtuvo 

secuencia 
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KU559921.1 

Ixodes 

abrocomae 

macho 

(1) 

hembra 

(1) 

Coquimbo No se obtuvo 

secuencia 

Flab 

99% (304/307 

MH187987 

p66 

93% (611/657) 

IGS 

84% (486/577) 

ospC 

78,4% (259/329) 

CP009910.1 

No se obtuvo 

secuencia 

Rh. 

sanguineus 

macho 

(1) y 

hembra 

(1) 

Santiago No se obtuvo 

secuencia 

No se obtuvo 

secuencia 

gltA 

100% 

(350/350) 

KY402176 

Amblyomma 

tigrinum 

pool: 2 

ninfas y 

un 

macho 

Coquimbo No se obtuvo 

secuencia 

No se obtuvo 

secuencia 

gltA  

100% 

(350/350) 

JN180849.1 
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Tabla 11. Distribución geográfica de lugares de recolección de estudios anteriores 

ordenados por año de publicación. 

 
Localidad Latitud Longitud Especie Autor 

Isla Duoumer -64.87  -63.6 Ixodes uriae Casanueva y Moyano, 
2000 

Concepción  -36.82  -73.05 Rhipichephalus sanguineus 
– Amblyomma tigrinum 

Muñoz et al., 2002 

Chillán  -36.61  -72.0 Rhipichephalus sanguineus González-Acuña et al 2003 

Museo San 
Antonio 

-33.58  -71.61 Amblyomma argentinae González-Acuña et al 
2003b 

Chillán -36.56 -72.1  Amblyomma tigrinum González-Acuña et al 2004 

Salar de Surire  -18.83  -69.1 Amblyomma parvitarsum González-Acuña et al 
2004b 

Chillán  -36.6  -72.09 Ixodes sigelos, Ixodes 
auritulus 

González-Acuña et al 
2004b 

Ñuble  -36.85 -72.03 Ixodes auritulus González-Acuña et al 2005 

Fuerte Bulnes -53.6  -70.91 Ixodes auritulus González-Acuña et al 2005 

Isla Gonzalo -56.5  -68.73 Ixodes auritulus González-Acuña et al 2005 

Isla Navarino -55.08  -67.66 Ixodes auritulus González-Acuña et al 2005 

Puerto Williams  -54.93 -67.6 Ixodes auritulus González-Acuña et al 2005 

Punta Arenas  -53.13  -70.93 Ixodes auritulus González-Acuña et al 2005 

Puerto Aysén  -45.0 -72.01 Ixodes sigelos Guglielmone et al 2005 

Lago General 
Carrera 

 -46.0 -72 Ixodes sigelos Guglielmone et al 2005 

Puerto Ibáñez  -46.0 -71.01 Ixodes sigelos Guglielmone et al 2005 

San Ignacio -37.0  -72.0 Rhipichephalus sanguineus González-Acuña et al 2006 

Quirihue  -36.0 -72.0 Amblyomma tigrinum González-Acuña et al 2006 

San Martin, 
Valdivia 

-39.63 -74.25 Ixodes stilesi Guglielmone et al 2007 

Chusmiza  -19.66 -69.16 Ixodes auritulus González-Acuña et al 2009 

Arica  -18.46  -70.3 Amblyomma triste Abarca et al., 2012 

Visviri  -17.59 -69.48 Amblyomma parvitarsum Muñoz-Leal et al 2014 

Parinacota  -18.16  -69.30 Amblyomma parvitarsum Muñoz-Leal et al 2014 

Salar de Surire  -18.83  -69.1 Amblyomma parvitarsum Muñoz-Leal et al 2014 

Salar de Surire  -18.85  -69.14 Amblyomma parvitarsum Muñoz-Leal et al 2014 

Salar de Surire  -18.85  -69.14 Amblyomma parvitarsum Muñoz-Leal et al 2014 

Enquelga  -19.22 -68.81 Amblyomma parvitarsum Muñoz-Leal et al 2014 

Enquelga  -19.23  -67.66 Amblyomma parvitarsum Muñoz-Leal et al 2014 

Ollague  -21.16 -68.33 Amblyomma parvitarsum Muñoz-Leal et al 2014 
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Volcán de 
Llullaihuaco 

 -24.71 -68.66 Amblyomma parvitarsum Muñoz-Leal et al 2014 

Volcán de 
Llullaihuaco 

 -24.71 -68.66 Amblyomma parvitarsum Muñoz-Leal et al 2014 

Volcán de 
Llullaihuaco 

 -24.71 -68.66 Amblyomma parvitarsum Muñoz-Leal et al 2014 

Salar de 
pedernales 

 -26.32  -69.26 Amblyomma parvitarsum Muñoz-Leal et al 2014 

Vallenar  -28.21  -70.64 Amblyomma parvitarsum Muñoz-Leal et al 2014 

Isla Magdalena  -52.55  -70.35 Ixodes uriae Muñoz-Leal y González-
Acuña 2015 

Southern 
Shetland Islands  

 -62.21 -58.78 Ixodes uriae Muñoz-Leal y González-
Acuña 2015 

Livingstone Island   -62.45 -60.78 Ixodes uriae Muñoz-Leal y González-
Acuña 2015 

King George 
Island  

 -62.15 -58.46 Ixodes uriae Muñoz-Leal y González-
Acuña 2015 

Isla Magdalena  -52.91 -70.58 Ixodes uriae Muñoz-Leal y González-
Acuña 2015 

Parinacota  -18.16  -67.66 Amblyomma parvitarsum Muñoz-Leal et al 2016 

Parque Nacional 
Bosques Fray 
Jorge 

 -30.65  -71.68 Amblyomma tigrinum Llano-Soto et al, 2017 

Termas del Flaco  -34.95  -70.41 Ixodes auritulus  Llano-Soto et al, 2017 

Cerefas, Valdivia  -39.80  -73.2 Ixodes stilesi Verdugo et al., 2017 

Arica -18.48 -70.30 Rhipichephalus sanguineus Diaz et al., 2018 

Cuya -19.16 -70.17 Rhipichephalus sanguineus Diaz et al., 2018 

Huara -19.99 -69.77 Rhipichephalus sanguineus Diaz et al., 2018 

Iquique -20.23 -70.14 Rhipichephalus sanguineus Diaz et al., 2018 

Alto Hospicio  -20.26 -70.10 Rhipichephalus sanguineus Diaz et al., 2018 

Chanavayita -20.70  -70.18 Rhipichephalus sanguineus Diaz et al., 2018 

San Marcos  -21.11 -70.12 Rhipichephalus sanguineus Diaz et al., 2018 

Tocopilla  -22.08 -70.19 Rhipichephalus sanguineus Diaz et al., 2018 

María Elena  -22.34 -69.66 Rhipichephalus sanguineus Diaz et al., 2018 

Baquedano -23.33  -69.84  Rhipichephalus sanguineus Diaz et al., 2018 

Mejillones -23.09  -70.46  Rhipichephalus sanguineus Diaz et al., 2018 

Antofagasta -23.65  -70.40  Rhipichephalus sanguineus Diaz et al., 2018 

Coquimbo -29.96 -71.33  Rhipichephalus sanguineus Diaz et al., 2018 

Santiago -33.60 -70.57 Rhipichephalus sanguineus Diaz et al., 2018 

Oncol  -39.67 -73.32 Ixodes chilensis González-Acuña et al 2018 

Camping 
Ranchillo  

 -34.44  -70.44 Ixodes sp. Muñoz-Leal et al 2019b 

Camping 
Maitenes  

 -34.44  -70.44 Ixodes sp. Muñoz-Leal et al 2019b 
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Bahía Eugenia  -54.93 -67.3 Ixodes auritulus Muñoz-Leal et al 2019a 

Cascadas -41.06 -72.63 Ixodes neuquenensis Muñoz-Leal et al 2019a 

Los Ángeles  -37.45 -72.35 Ixodes taglei Muñoz-Leal et al 2019a 

Base Gabriel 
González Videla 
GGV 

 -64.81  -62.85 Ixodes uriae Muñoz-Leal et al 2019a 

Santa Juana  -37.16 -72.93 Ixodes taglei Muñoz-Leal et al 2019a 

Isla Magdalena  -55.91  -70.57 Ixodes uriae Muñoz-Leal et al 2019c 

Valdivia  -39.81 -73.24 Rhipichephalus sanguineus Oyarzún-Ruiz et al 2021 

Osorno -40.57 -73.13 Rhipichephalus sanguineus Oyarzún-Ruiz et al 2020 
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Tabla 12. Regresión logística binaria género Ixodes con variables de PCA 

VAR Beta Error 
Estándar 

Valor p 

Latitud (#1) 1,69046 0,79337 0,03311* 

Longitud (#2) -8,46057 4,09041 0,03860* 

Bio1 (#3) -7,65007 3,51566 0,02956* 

Bio2 (#4) 4,68897 2,25075 0,03722* 

Bio6 (#5) 9,54134 4,25001 0,02477* 

Bio8 (#6) -2,89487 1,58672 0,06809 

Bio12 (#7) 0,01008 0,01195 0,39917 

Bio15 (#8) 0,29380 0,12199 0,01602* 

Bio16 (#9) -0,02090 0,02190 0,33989 

Bio18 (#10) 0,05640 0,03774 0,13508 

Land (#11) 0,00475 0,00374 0,20387 

Bio4 (#12) -0,01036 0,01624 0,52350 

Bio5 (#13) 0,02112 0,26203 0,93575 

Bio14 (#14) -0,06293 0,05524 0,25459 

Intercepto 556,91321   

* diferencia estadística significativa (p< 0,05) 
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Tabla 13. Regresión logística binaria género Amblyomma con variables de PCA 

 

VAR Beta Error Estándar Valor p 

Latitud (#1) -0,43904 0,27447 0,10968 

Longitud (#2) 2,47891 1,89814 0,19156 

Bio1 (#3) 0,13888 1,04212 0,89398 

Bio2 (#4) 0,14354 0,73690 0,84556 

Bio6 (#5) -0,33016 1,19807 0,78287 

Bio8 (#6) -0,07766 0,26389 0,76853 

Bio12 (#7) -0,01843 0,02269 0,41668 

Bio15 (#8) -0,00597 0,02314 0,79642 

Bio16 (#9) 0,03260 0,04037 0,41930 

Bio18 (#10) -0,01717 0,03013 0,56868 

Land (#11) 0,00051 0,00152 0,73996 

Bio4 (#12) 0,00744 0,00936 0,42704 

Bio5 (#13) -0,19911 0,11894 0,09411 

Bio14 (#14) -0,06009 0,05852 0,30456 

Intercepto -161,57353   
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Tabla 14. Regresión logística binaria género Rhipicephalus con variables de PCA 

 

VAR Beta Error Estándar Valor p 

Latitud (#1) 0,16709 0,18247 0,35983 

Longitud (#2) 0,52374 0,71165 0,46176 

Bio1 (#3) -0,23293 0,87393 0,78983 

Bio2 (#4) 0,31714 0,67491 0,63842 

Bio6 (#5) 0,38287 0,93215 0,68126 

Bio8 (#6) 0,19530 0,27515 0,47783 

Bio12 (#7) 0,01803 0,02100 0,39060 

Bio15 (#8) -0,01465 0,02357 0,53417 

Bio16 (#9) -0,02724 0,03338 0,41441 

Bio18 (#10) -0,07721 0,06347 0,22377 

Land (#11) 0,00262 0,00163 0,10750 

Bio4 (#12) -0,00838 0,00878 0,33965 

Bio5 (#13) 0,21102 0,17676 0,23255 

Bio14 (#14) 0,05846 0,05444 0,28291 

Intercepto -49,53582   
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Tabla 15. Regresión logística binaria del género Rickettsia con variables de PCA 

 

VAR Beta Error Estándar Valor p 

Latitud (#1) -0,13113 0,54913 0,81127 

Longitud (#2) -0,06010 3,11754 0,98462 

Bio1 (#3) -1,80577 2,40313 0,45240 

Bio2 (#4) 1,02062 1,58721 0,52021 

Bio6 (#5) 1,76960 2,62922 0,50092 

Bio8 (#6) 0,24784 0,65350 0,70451 

Bio12 (#7) 0,02155 0,04624 0,64114 

Bio15 (#8) 0,05361 0,06371 0,40011 

Bio16 (#9) -0,02950 0,06535 0,65164 

Bio18 (#10) -0,06920 0,14010 0,62135 

Land (#11) -0,00066 0,00314 0,83265 

Bio4 (#12) 0,01569 0,01957 0,42271 

Bio5 (#13) -0,37142 0,24485 0,12929 

Bio14 (#14) -0,08585 0,09862 0,38402 

Intercepto 7,57984   
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Tabla 16. Regresión logística binaria del género Ehrlichia con variables de PCA 

 

VAR Beta Error Estándar Valor p 

Latitud (#1) -0,44442 0,59508 0,45518 

Longitud (#2) 0,83918 2,96947 0,77748 

Bio1 (#3) 2,30251 3,11162 0,45932 

Bio2 (#4) -0,29694 2,09621 0,88735 

Bio6 (#5) -0,62860 2,77315 0,82068 

Bio8 (#6) -0,69047 0,98042 0,48128 

Bio12 (#7) 0,01703 0,02838 0,54841 

Bio15 (#8) 0,04597 0,07770 0,55409 

Bio16 (#9) -0,01868 0,04290 0,66317 

Bio18 (#10) -0,06151 0,08550 0,47189 

Land (#11) -0,01018 0,00724 0,15945 

Bio4 (#12) 0,00658 0,01760 0,70846 

Bio5 (#13) -0,14904 0,26093 0,56788 

Bio14 (#14) 0,09299 0,10522 0,37682 

Intercepto -68,42271   

 

 

 


