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Resumen 

Norovirus, Picobirnavirus y Rotavirus son virus entéricos que causan gastroenteritis 

aguda en diferentes mamíferos entre los cuales se encuentra el ser humano. Su vía de 

transmisión es la fecal-oral, la cual involucra distintas matrices ambientales , entre las 

que el agua cumple un rol preponderante como vehículo. Al mismo tiempo, la calidad 

del agua se encuentra fuertemente influenciada por las actividades antrópicas que 

pueden generar contaminación de este recurso por distintas vías, entre ellas la 

provocada por aguas residuales y los desechos animales. La circulación de estos virus 

en la población tanto humana como animal de diferentes regiones de nuestro país ha 

sido ampliamente registrada. Por su parte, la localidad de Barros Blancos 

(Departamento de Canelones) se presenta como una ciudad inmersa en una zona 

semirural sin red de saneamiento además de poseer una importante proporción de 

asentamientos irregulares lo que conlleva a un manejo inadecuado de las excretas. En 

este contexto, el estudio de estos virus en matrices ambientales adquiere gran 

relevancia, más aún si las mismas son utilizadas con fines recreativos.  

 

Con ese fin, muestras de aguas recreacionales fueron obtenidas de 16 sitios 

distribuidos en el territorio de Barros Blancos en cuatro momentos diferentes. Las 

partículas virales presentes en las muestras fueron concentradas mediante 

ultracentrifugación, para luego ser caracterizadas molecularmente y cuantificadas por 

PCR cualitativa y cuantitativa, respectivamente. Los datos de cuantificación viral fueron 

analizados en relación a los valores de concentración de los indicadores 

microbiológicos de contaminación fecal, así como con factores ambientales como 

temperatura y pluviometría. 

 

Los resultados muestran que el 90% de las muestras fueron positivas para al menos un 

virus y que los mismos están distribuidos en todo el territorio estudiado. La 

caracterización molecular de Rotavirus mostró que en Barros Blancos durante el 

período de estudio circularon cepas de origen bovino y humano. Además se detectó la 

co-circulación de dos variantes de Picobirnavirus genogrupo II en una misma micro 

cuenca. La cuantificación reveló que la concentración de Norovirus detectada 

disminuyó a medida que aumentó la temperatura ambiente mientras que para 

Rotavirus se mantuvo constante, lo cual podría ser explicado considerando la viabilidad 

de esta partícula viral. Además, las precipitaciones no provocaron un aumento en las 

concentraciones virales detectadas, que es un efecto esperable por la escorrentía y re 

suspensión de sedimentos. Los análisis estadísticos revelaron que el Rotavirus mostró 

una correlación positiva con los indicadores microbiológicos de contaminación fecal de 

agua. Así mismo, se observó que si bien la contaminación se extiende a todo el 

territorio estudiado, las microcuencas Cañada C y Tajamar Caputo resultaron las de 



13 

 

mayor carga viral, siendo las mismas las de mayor uso en recreación.  Estos resultados 

tomados en conjunto sugieren fuertemente que las  aguas recreacionales de Barros 

Blancos son una fuente de contaminación fecal para la población que las utiliza  y por 

tanto de potencial transmisión de los virus estudiados. 
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1. Introducción 

1.1  Agua y Salud 

Las diferentes actividades que el ser humano desarrolla para satisfacer sus 

necesidades que involucran tanto la industria, la agricultura como las vinculadas a la 

vida urbana son generadoras de residuos. Estos residuos causan daños crecientes a las 

diversas matrices ambientales como son el suelo, el aire y el agua. Dada la escasez en 

el Planeta Tierra del agua dulce y su esencialidad para la vida, la investigación en los 

impactos sufridos por esta matriz y los estudios que involucran la prevención de la 

contaminación se han incrementado en las últimas décadas a nivel mundial. Debido a 

ello, el agua se ha convertido en el centro de grandes debates en el escenario 

internacional tanto a nivel científico como a nivel político. Tal es así que las Naciones 

Unidas en el 2010, reconoció explícitamente el derecho humano al agua y al 

saneamiento, reafirmando que el agua potable y el saneamiento son esenciales para la 

realización de todos los derechos humanos [1]. Así mismo esta organización 

internacional se ha propuesto dentro de los Objetivos de Desarrollo Sostenible para el 

2030 garantizar el acceso a servicios de saneamiento e higiene adecuados y equitativos 

para todos y poner fin a la defecación al aire libre [2]. 

Por su parte, los ambientes acuáticos como lagos, cañadas y costas marinas son 

susceptibles a la contaminación fecal. Dicha contaminación tiene como origen una 

gran variedad de fuentes puntuales y no puntuales, entre las que se encuentra la 

contribución potencial de desechos de animales silvestres, domésticos y humanos.  

Estos desechos pueden entrar al ambiente mediante la combinación de derrame de 

aguas residuales (debido a la falta de saneamiento y cámaras sépticas ) así como 

también de derrame de las propias plantas de tratamiento de aguas residuales 

domésticas  e industriales. Como resultado de numerosas fuentes potenciales, muchas 

aguas ambientales, incluso las que aparentan estar inmaculadas, pueden contener 

trazas importantes de contaminación fecal de diversas fuentes [3]. En este sentido hay 

que prestar especial atención a las aguas recreacionales . Se calcula que una persona 

que se baña durante 10 minutos y realiza 3 inmersiones de cabeza se traga 

involuntariamente hasta 100 o 200 mililitros (mL) de agua, siendo los niños un grupo 

particularmente vulnerable porque juegan en el agua por períodos prolongados y son 

más susceptibles a tragar agua tanto de manera accidental como voluntaria. Si dicha 

exposición se realiza en aguas contaminadas puede provocar a los bañistas 

enfermedades gastrointestinales y con menor frecuencia infecciones respiratorias y 

auditivas [4]. 



2 

 

La pobre calidad del agua es la mayor amenaza para la salud humana, esta matriz tiene 

tal relevancia a nivel de salud pública que la Organización Mundial de la Salud (OMS) 

estima que en el planeta se producen 3,4 millones de muertes anuales relacionadas a 

la transmisión de patógenos mediante agua contaminada, incluyendo virus, bacterias y 

protozoos [4]. Dentro de las afecciones que estos causan se encuentran las 

enfermedades diarreicas las cuales son responsables de 1,5 millones de muertes de 

seres humanos por año. Estimándose que el 58% de estas muertes son atribuibles a 

aspectos sanitarios como el suministro de agua potable alterada y la mala higiene. 

Estos datos informan además la existencia de una mortalidad anual de 361.000 niños 

por debajo de los 5 años de edad provenientes principalmente de países en desarrollo 

[5]. Por otro lado, la cuarta parte de la morbilidad mundial en la población general y 

más de un tercio de la carga de morbilidad infantil son consecuencia de factores 

ambientales modificables siendo esta cifra más elevada en los países en desarrollo que 

en los desarrollados. Mientras que la morbilidad total a nivel mundial relacionada con 

diarrea es alrededor del 4%, un 94% de la misma se encuentra relacionada a factores 

ambientales modificables como el consumo de agua potable, el saneamiento y la 

higiene. Siendo las diarreas las responsables del 29% de la morbilidad relacionada con 

el medio ambiente en niños comprendidos entre 0 a 14 años de edad [6]. 

1.2  Virus y ambiente 

Por lo expresado anteriormente, es fundamental poseer una adecuada evaluación de 

las aguas utilizadas para baño. Así mismo, la aptitud de los indicadores que son 

analizados comúnmente para evaluar el nivel de contaminación fecal ambiental , como 

los Coliformes Fecales (entre los que se encuentra Escherichia sp) y los Estreptococos 

Fecales, como los Enterococcus, ha sido cuestionada. Apoyan este cuestionamiento, 

hechos como que las bacterias son más sensibles que los patógenos virales y protozoos 

a la inactivación por la luz solar y a los procesos de tratamiento de aguas, sumado a 

que las mismas pueden encontrarse en ausencia de contaminación fecal, tienen la 

habilidad de multiplicarse en algunos ambientes fuera del huésped, y poseen baja 

correlación con la presencia de otros patógenos como ser virus [7]. Por ello, investigar 

en matrices acuáticas la presencia de virus que estén involucrados en las afecciones 

gastrointestinales es de relevancia para la salud pública. Estos microorganismos 

además poseen dos características relevantes, su especificidad de huésped y su 

incapacidad de multiplicarse en el ambiente [8].  

Los virus llegan al ambiente y por tanto a fuentes de agua cuando personas o animales 

infectados depositan los mismos en las heces. Algunos de estos virus mantienen su 

infectividad por períodos de tiempo largos (meses a años). Además, habitualmente 

estos patógenos se encuentran en bajas concentraciones  en aguas superficiales lo que 

provee un desafío para su detección y un problema para la salud pública. Otros riesgos 

adicionales de los virus son su mayor resistencia a los métodos de desinfección como 
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el cloro y su asocian a matrices de partículas en suspensión o en matrices solidadas. 

Estas últimas tienden a mantener la viabilidad de estos patógenos por más tiempo que 

si se mantuvieran dispersos en el agua [9]. Estas características hacen que la calidad 

microbiológica del agua se encuentre fuertemente influenciada por las lluvias, que en 

ciertos períodos pueden elevar la contaminación fecal a causa de la solubilización de 

los sedimentos, o por escorrentía [4].  

Mas de cien patógenos virales son excretados en heces a partir de humanos y animales 

infectados de los cuales los más comúnmente reportados en epidemias relacionadas 

con el agua son Norovirus (NoV), Hepatitis A, Hepatitis E, Adenovirus, Astrovirus, 

Enterovirus y Rotavirus (RV) [3], [10]. Según datos publicados Norovirus es responsable 

del 45% de los brotes de gastroenteritis con origen en aguas recreacionales 

contaminadas, constituyéndose así en el mayor agente causal de estos brotes [11]. 

Además, tanto los Norovirus como los Rotavirus poseen una dosis infectiva baja y son 

liberados en grandes cantidades en las heces de los individuos infectados [12], [13]. 
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1.2.1  Norovirus 

1.2.1.1 Aspectos generales  

Aunque sus síntomas ya habían sido descritos previamente en 1929 como la 

enfermedad del vómito de invierno [14], no fue hasta 1972 que se pudo identificar al 

agente etiológico causal de esta dolencia. Cuando Kapikan utilizando la técnica de 

Inmuno Microscopía Electrónica, Figura 1, analizó una muestra filtrada que derivaba de 

un brote de gastroenteritis no bacteriano ocurrido en Norwalk, Ohio-EEUU [15]. En 

1998 el Comité Internacional de Taxonomía Viral (ICTV del inglés “International 

Committee on Taxonomy of Viruses”)  introdujo a los Norwalk-like virus como una 

especie dentro de la familia Caliciviridae [16], y cuatro años más tarde designó a estos 

virus con el nombre de Norovirus [17]. 

 

                   

Actualmente, la familia Caliciviridae está constituida por 5 géneros  que causan un gran 

número de enfermedades en una cantidad importante de huéspedes animales 

diferentes y comparten características comunes  [17]. Por un lado, su cápside 

icosaédrica desnuda de entre 27-40 nm de diámetro constituida por una proteína 

estructural principal que conforma 32 depresiones en forma de copa, característica 

morfológica que da nombre a la familia. Por otro, la ausencia de CAP (5 

metilguanosina) en el extremo 5´del genoma ácido ribonucleico (ARN) de polaridad 

positiva donde contiene una proteína VPg enlazada covalentemente que es esencial 

para que estos virus sean infectivos [16], [18].  

Dentro de esta familia los Norovirus y Sapovirus son los géneros capaces de infectar 

humanos [18], siendo los Norovirus los agentes causales de gastroenteritis aguda más 

común en todas las edades alrededor del mundo [19]. Estos virus se clasifican en base 

a la secuencia completa del gen de la proteína mayor de la cápside en tres niveles: 

cepa (S), clúster o genotipo (C) y genogrupo (G) [20]. En base a esto se han descrito 6 

genogrupos del I al VI [18] y recientemente se ha propuesto un nuevo genogrupo, GVII 

Figura  1: Primera  imagen de Norwalk vi rus. 

Obtenida mediante Inmuno Microscopía 
Electrónica . Tomada de Kapiakian, 1972 [15]. 
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asociado a canes [21]. Los genogrupos G I, II y IV se asocian a enfermedades humanas 

[20]. En los últimos años el número de secuencias genómicas del virus en las bases 

públicas de datos ha aumentado considerablemente, como consecuencia se ha 

expuesto la alta diversidad genética que presentan los Norovirus así como la elevada 

frecuencia de recombinación genética que sufre su genoma. Por estas razones el 

Grupo Internacional de Trabajo en Norovirus ha propuesto una nueva nomenclatura 

dual basada en la secuencia de los marcos abiertos de lectura (ORFs del inglés  “Open 

Reading Frame”) 1 y 2 [22]. También han sido reportadas diferencias específicas entre 

genogrupos en lo que tiene que ver con la persistencia en el ambiente [23], 

sensibilidad a la remoción sobre superficie [24] y unión al receptor celular [25]. Estas 

diferencias biológicas tal vez refuerzan patrones epidemiológicos diferenciales entre 

los mismos.  

1.2.1.2 Biología Viral 

El genoma de los Norovirus está constituido por una hebra de ARN de polaridad 

positiva de entre 7.300-7.500 nucleótidos. El extremo 5´ del genoma está 

covalentemente unido a una proteína conocida como VPg, mientras que el extremos 3´  

esta poliadenilado. Las regiones no codificantes de los extremos del genoma son cortas 

[26] y contienen estructuras secundarias conservadas [27]. En la Figura 2 se muestra 

que el genoma de NoV se organiza en tres marcos abiertos de lectura. El ORF 1 codifica 

para un gran polipéptido, que es procesado para liberar 6 proteínas: cinco  no 

estructurales, entra las que se encuentra la ARN polimerasa -ARN dependiente (RdRp 

del inglés “RNA-dependent RNA polymerase”), y una estructural, la proteína 

estructural VPg. Mientras que mediante un ARN subgenómico, que también se observa 

en la Figura 2, los ORF 2 y 3 son traducidos a las proteínas estructurales VP1 y VP2, 

respectivamente[28].  

Figura  
Figura  2: Organización del  genoma de Norovirus humano. El genoma está covalentemente unido a la  proteína VPg y 

a  una cola poli A. Se divide en tres ORFs . ORF1 se traduce como un polipéptido. ORF2 y ORF3 se traducen mediante  
un ARN subgenómico. Imagen extra ída y modificada de Thorne  y Goodfellow, 2014 [26].  

Por su parte, la proteína VP1 es la proteína mayor de la cápside, la misma posee de 

530-555 aminoácidos con un peso molecular de 58-60 kDa. Dos dominios conservados 

flanquean el dominio central variable que contiene el determinante antigénico, el cual 

define la cepa específica. Ciento ochenta copias de VP1 se agrupan en dímeros para 

formar un icosaedro de número de triangulación 3 que constituye la cápside desnuda 

de los Calicivirus, tanto el dímero de VP1 como la cápside viral se observan en la Figura 

ARN genómico 

ARN subgenómico 
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3. Los 90 dímeros se agrupan de tal forma que se observan 32 grandes huecos en el eje 

5 y 3, estos huecos se ven como una estructura similar a copa en la superficie de estos 

virus [29]. Para completar el virión una o dos copias de la proteína menor de la cápside 

VP2 son necesarias. Esta proteína tiene entre 208–268 amino ácidos con un peso 

molecular calculado de 22-29 kDa y exhibe una extensa variabilidad entre cepas. 

Evidencias recientes sugieren que VP2 asiste en la encapsidación del genoma y el 

ensamblado de la cápside [28], [30]. 

 

 

Figura  3: Modelo de la  cápside y de VP1 de Norovirus . Izquierda: Modelo de la  cápside de Norovirus  completa ,  
determinado a una resolución de 3,4 ångström. La  cápside está  compuesta  por 90 dímeros  de VP1, con el  dominios 

S y los subdominios  P1 y P2 (del  dominio P) mostrados  en azul , rojo y amarillo, respectivamente. El  cuadro en la 
superficie del vi rión resalta  un dímeros VP1. Derecha: Representación tridimensional del dímero VP1 derivado de 
cris talografía de rayos X a  una resolución de 3,4 ångström de una partícula  similar a  vi rus   recombinante. Se  

observa  el  arco formado por dos  brazos  de los  subdominios  P1. El  dominio S forma  la  es tructura  interna del  vi rión 
que rodea al genoma de ARN y posiciona el arco en la superficie del  vi rión. Se indica con N y C al  extremo C-terminal 
y N-terminal  de VP1. Imagen modificada de Green, 2013 [18]. 

Por su parte, el ciclo de replicación viral de los Norovirus Humanos no ha podido ser 

estudiado dada la dificultad de cultivar este virus en células. Por esta razón otros 

miembros de la familia Caliciviridae se han utilizado como modelo. Los Calicivirus se 

unen a la célula a través de receptores específicos, para los NoV se han identificado 

como receptores los carbohidratos del antígeno del grupo histo-sanguíneo (HBGA), 

que se unen a través de la proteína VP1 del virus. Luego de su ingreso los virus liberan 

su genoma y su traducción se lleva a cabo mediante la maquinaria celular que es 

reclutada por la proteína VPg. Así mismo, ciertas proteínas virales interaccionan con 

proteínas celulares para establecer sitios definidos de replicación viral, mientras que la 

polimerasa viral replica el genoma. Los nuevos genomas ARN sintetizados se unen 

covalentemente a VPgs y se empacan en viriones que son liberados de la célula por 

lisis. El ciclo replicativo es rápido, las partículas virales producidas pueden ser 

detectadas algunas horas después de la infección [18]. 
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1.2.1.3 Epidemiología 

Los Norovirus son la principal causa de gastroenteritis en países desarrollados y en vías 

de desarrollado [31], [32]. Una revisión reciente estima que estos virus son los 

responsables del 18% de las diarreas agudas producidas a nivel mundial y se 

encuentran en un 7% de las personas sanas [33]. Otra característica clínica importante 

de los NoVs es su período de incubación relativamente corto en la mayoría de los 

individuos infectados que desarrollan síntomas, una revisión reciente muestra que la 

media del período de incubación para el genogrupo I y II es de 1,2 días [34]. Mientras 

que los principales síntomas causados por el virus son diarrea y vómitos, se han 

reportado también en menor porcentaje dolor abdominal, náuseas, fiebre, dolor de 

cabeza, fotofobia, rigidez en el cuello, obnubilación y coagulación intravascular 

diseminada. Por otro lado, el período de tiempo en el que se desarrollan los síntomas 

es corto, variando de 2 a 3 días según el brote y el estado de salud previo de los 

individuos afectados. Por último, la población general de todos los  grupos etarios es 

vulnerable a la enfermedad, pero la mayor morbilidad/mortalidad ocurre en los grupos 

etarios extremos [35]. 

Los Norovirus son liberados en heces y en vómitos de los individuos infectados [18]. 

Luego de su liberación se pueden transmitir directamente (persona-persona) o 

indirectamente (a través de alimentos, agua o ambientes contaminados).  Mediante 

estas fuentes de transmisión estos patógenos producen brotes  especialmente en 

comunidades cerradas como hogares de ancianos, hospitales, complejos militares y 

cruceros [36]. Así mismo, algunos estudios han asociado ciertos genotipos de NoV con 

un modo particular de transmisión [37]. Al mismo tiempo, estos virus son resistentes a 

condiciones adversas en el ambiente, hecho que se ha podido evidenciar con 

Norovirus murino que es cultivable. Estudios de estabilidad han mostrado que estos 

virus son estables en un amplio rango de pH, que para inactivarlos se necesitan 63 ºC, 

que a 4 ºC en matriz fecal mantienen su viabilidad durante largos períodos de tiempo y 

que a temperatura ambiente también son estables [38].  

Otro aspecto clave en la epidemiología de estos virus es que desde 1996 han 

producido 6 pandemias, 1996-1997, 2002, 2004, 2006, 2009 y 2012. Todas ellas fueron 

causadas por la emergencia de una variante de Norovirus humanos del genogrupo II, 

genotipo 4 (GII.4) que se expandió rápidamente alrededor del globo. Dada la falta de 

evidencia de una transmisión zoonótica del virus un reservorio animal sería 

improbable, por lo que autores proponen que individuos inmunocomprometidos 

crónicamente infectados son el reservorio de NoV [39].  

La circulación de Norovirus en la población uruguaya ha sido estudiada previamente en  

pacientes con diarrea donde 14,8 % de las 230 muestras colectadas entre los años 

2008 -2011 al sur del Uruguay resultaron positivas para el virus y su caracterización 
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molecular reveló que se trataban de los genotipos GII.12 y GII.4 [40]. Otro trabajo 

realizado en Montevideo, con muestras colectadas en 2010 y 2011 de niños 

provenientes de hogares con nivel socioeconómico alto, que mostraban síntomas de 

gastroenterocolitis, identificó la circulación del virus en esta población [41]. Así mismo, 

al norte del río Uruguay se ha mostrado la circulación en los años 2010-2011 de cepas 

recombinantes GII.P7/GII.6 en pacientes pediátricos con gastroenteritis [42]. 

1.2.1.4 Norovirus en el ambiente 

Norovirus fue reportado por primera vez como agente causal de epidemias 

relacionadas con el agua en un brote que en 1980 afectó aproximadamente a 1.500 

personas en una pequeña comunidad de Georgia, EEUU. En este brote la presencia del 

virus fue demostrada por el incremento del título de anticuerpos contra NoV en los 

pacientes infectados [43]. Desde ese entonces numerosos estudios se han desarrollado 

a nivel mundial con el objetivo de detectar estos virus en distintas matrices 

ambientales. Ejemplos de estos estudios se muestran en la Tabla 1 donde se puede 

observar la diversidad de matrices que han sido analizadas y las diferentes 

metodologías de detección utilizadas a nivel mundial. Así mismo en la tabla se observa 

una sección exclusiva de aguas superficiales que muestra que estos virus han sido 

detectados previamente en esta matriz en trabajos en todo el mundo. Otro aspecto 

relevante que alguno de estos trabajos muestran es la estacionalidad de NoV en el 

ambiente, vinculando su ocurrencia sobre todo a los meses de otoño -invierno [40], 

[44], [45].  

Un factor a tener en cuenta es que hasta el momento todos los estudios ambientales 

desarrollados para este virus utilizan métodos moleculares para su detección. Dada la 

dificultad para conseguir cultivar este virus en sustratos  celulares, no se han 

desarrollado técnicas que impliquen corroborar su viabilidad. Se espera que pronto 

estas técnicas sean desarrolladas ya que recientemente se ha reportado que estos 

virus son capaces de crecer en células B humanas utilizando, para ingresar a la célula, 

los glicanos bacterianos de Enterobacter cloacae [46]. 

Tabla 1: Ejemplos de trabajos  a nivel mundial de detección de Norovirus en matrices  ambientales . 
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Matriz  Locación 
Porcentaje de muestras positivas (concentración 

en cg/mL) Metodología  Referencia 

GI GII 

Aguas subterráneas Ghana 25  
qPCR Gibson y cols ., 2011 [47] 

Agua de bebida Ghana  17 

Agua de bebida 
clorada 

Florianópolis- Brasil 8 8 PCR anidada 
Victoria y cols., 2010 [48] 

Agua salobre Florianópolis- Brasil 8  PCR anidada 

Aguas residuales 

 

Es tados Unidos, España 
y Etiopía 

100* Metagenómica 
Cantalupo y cols ., 2011 

[49] 

Córdoba-Argentina  50 PCR anidada Blanco y cols ., 2011. [50] 

Rio de Janeiro- Brasil 

15 PCR 

Victoria y cols., 2010 [51] 10 23 PCR anidada 

 4 54 (máxima 5,3 x10-2) qPCR 

Agua residuales 
tratadas  

Florianópolis- Brasil 33 (promedio 0,3) 17 (promedio 0,4) qPCR Victoria y cols., 2010 [48] 

Aguas residuales en 
Uruguay 

Montevideo 3 30 PCR anidada 
Alberti , 2012 [40] 

Aguas residuales en 
Uruguay 

Montevideo 13 (promedio 18 x104) 33 (promedio 15 x104) qPCR 

Aguas residuales en 
Uruguay 

Treinta  y Tres, Melo, 
Canelones y Ecilda  

Paullier 
10 (máxima 1,5 x 104) 46 (máxima 9,3 x 104) qPCR Berois y cols., 2013 [52] 

Liberadas en costa del  
río Uruguay 

21 (máxima 4,4 x 105) 39 (máxima 6,1 x 106) qPCR Bri tos y cols., 2012 [45] 

Aguas superficiales 

África 

Ghana  11 qPCR Gibson y cols ., 2011 [47] 

Sudáfrica 71 67 PCR Mans  y cols ., 2013 [53] 

Aguas superficiales 
Asia 

Singapur 55 69 PCR anidada Aw y cols., 2011 [54] 

Japón 53 44 qPCR 
Haramoto y cols., 2005 

[55] 

Aguas superficiales 
Europa 

Todo el continente 4 6 PCR anidada 
Wyn-Jones y cols., 2011 

[56] 

Inglaterra  32 PCR anidada Hamza y cols., 2009 [57] 

Aguas superficiales 
América del Norte 

México 70* PCR anidada 
Hernandez-Morga y cols ., 

2009 [58] 

Estados Unidos 1,3 10 qPCR Corsi y cols., 2014 [59] 

Aguas superficiales 
en la región 

Manaos - Brasil 5,8 PCR 
Miagostovich y cols., 2008 

[60] 

Río de Janeiro- Brasil  33 PCR anidada Calgua y cols., 2013 [61] 

Río de Janeiro- Brasil  14 (promedio 3,8) qPCR Victoria y cols., 2014 [62] 

Florianópolis- Brasil 17 21 PCR anidada Victoria y cols., 2010 [48] 

Buenos  Aires- Argentina  45 PCR anidada Blanco y cols ., 2012 [63] 

Córdoba- Argentina  50 PCR anidad Blanco y cols ., 2011 [50] 

Sal ta- Argentina 

 9  Blanco y cols ., 2012 [63] 

 
9 (rango 3,1×10

1
 - 

6,9×102) 
qPCR Poma y cols ., 2012 [44] 

Aguas superficiales 
en Uruguay 

Barros Blancos  - 
Uruguay 

 32 PCR Alberti , 2012 [40] 

*No fue determinado el genotipo.   
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1.2.2 Rotavirus 

1.2.2.1 Aspectos Generales 

Al siguiente año del descubrimiento de los Norovirus, los Rotavirus fueron vistos por 

primera vez mediante Microscopía Electrónica de biopsias intestinales de niños con 

gastroenteritis aguda en Australia [64]. Más tarde, por su tamaño y forma se los 

identifica como un virus diferente a los ya descritos y se los llama “Rotavirus” [65]. 

Como se observa en el Figura 4, son virus desnudos, de simetría icosaédrica 

conformados por una partícula de alrededor de 75 nm de diámetro.  

 

            

 

Los Rotavirus se han clasificado como un género dentro de la subfamilia 

Sedoreovirinae, familia Reoviridae, a su vez este género se clasifica en 8 grupos los 

cuales se distinguen por la secuencia de la proteína VP6, estos se denominan 

alfabéticamente de la A a la H. Los primeros tres grupos, A-C, se han encontrado tanto 

en animales como en humanos, los grupo D-G se han encontrado hasta la fecha solo 

en animales y el grupo H que tiene como miembro el nuevo virus llamado “rotavirus de 

la diarrea adulta” se ha encontrado en humanos [17], [66], [67]. Por su naturaleza de 

genoma segmentado, el reordenamiento genético en los RV produce distintas 

combinaciones entre los genes que codifican para las proteínas que constituyen la 

cápside externa, VP4 y VP7, por esta razón estos virus también se clasifican en 

diferentes serotipos en un sistema binario según los genes que codifican para estas 

proteínas, que conforman los P y G tipo, respectivamente. Entre los que se distingue 

27 G-tipos y 35 P-tipos circulantes en humanos y animales [67]. 

1.2.2.2 Biología Viral 

Su genoma, Figura 5, está constituido por aproximadamente 18.550 pares de base (pb) 

de ARN doble hebra que se agrupan en 11 segmentos que codifican para 6 proteínas 

estructurales y 6 no estructurales. Dichos segmentos son monocistrónicos, con 

excepción del segmento 11 que codifica para dos proteínas, además los mismos 

Figura  4: Microscopía  Electrónica  de Rotavirus . 

La partícula está  compuesta por tres capas 
concéntricas  de proteínas. Partículas de 
Rotavirus  triple capa y una pocas  doble capas 

(flechas) visualizadas en microscopía 
electrónica . Bar, 100 nm. Figura extraída y 
modificada de Estes y Greenberg, 2013 [67]. 
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carecen de señales de poliadenilación, son ricos en A+U, y contienen regiones 

consenso conservadas en las secuencias no codificantes de los extremos 3´  y 5´ [67]. 

          

 

Basados en estudios de criomicroscopía electrónica y datos de reconstrucción de 

imágenes se ha reconocido la siguiente estructura de simetría icosaédrica compuesta 

de 3 cápsides proteicas: la interior, la intermedia y la superficial (Figura 6). La capa 

interior de la partícula viral conforma la estructura que se conoce como de una sola 

capa (SLP del inglés “Single Layer Particle”) compuesta por 120 moléculas de la 

proteína viral 2 (VP2), agrupada en 60 dímeros, cinco de los dímeros se agrupan en 

decámeros alrededor del eje 5 de simetría axial donde se encuentran poros formados 

por VP1 al interior. Dentro del core en el eje 5 de simetría (círculos de color rojo en la 

Figura 6.B) se localiza el complejo de enzimas de replicación, constituido por VP1 (ARN 

polimerasa ARN dependiente viral) y VP3 (guanililtransferasa) en contacto estrecho 

con el genoma viral a través de VP1. El core viral está rodeado por 260 trímeros de 

VP6, que conforman la capa media y constituye la partícula doble capa (DLP del inglés 

“Double Layer Particle”). La estructura de VP6 ha sido determinada y se ha observado 

que el trímero VP6 hace contacto tanto con la proteína VP2 al  interior así como al 

exterior con los trímeros de las proteínas VP7 y VP4, estas últimas cubren las DLPs con 

260 trímeros de VP7 y 60 espigas del trímero VP4, formando las  partículas de triple 

capa (TLP del inglés “Triple Layer Particle”) [68]. 

Segmento 

ARN 
Proteína 

 

Figura  5: Perfil electroforético del  genoma de 

Rotavirus  grupo A.  El  genoma vi ral puri ficado  fue 
analizado mediante electroforesis en gel  de 

poliacrilamida, donde se muestran los  11 
segmentos que conforman el  genoma de 
Rotavirus . Los  genes  están numerados  a  la 

izquierda y se indica  la proteína  que codi fican en 
el  derecha. Imagen extra ída  y modificada de 
Jayaram y cols. 2004 [69]. 

 



12 

 

 

 

Figura  6: Caracterís ticas  estructurales de Rotavirus . A. Reconstrucción de la criomicroscopía electrónica  de la 
partícula  de Rotavirus . Las espículas de la proteína  VP4 se indican en rojo y la proteína  que conforma la capa 
exterior, VP7 en amarillo. B. Un corte transversal de la  partícula  vi ral  muestra  las cubiertas  internas, en azul  VP6 y 
en verde VP2. Ancladas las enzimas VP1 y VP3 se muestran en rojo en la  capa interna. Imagen extra ída  y modificada 
de Jayaram y cols. 2004 [69]. 

La replicación de RV en el huésped está restricta al intestino, a nivel celular la misma 

ocurre en su totalidad en el citoplasma implicando varios pasos que comienzan con la 

unión de la partícula viral infecciosa a la célula blanco. La TLP interacciona con el 

receptor celular que por lo general contiene ácido siálico a través de la proteína VP4 y 

con el correceptor que pueden ser varias moléculas de la superficie celular (como las 

integrinas) a través de las proteínas VP7 o el producto de proteólisis de VP4 (el 

dominio lipofílico VP5). Aún no está claro si el virus ingresa a la célula por endocitos is 

mediada por receptor o directamente por penetración a través de la membrana, pero 

se cree que la solubilización de las proteínas de la capa externa de la cápside ocurre en 

el endosoma, dada la baja concentración de Ca2
+, produciendo DLPs. Luego de este 

proceso ocurre la síntesis de los ARN mensajeros (ARNm) virales llevada a cabo por su 

propio complejo transcripcional que consiste en las proteínas VP1 y VP3. Este complejo 

se localiza en la superficie interna de la capa de VP2 en los ejes de simetría 5. Las 

partículas DLP de RV en el citoplasma producen ARN transcriptos que sirven tanto para 

la traducción de las proteínas virales al inicio del ciclo replicativo como de matriz para 

la replicación del genoma viral más tarde en el ciclo. Los ARNm son liberados al 

citoplasma a través de canales presentes en la partícula DLP y traducidos a proteínas. A 

la interacción específica de proteínas virales y ARNm en el citoplasma se le denomina 

viroplasma, para formarlo la presencia de las proteínas no estructurales, NSP2 y NSP5, 

es esencial y suficiente. En el viroplasma ocurre la replicación del ARN, para formar 

ARN doble hebra y la formación de las DLP las cuales brotan hacia el interior del 

retículo endoplasmático a través de la membrana del mismo, formando un 

intermediario de partícula envuelta. En este punto la partícula viral adquiere las 

proteínas de la cápside externa perdiendo la envoltura lipídica a medida que transita 

por el organelo celular, NSP4 controla los niveles de Calcio para favorecer el 

ensamblado y la integridad del virus. Finalmente, la partícula viral madura, TLP, es 

liberada por lisis o por transporte celular independiente del Golgi [67], [68]. 

  

 

  

 

A B 
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1.2.2.3 Epidemiología 

Los Rotavirus son la principal causa de gastroenteritis aguda entre niños menores de 5 

años en todo el mundo causando alrededor de 453.000 muertes cada año, llegando en 

países en vías de desarrollo a representar más de 100 de cada 100.000 niños menores 

de esta edad. Por otro lado, anualmente 114 millones de afectados por el virus 

requieren cuidados, mientras que 24 millones requieren visitas a clínicas y 2,4 millones 

requieren hospitalizaciones, siendo estos patógenos los responsables del 36% de las 

hospitalizaciones causadas por diarrea. Los factores que aumentan el riesgo a la 

gravedad de la enfermedad son la edad (en los países de bajos recursos la gran 

mayoría de los casos graves por RV ocurren entre los primeros 12 a 15 meses de vida), 

nacimiento prematuro (estos niños no cuentan con los anticuerpos que pasan a través 

de la placenta) e inmunodepresión a causa de trasplantes, los dos primeros involucran 

la ocurrencia de infección primaria [70], [71]. 

El espectro de afecciones que provocan los RV puede involucrar desde una infección 

asintomática, la deshidratación grave, convulsiones y tal vez muerte. En los casos de 

desarrollo de enfermedades luego de un período corto de incubación (1-3 días), la 

gastroenteritis causada por Rotavirus usualmente comienza con el inicio abrupto de 

fiebre y vómitos seguida de 24 a 48 horas de diarrea acuosa, la persistencia de los 

síntomas se puede extender de 3 a 8 días involucrando fiebre, vómitos y diarrea. Niños 

infectados sintomáticos o no comienzan con la liberación de Rotavirus en sus heces 

antes del comienzo de los síntomas excretando alrededor de 1010–1011 partículas 

virales por gramo de heces, siendo necesario para infectar un nuevo individuo una 

dosis menor a 100 partículas [70], [72]. 

Las epidemias causadas por los Rotavirus poseen un patrón estacional con claros picos 

en invierno que involucran una variedad de factores como la sobrevivencia de los virus 

en el ambiente, efectos fisiológicos en el huésped y la mayor proximidad de los niños 

susceptibles. Su modo de transmisión que se ve favorecido por estos factores involucra 

la ruta fecal-oral directa o indirectamente,  y otras rutas relacionadas como la ingesta 

de comida y/o agua contaminadas, o la dispersión de partículas virales mediante 

vómitos [72]. Además, estos virus pueden afectar varias especies de animales 

mostrando una gran diversidad genética y antigénica dada por varios mecanismos 

evolutivos como son acumulación de mutaciones puntuales, reordenamiento, 

transmisión directa de cepas entre diferentes animales y rearreglos genéticos 

(deleciones, inserciones, duplicaciones) [73]. Así han sido demostrados casos de 

zoonosis, transmisión inter especie y reordenamientos genéticos entre RV humanos y 

de otros animales. Especialmente algunas especies de animales como bovinos, 

porcinos, gatos y perros contribuyen con la diversidad antigénica y genética 

encontrada en Rotavirus humanos presumiblemente por las interacciones entre 

humanos y estos animales fundamentado en factores culturales y económicos [74].  
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Por otro lado, a pesar de la gran diversidad de G y P tipos encontrados en las distintas 

especies, en humanos solo han sido aislados hasta el momento 12 G-tipos (1 al 6, 8 al 

12 y 20) y 15 P-tipos (1 al 6, 8 al 11, 13, 14, 19,25 y 28) [67]. Una revisión realizada en 

2005, donde se analizaron 124 trabajos publicados a nivel global entre 1989 y 2004, 

muestra que el P-tipo más común circulante en la población humana de América de 

Sur es P[8] seguido de P[4], P[6] y P[9], mientras que los G tipos más comunes en esta 

región son G1 seguido del G2, G4, G9, G3 y G5 [75]. Otra revisión más reciente muestra 

que los genotipos circulantes en los países de América Latina con vacunación son P[4], 

P[6], P[8], G1, G2, G9 y G12 [73]. Así mismo se han analizado las publicaciones de las 

últimas 3 décadas de RV Bovino donde se observa que la combinación de genotipo más 

frecuente en los mismos es G6P[5], aunque diferencias espacio temporales en cepas 

de RV fueron observadas [76]. 

En Uruguay, se ha mostrado la circulación de Rotavirus en la población desde hace ya 

dos décadas, en primer lugar este virus fue identificado en muestras de niños tomadas 

entre 1990-1994 [77]. Más adelante, en cepas aisladas en el período 1996-1999 se 

logró identificar los G-tipos circulantes identificando la presencia de G1 (64,7%), G2 

(29,4%) y G4 (5,9%) [78], por otro lado 23 muestras positivas recolectadas durante 

2006-2007, mostraron la circulación de los genotipos G2 (30%) y G9 (70%) [79]. 

Recientemente, la caracterización genotípica tanto para G-tipo como para P-tipo de un 

grupo de 41 muestras de heces provenientes de pacientes pediátricos de Montevideo 

pertenecientes al año 2002 mostró que un 85% fueron G4, un 2% G1, un 58% P[8] y un 

total de 49% de las muestras fueron G4P[8] [80]. Por su parte, en un trabajo donde se 

analizó la presencia de virus en muestras de niños con gastroenterocolitis se ha 

identificado la circulación del mismo [41]. Por último, en un trabajo realizado con 175 

muestras clínicas del 2011 al 2012 provenientes de niños con gastroenterocolitis del 

norte del país, mostro también la circulación de Rotavirus del grupo A en esa región en 

37% de las muestras que se distribuyeron de las siguiente manera en los distintos 

genotipos: 6% de G1P[8], 23% G2P[4]/G2P[X]/GXP[4], 23% G3P[8]/G3P[X], 14% 

G12P[8]/G12P[X], 16% GXP[8], 1,5% G12P[9] y 3% G2P[4]/[8] [81]. El análisis 

estadístico mostró una alta detección de infecciones por RVA en estaciones frías, 

otoño e invierno, comparado con estaciones calientes, primavera y verano. Así mismo, 

se ha evidenciado la presencia de estos virus en bovinos con diarrea [82].  
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1.2.2.4 Rotavirus en el ambiente 

La circulación de los Rotavirus en matrices ambientales ha sido ampliamente 

estudiada. En una revisión publicada recientemente, se muestra que los RV han sido 

detectados en aguas residuales de África, América, Asia, Europa y Oriente Medio, con 

una positividad que oscila entre 8 a 100% siendo, en la mayoría de los casos 

estudiados, superior al 40% [83]. Para analizar los datos de emisiones de Rotavirus, 

Kiulia y cols., 2015, se basaron en un modelo que divide el planeta en cuadrículas, 

cuyos lados se encuentran conformados por 0.5 grados de longitud y latitud. Mediante 

este modelo estimaron que las emisiones globales del virus fueron 2×1018 partículas 

virales/cuadricula/año, de las cuales 87% se producen en poblaciones urbanas. Los 

puntos calientes se encuentran en las zonas densamente pobladas del planeta como 

Bangladesh y Nigeria, mientras que las emisiones bajas se encuentran en zonas rurales 

en el Norte de Rusia y el desierto de Australia, como muestra la Figura 7 [83]. 

 

Figura  7: Emisiones  totales de Rotavirus . Representado en logari tmo en base 10 de partículas vi rales por cuadrícula 
(basado en los datos  de publicaciones de 2010). Extraído de  Kiulia y cols ., 2015. [83] 

 

Estudios en otras matrices ambientales se han realizado en todo el mundo. Ejemplos 

de ello se presentan en la Tabla 2 donde a modo de resumen se observa la diversidad 

de técnicas moleculares utilizadas para la detección de este virus, así como su amplia 

dispersión a nivel mundial en aguas superficiales. Por otro lado, estudios realizados en 

aguas superficiales de establecimientos agrícolas de Río Grande del Sur mostraron que 

luego de un período seco el virus se encuentra en mayor porcentaje de muestras que 

luego de un período de lluvias prolongadas [84]. Así mismo en Río de Janeiro se 

observó que luego de un evento de lluvia estos virus mostraron una permanencia más 

larga que los indicadores bacterianos en las aguas estudiadas [62]. 

 

Tabla 2: Ejemplos de trabajos  a nivel mundial de detección de Rotavirus en matrices  ambientales . 
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Matriz  Locación 
Porcentaje de muestras 

positivas (concentración en 
cg/mL) 

Genotipo Metodología  Referencia 

Agua de 

bebida 
embotellada 

China 100  qPCR Yates, 2014 [85] 

Agua de 
grifo 

Río Grande del  
Sur- Brasil 

16  PCR Kluge y cols ., 2014 [86] 

Aguas 
residuales 

Uruguay 

Canelones y 
Escilda Paullier 

37  PCR 

Betancourt, 2013 [87] 
86 (entre 1,2x10

3
 - 6,5x10

4
) 

G1, G9, G3, G10, 
P[4], P[8], P[9] y 

P[11] 
qPCR 

Melo, Treinta  y 

Tres 
32 (entre 1,7x10

5
 - 2X10⁷) 

G2, P[4], G12 y 

P[3] 
qPCR Lizasoain, 2012 [88] 

Liberadas en 
costa  del río 

Uruguay 
49 

G1, G2, G3, G12, 

P[4], P[8], y P[3] 
PCR 

Bri tos y cols., 2012; Lopez 

y cols ., 2015 [45], [89] 

Aguas 
superficiales 

África 

Sudáfrica 14 (entre 2,5x10-2-2,1)  qPCR Chigor y Okoh, 2012 [90] 

Sudáfrica 50 (entre 2,8x10-4 – 2,8)  qPCR Chigor y cols., 2014 [91] 

Aguas 
superficiales 

Asia 

Singapur 40 (promedio 2,6x10-1)  qPCR 
Rezaeinejad y cols ., 2014 

[92] 

Tailandia 27 G1, G2, G3,  G9 PCR anidada Ki ttigul y cols., 2014 [93] 

Aguas 
superficiales 

Europa 

Países Bajos 69  
PCR semi -

cuanti tativa 
Schets y cols., 2008 [94] 

Inglaterra 90 (rango 1,2x10-2– 4,2x101)  qPCR Hamza y cols., 2009 [57] 

Aguas 

superficiales  
América del 

Norte 

Estados Unidos 6  qPCR Corsi y cols., 2014 [59] 

Aguas 

superficiales 
en la región 

Córdoba- 
Argentina 

100 (promedio 5,7x102) 
G1, P P[8], G3, G9 

y P P[4] 
qPCR Fongaro y cols ., 2015 [95] 

19 (promedio 8,5x10-1) 
G1, G2 y G3,  P[4] 

y P[10] 

Santa Catarina - 
Brasil 

22  PCR Rigotto y cols., 2010 [96] 

67  qPCR Fongaro y cols ., 2015 [97] 

Río Grande del  

Sur- Brasil 
21  PCR Olivei ra y cols., 2012 [84] 

Manaos - Brasil 12 P[8], P[4] y G1 PCR 
Miagostovich y cols., 2008 

[60] 

Río de Janeiro- 
Brasil 

67  PCR anidad Calgua y cols., 2013 [61] 

37 (promedio 20)  qPCR Victoria y cols., 2014 [62] 

Aguas 
superficiales 

Uruguay 

Barros Blancos  - 

Uruguay 
32  PCR CUETA y cols ., 2013 [98] 
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1.2.3 Picobirnavirus 

1.2.3.1 Aspectos Generales 

Los Picobirnavirus (PBV) fueron descubiertos fortuitamente en 1988 cuando se 

observó por primera vez en Brasil que un pequeño número de extracciones de ácidos 

nucleicos de muestras provenientes de pacientes con diarrea mostraban dos bandas 

electroforéticas en Electroforesis en Gel de Poliacrilamida (PAGE del inglés 

“Polyacrylamide gel electrophoresis”). Este hallazgo fue el inicio para la búsqueda del 

virus al que pertenecía este genoma, así estos mismos investigadores no tardaron en 

revelar que el nuevo virus estaba constituido por una pequeña partícula uniforme de 

alrededor de 35 nm de diámetro y dos hebras de ARN doble cadena, atribuyéndole por 

estas características su nombre “pico” y “birna”, respectivamente [99], [100]. Dos 

décadas más tarde, estos virus fueron clasificados por el ICTV como un nuevo género 

perteneciente a la nueva familia Picobirnaviridae, compuesto por las especies Human 

Picobirnavirus y Rabbit Picobirnavirus [17]. 

Según la secuencia del gen que codifica para la RdRp los Picobirnavirus se han 

clasificado en los genogrupos I (GI) y II (GII) distinguiéndose dos parejas de cebadores a 

utilizar en cada caso para su amplificación por el método de RT-PCR [101]. Una revisión 

reciente muestra que el 83% de las secuencias de Picobirnavirus que se encontraban 

en las bases públicas de datos a principios de 2014 correspondían al GI, mientras que 

para el GII sólo lo hacían un 3% y las secuencias restantes aún se encuentran sin 

clasificar [102]. Datos epidemiológicos presentes en diferentes reportes revelan una 

limitada eficiencia de las parejas de cebadores descrita para detectar PBVs circulantes 

en EEUU, Argentina e India. Esto sugiere que los PBVs humanos tal vez presentan una 

mayor diversidad genética [103], así mismo recientemente se ha propuesto la 

existencia de un nuevo genogrupo denominado genogrupo III [104]. 

1.2.3.2 Biología Viral 

Para determinar el tamaño de los segmentos que conforman el genoma de los PBV se 

utiliza la técnica de PAGE con el genoma de Rotavirus como referencia. De esta manera 

se ha estimado que el tamaño de dichos segmentos varía entre 2.500-2.600 pb y 

1.700-1.900 pb para el segmento mayor y menor, respectivamente. En la Figura 8 se 

muestra la migración de los segmentos genómicos de PBV en una electroforesis donde 

se observa en los carriles 2 y 3 las bandas correspondientes a ambos segmentos virales 

[105]. 
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Por otro lado, se ha podido secuenciar totalmente el genoma de Picobirnavirus 

humanos (HPBV) y de león marino (OPBV), mientras que el de conejo (LPBV) se 

encuentra secuenciado el segmento mayor y de bovino (BPBV) el segmento menor. En 

la Figura 9 se muestran diferencias y similitudes entre los segmentos de PBV 

secuenciados de distintas cepas. El segmento menor posee un único marco abierto de 

lectura en todas las cepas secuenciadas que codifica para una única proteína de 

tamaño variable entre 532-554 aminoácidos. La secuencia de esta proteína -deducida a 

partir de la secuencia nucleotídica- muestra motivos característicos de las ARN 

polimerasa ARN dependiente de virus ARN doble cadena y algunos simple cadena 

[102], [105]. 

Figura  9: Comparación de los  ORF del  segmento mayor y menor de los  PBVs  secuenciados . HPBV: PB V humano. 

OPBV: PBV de León Marino, LPBV: PBV de Conejo. BPBV: PVB Bovino. Figura  extra ída  y modificada de Malik y cols., 
2014  [102]. 

Figura  8: Migración del  ARN genómico de 

sepas de Picobirnavirus Porcino. El  ARN doble 
hebra  extraído de muestras  de cerdos fue 
corrido en un gel de PAGE al  7% y revelado 
con plata . El  carril 1 es una muestra positiva 
para  RV. Los carriles  2 y 3 muestran las dos 
banas  electroforéticas  esperadas . Extra ído y 
modificada de Nates y cols , 2011 [105]. 
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Por su parte, el segmento mayor posee dos o tres marcos abiertos de lectura según la 

cepa analizada. La proteína de mayor tamaño obtenida a partir de este segmento es  de 

entre 552-592 aminoácidos de longitud y es codificada por el ORF 2 para HPBV y OPBV 

o por el ORF 1 para LPBV.  Esta proteína conforma la cápside de los PBV, Figura 9 [102]. 

La microscopía electrónica de las partículas similares a virus producidas in vitro mostró 

que la cápside icosaédrica está conformada por 60 dímeros simétricos constituidos por 

120 subunidades de una proteína de cubierta de 55 kDa. Esta proteína sufre un 

procesamiento autoproteolítico, liberando un péptido que permanece asociado al 

ácido nucleico dentro de la cápside. La imagen de la reconstrucción de la partícula 

similar a virus de los Picobirnavirus se muestra en la Figura 10 [106]. 

 

 

 

1.2.3.3 Epidemiología 

Se ha descrito la presencia de los Picobirnavirus en 28 especies animales diferentes 

que involucran mamíferos, aves y reptiles. Dichas especies son humanos, monos, 

serpientes, león marino, león, gato montés, puma, tigre, zorro, conejo, ratón, porcinos, 

equinos, perros, pollo, cobayo, hámster, vacunos, oso hormiguero, ñandú, oca china, 

pelícano, burro, orangután, armadillo, faisán y ovinos. La detección de los PBVs en 

varias especies de animales domésticos y en cautiverio sugiere que estos virus poseen 

un amplio rango de huésped. Además se ha observado una distribución amplia en el 

planeta, que incluye América, Europa, Asia y Oceanía, como se muestra en la Figura 11 

donde se presentan todos los países en que el virus ha sido reportado en al menos una 

especie o en aguas residuales. Así mismo el reporte de PBVs genéticamente 

relacionados provenientes de caballos, cerdos, humanos y aguas  ha planteado la 

preocupación acerca del potencial zoonótico de este virus [102], [103]. 

 

Figura  10: Superficie de la partícula  similar a 

vi rus de PBV. Reconstrucción 3D de la 
Microscopía Electrónica  de la partícula formada 
por 60 dímeros  consti tuidos por 120 

subunidades  de una proteína de 55 kD. Bar: 
100A°. Figura  extraída  de Duquerroy y cols , 

2009 [106]. 
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Figura  11: Dis tribución global de PBV. En color negro se indican todos los  pa íses donde el vi rus ha  sido reportado en 

alguna especie  o en aguas  residuales. Extra ído y modificado de Ganesh y cols., 2014 [103].  

Los estudios de la asociación de PBV con la gastroenterocolitis arrojan resultados 

contradictorios. Por un lado, existen investigaciones que sugieren fuertemente que 

PBV es un agente viral ocasional en muestras de niños y no un agente etiológico 

primario de diarrea. Ejemplo de ello lo constituyen estudios realizados en niños 

menores de 5 años con gastroenteritis en Italia, Brasil, Venezuela, Argentina e India en 

donde la prevalencia de PBV estuvo entre 0,09-0,5%. Adicionalmente, estudios que 

utilizan grupos de individuos control, también, confirman la hipótesis de que los PBV 

son virus ocasionales ya que no se encontró diferencia entre el porcentaje de muestras 

positivas de ambos grupos. Al mismo tiempo, estudios metagenómicos en humanos  

revelan que la excreción de PBV puede ser un evento común en poblaciones sanas. Por 

otro lado, estudios como el realizado en India demuestran una asociación entre PBV y 

la gastroenterocolitis. Sumado a esto, análisis moleculares demostraron que las cepas 

circulantes en este país poseen gran heterogeneidad y tienen muy poca homología de 

secuencia con respecto al resto de las secuencias depositadas en las bases públicas de 

datos. Así mismo, análisis en diferentes especies animales también arrojan resultados 

contradictorios. Por su parte, investigaciones realizadas en cerdos en Brasil y Argentina 

han encontrado una asociación entre la presencia viral y el estado de salud del animal. 

En Brasil el porcentaje de animales positivos fue de 15,3% y 9,6% para los cerdos 

enfermos y sanos, respectivamente y en Argentina resultó en 10,4 y 2,2%, 

respectivamente. Contrariamente a los que ocurrió en un estudio realizado en México 

donde se encontró el virus en frecuencias similares en ambos grupos 10 y 12%  de 

cerdos enfermos y sanos, respectivamente [105], [107]. 

Por otro lado, la presencia de PBV en animales sin ninguna manifestación clínica 

sugiere que el estado fisiológico del animal afecta la presencia viral en las heces. 
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Factores como el estrés o la edad se han asociado a la alta excreción de PBV en cerdos 

durante la lactancia y la etapa final de preñez, así mismo en animales en cautiverio se 

ha asociado a las condiciones de estrés provocadas en las granjas o en los zoológicos. 

Además, también han sido clasificados como patógenos oportunistas dado que han 

sido detectados en humanos inmunocomprometidos y con tratamientos 

inmunosupresores que desarrollan gastroenteritis. Se ha observado también la 

presencia del virus en individuos hospitalizados con diferentes condiciones clínicas, 

como neumonía o parálisis flácida aguada, sugiriendo que estos virus pueden 

encontrarse en las heces de los pacientes que cursan diferentes situaciones 

patológicas, pero sin asociación con episodios de diarrea. Así mismo, los PBVs han sido 

asociados con gastroenteritis en animales tanto como patógeno único como con otros 

patógenos entéricos conocidos e igualmente coinfecciones del GI y GII del virus han 

sido evidenciadas en humanos, porcinos y bovinos [107]. 

Otro aspecto destacable es la identificación de PBV GI y GII en el tracto respiratorio de 

cerdos en Asia lo que ha expandido el conocimiento acerca del tropismo de estos virus 

en el huésped, estos cerdos no mostraron problemas respiratorios ni otro signo clínico 

en el momento de la toma de muestras [108]. Más tarde este mismo grupo identificó 

el virus en algunos lavados bronqueo alveolares obtenidos de pacientes con 

enfermedades respiratorias inexplicables en los Países Bajos [109]. Por otro lado, un 

trabajo de metagenómica en muestras de heces de humanos con diarrea en las cuales  

no había sido posible identificar el agente etiológico, detectó a los Picobirnavirus en 

varias de las muestras, identificando principalmente Picobirnavirus humano pero 

también se observó en algunas muestras cepas con una elevada identidad nucleotídica 

con PBV porcinos y de león marino [104].   

La persistencia viral también es un factor importante en la epidemiología de estos 

virus. El estudio de animales mantenidos en cautiverio reveló para el orangután y el 

armadillo la excreción de PBV durante 7 y 6 meses, respectivamente. Es de destacar 

que en estos estudios fueron obtenidas muestras negativas para Picobirnavirus 

intercaladas con muestras positivas para el mismo [107]. Por otro lado, ratas 

inoculadas oralmente con el virus mostraron la liberación de los mismo en las heces 

durante 17 días sin mostrar síntomas de gastroenteritis [105].  

En nuestro país también se ha demostrado la circulación de los Picobirnavirus. Por un  

lado en humanos han sido estudiadas 167 muestras de pacientes VIH positivos, de los 

cuales 37 presentaban signos de gastroenteritis, los 130 restantes, no. Al analizar todas 

las muestras por la técnica de PAGE se obtuvieron cuatro muestras positivas para PBV 

las cuales pertenecían al grupo de pacientes sin diarrea. Por otra parte, mediante la 

técnica de RT-PCR se analizó la presencia del genogrupo I en las 37 muestras 

provenientes de pacientes con episodios de diarrea y 37 muestras de pacientes sin 

diarrea seleccionadas al azar. Los resultados revelaron 6 nuevas muestras positivas, 3 
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pertenecientes a cada grupo de muestras. Por lo que en total en este trabajo se 

detectaron 10 muestras positivas para PBV, mediante las técnicas de PAGE y/o PCR 

[110], [111]. Por otro lado, mediante la técnica de RT-PCR utilizando cebadores tanto 

para el genogrupo I como para el genogrupo II se pudo evidenciar la circulación del GI 

del virus en gato montés, puma, jaguar y león del Jardín Zoológico Villa Dolores . 

Ninguno de estos animales mostró síntoma de enfermedad [112].  

1.2.3.4 Picobirnavirus en el ambiente 

La presencia del virus en matrices ambientales ha sido demostrada previamente tanto 

en aguas residuales como en recreacionales. En la Tabla 3 se detallan las publicaciones 

previas que muestran la presencia de PBV. 

Tabla 3: Trabajos  a nivel mundial de detección de Picobirnavirus  en matrices  ambientales. 

Matriz  Locación 
Porcentaje de 

muestras positivas 
(%)  

Genogrupo Metodología  Referencia 

Planta de 
tratamiento de 

agua residuales 

Estados Unidos 
100 Afluente 
33 Efluente 

GI PCR 
Symonds  y cols ., 

2009 [113] 

Inglaterra 

25 Afluentes 
Eficiencia  de 

reducción 0,7-2,4 
log 

GI qPCR 
Hamza y cols., 

2011 [114] 

China 100 GI PCR 
Zhang y cols., 

2015 [115] 

Aguas residuales 
Estados Unidos y 

España 
100  Metagenómica 

Cantalupo y 

cols ., 2011 [49] 

Plantas de 
tratamiento de 

aguas residuales 
Uruguay 

Escilda Paullier 
(Sis tema de lagunas) 

33 Afluente 
22 Efluente 

GII mas 
prevalente que 

GI 

PCR 
Berois y cols., 

2012 

[51] Canelones, Melo y 
Treinta  y Tres 

(Tercera Generación) 

62 Afluente 
15 Efluente 

7 Efluente posterior 
UV 
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1.3  Virus y ambiente en Uruguay 

La virología ambiental es una disciplina que se desarrolla desde mediados del siglo 

pasado en los países desarrollados. En estos se ha acumulado un caudal de 

conocimiento importante en lo que tiene que ver con la vigilancia epidemiológica, 

políticas de estado y técnicas para el estudio de las diversas matrices que se 

encuentran en el ambiente. Sin embargo este progreso no ha sido acompañado en 

igual medida en los países con menor desarrollo científico como Uruguay. En nuestro 

país el desarrollo de esta disciplina es incipiente existiendo hasta el momento cuatro 

casos de estudio en esta área. Algunos de los resultados de estos trabajos han sido 

mencionados en los modelos virales nombrados anteriormente por lo que en la Tabla 4 

desarrollaremos los resultados desde una perspectiva global. En todas las 

investigaciones se detecta la presencia viral en un número importante de muestras. 

Tabla 4: Trabajos  de detección vi ral  en agua realizados  en Uruguay. 

 
Virus 

analizados  
Porcentaje de muestras positivas 

(concentración en cg/mL) 
Metodología  Referencia 

Plantas de 
tratamiento 

empresa OSE 

Norovirus 
Rotavirus 

Picobirnavirus 

Plantas de tratamiento de tercera generación: 
67 afluentes 

28 efluentes sin tratamiento UV 
16 efluentes con tratamiento UV 

qPCR y PCR 
Berois y cols., 

2012 
Betancourt, 

2013 

Lizasoain, 
2012 

[52], [87], [88] 

Plantas con sistemas  de lagunas : 
44 afluentes 

41 Laguna Facultativa 
26 Laguna Maduración 

qPCR y PCR 

Aguas 

residuales 
volcadas 

directamente 

al Río Uruguay 

Rotavirus    
Norovirus   
Astrovirus 

Humano 

51 NoV 
49 RV 

45 Astrovi rus 
qPCR 

Bri tos , 2012 
Victoria y 

cols ., 2014 

[45], [116] 

Aguas 
residuales 

volcadas al Río 

de la Plata. 
 

Norovirus 
GI 13 (promedio 184) 

GII 33  (promedio 155) 
qPCR Alberti , 2012 

[40] 

Aguas 
recreacionales 

Barros Blancos 
 

Norovirus 

Rotavirus 
50 

PCR 

 

CEUTA, 2013 

[98] 

 

En esta tesis nos planteamos seguir profundizando en los conocimientos generad os en 

virología ambiental en nuestro país, así como contribuir a la comprensión global de la 

epidemiología de virus entéricos profundizando el trabajo ya comenzado en aguas 

recreacionales de Barros Blancos. Así mismo, es de destacar que las aguas estudiadas 

en este trabajo provienen de un contexto particular, un conjunto de microcuencas que 

involucran una población vulnerable a las infecciones gastrointestinales donde cuerpos 

de agua que son utilizados con fines recreativos son posibles blancos de contaminación 

fecal.  
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1.3.1 Área de estudio 

El área de estudio para este trabajo es la ciudad de Barros Blancos . La misma se 

encuentra al sur del departamento de Canelones siendo parte del área metropolitana y 

extendiéndose desde el Km. 22 al Km. 29 de la ruta 8, limitando al sur con la ruta 101, 

al norte con el camino José Gervasio Artigas, al suroeste con el departamento de 

Montevideo y al noreste con la ciudad de Pando. Barros Blancos conforma la 

microrregión 6 del Departamento junto con las localidades de Suárez, Empalme Olmos, 

Toledo y Pando, microrregión con fuerte vocación industrial tecnológica [117].  

 
A mediados del siglo XX, vinculado con fábricas que se instalaron en la zona, Barros 

Blancos vivió una explosión demográfica, que produjo la construcción de viviendas, 

escuelas públicas y un liceo. Con el tiempo esta actividad económica disminuyó y los 

pobladores se vieron obligados a viajar hasta localidades vecinas para trabajar 

constituyéndose en ciudad dormitorio. A su vez, el alto valor de los inmuebles en 

Montevideo generó que en los años noventas muchas personas migraran hacia Barros 

Blancos, al mismo tiempo se establecieron asentamientos irregulares modificando su 

paisaje y las condiciones de seguridad. Sin embargo en la actualidad, se está viviendo 

allí un nuevo auge económico debido a la ubicación estratégica de esta localidad. Es así 

que esta ciudad se constituye en un espacio fragmentado, semi-urbano y semi-rural, 

donde conviven pequeñas quintas, con cooperativas de viviendas, villas y 

asentamientos precarios donde a su vez muchos pobladores crían animales de granja, 

además de poseer una estrecha convivencia con animales domésticos [98], [117], 

[118].  

Esta ciudad cuenta con una población de 31.650 habitantes  con una distribución etaria 

notoriamente más joven que el resto del país, con un alto índice de pobreza (54%) e 

indigencia (21%) acompañados de un bajo nivel educativo, 15% de los habitantes tiene 

primaria incompleta. Además, en el último censo del Instituto Nacional de Estadística 

(INE) se pudo observar un alto flujo migratorio proveniente desde otras localidades del 

departamento de Canelones, así como el hecho que 10% de los hogares se encuentra 

en situación de hacinamiento, mientras que el 46% de la población tiene al menos una 

necesidad básica insatisfecha. En el 2011, la tasa de desempleo para la población de 

Barros Blancos fue de 8,8%, un valor superior al desempleo registrado a nivel de todo 

el país el mismo año (6,4%), siendo sensiblemente mayor en las mujeres donde alcanza 

un 13,6%. Este porcentaje es influido fuertemente por el nivel educativo alcanzado por 

las habitantes  [118]–[121].  

 

Un trabajo que documentó los problemas que perciben los pobladores de Barros 

Blancos reveló que la pobreza y exclusión sociocultural, la división que produce la ruta 

8, el crecimiento desorganizado de la urbanización, inundaciones y contaminación 
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ambiental son los temas que más preocupa a los ciudadanos locales. En este trabajo se 

documenta que muchos problemas ambientales derivan del crecimiento poblacional 

en territorios no preparados para ello y de la producción industrial. Otro aspecto 

característico de esta zona es la relación de dependencia económica y sociocultural 

respecto de Montevideo, especialmente en lo que tiene que ver a la centralización de 

las decisiones y las políticas públicas, así mismo la falta de lugares de esparcimiento 

preocupa a los vecinos de la zona [122]. 

 

Por otro lado, dada la instalación de una unidad asistencial de la Facultad de Medicina 

en el centro Salvador Allende de Barros Blancos se realiza desde 2008 un relevamiento 

de las condiciones y habitantes de la zona. En el mismo se destaca la falta de 

saneamiento que conlleva a un manejo inadecuado de las excretas, así como el hecho 

de que las enfermedades más comunes en la población local son las enfermedades 

infecciosas como diarrea aguda, parasitosis intestinal y enfermedades respiratorias 

[120]. Años más tarde, se demostró el alto índice de parasitosis por análisis 

coproparasitarios en niños de la Escuela Nº 187, estos microorganismos se transmiten 

por vía fecal oral, generalmente por contacto de persona a persona, o por la ingesta de 

agua, alimentos o tierra contaminados por materia fecal [98]. 

 
En este contexto nos centramos en estudiar la calidad de aguas de cunetas, tajamares, 

pozos y cañadas del sureste de Barros Blancos que son visitadas con fines recreativos 

por los niños que concurren a la Escuela Nº 187, en la Figura 12 se encuentra 

delimitada por una línea naranja el área de estudio. Se buscará identificar virus 

humanos y de otras especies animales, dado el carácter zoonótico de alguno de los 

virus antes mencionados y de la estrecha convivencia entre humanos y animales. 

Como se detalló anteriormente dos de estos virus: RV y NoV son de importancia 

fundamental en salud pública, pudiendo estar directamente involucrados con el alto 

número de casos de gastroenteritis encontrados en investigaciones previas de Facultad 

de Medicina. Así mismo, bajo la hipótesis de que las fuentes de agua se encuentran 

estrechamente relacionadas con el estado de salud de los niños este estudio pretende 

trazar una ruta de contaminación fecal-oral que sirva para la prevención sanitaria y 

para la toma de acciones de los organismos públicos. 
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Figura  12: Zona de estudio. Mapa que muestra la locali zación de la  zona de estudio delimitada por la l ínea naranja.  
Extra ído y modificado de CEUTA y cols., 2013 [98]. 
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2. Hipótesis 

En un contexto donde una población es vulnerable a enfermedades gastrointestinales, 

sin condiciones de calidad de agua y saneamiento correctas como ocurre en Barros 

Blancos, es posible detectar la circulación de virus entéricos en las aguas superficiales 

de sus microcuencas y asociar la carga viral y diversidad de los mismos a la actividad 

humana y a factores ambientales.      

 
 

3. Objetivos 

3.1  Objetivo General  

El objetivo general es evaluar la presencia a nivel ambiental de virus entéricos 

relevantes para la salud pública en aguas recreacionales en el contexto de una 

población vulnerable y aportar a la comprensión de la dinámica de estos virus en 

aguas. 

 

3.2  Objetivos Específicos  

1. Detectar y caracterizar molecularmente Rotavirus, Norovirus y Picobirnavirus 

en aguas ambientales procedentes de la localidad de Barros Blancos, 

Canelones.  

2. Cuantificar Rotavirus y Norovirus en aguas ambientales procedentes de la 

localidad de Barros Blancos, Canelones.  

3. Comparar los resultados virales obtenidos con análisis bacteriológicos en dichas 

muestras, así como con parámetros ambientales registrados en los muestreos: 

pluviosidad y temperatura ambiente. 
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4. Metodología 

4.1  Diseño del muestreo 

El área de estudio se definió a partir de talleres realizados con la comunidad, donde se 

identificaron los lugares que los niños de la Escuela Nº 187 frecuentan. Dada la falta de 

espacios recreativos en la zona, los niños de Barros Blancos utilizan pozos, cunetas u 

otras fuentes de agua cercanas para jugar cuando el tiempo lo permite. Así se 

identificaron las zonas que se muestran en el mapa de la Figura 13: Villa Carmen, Villa 

Universitaria, Bella Vista Chico, Paso Escobar y Bella Vista de Carrasco. Esto fue 

definido en el marco de un proyecto de Alto Impacto Social (ANII) a cargo de la 

organización no gubernamental Centro Uruguayo de Tecnologías Apropiadas (CEUTA). 

 

Se realizaron cuatro muestreos en octubre, noviembre y diciembre de 2011 y febrero 

de 2012, tratando de abarcar diferentes condiciones pluviométricas. Así es que el 

segundo muestreo fue realizado 24 horas después de la ocurrencia de lluvias 

abundantes, mientras que el tercer muestreo lo fue luego de ocho días de lluvias 

ocasionales y el primero luego de un período largo de sequía. Por otro lado, a medida 

que transcurrieron los muestreos la temperatura ambiente y la radiación UV fueron 

aumentando, dado el transcurso de la primavera y el ingreso del verano. En estos 

muestreos se tomaron un total de 55 muestras de 16 sitios distintos elegidos en base a 

la observación llevada a cabo con los vecinos de la zona de la utilización de los cuerpos 

de agua como aguas recreacionales, además se representó la diversidad de tipos de 

aguas presentes y las posibles fuentes de contaminación. Por su parte, el cuarto 

muestreo se centró en 7 puntos seleccionados a partir de los 16 primeros, buscando 

entender mejor la dinámica de los patógenos en los mismos. En el desarrollo de esta 

tesis las muestras se nombrarán con números que identifican el mues treo del que 

provienen y el sitios muestreado, por ejemplo 112, es la muestra que proviene del 

muestreo uno, sitio 12. Así mismo, los puntos de muestreo se clasificaron en tres 

categorías en función de la densidad de población y observaciones de campo donde se  

identificaron eventuales aportes de agua de cunetas provenientes de áreas pobladas, 
Tabla 5. 
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Tabla 5: Categorización a priori  de los cuerpos  de agua estudiados .  

Categoría Descripción Nivel esperado de contaminación Color de identificación 

1 
Cuneta o cañada donde predominan los 

aportes de aguas servidas  
Alto Rojo 

2 
Cuerpo de agua con aportes 

significativos de aguas servidas  
Medio Amarillo 

3 
Cuerpo de agua sin aportes 

significativos de aguas servidas 
Bajo Verde 

Extra ída  y modificada de CEUTA, 2013 [98] 

 

 
Figura  13: Mapa de la zona de estudio. Se detallan las principales fuentes  de agua  y los puntos de muestreo. 
Extra ída  y modificada de CEUTA, 2013 [98] 

 
 

 

Las muestras fueron tomadas en frascos estériles en los ocho principales lugares de 

baño, en tres cunetas y en dos cañadas, luego fueron guardadas a -80 ºC hasta su 
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utilización. Los sitios de muestreo así como la categoría a la que pertenecen se pueden 

observar en la Figura 13, mientras que la Tabla 6 y Anexo I desarrollan información 

sobre los mismos. 
 

Tabla 6: Información sobre los  sitios  de toma de muestra . 

Se detalla la  microcuenca a  la  que pertenece cada punto  y la  localización. Cuadrado: Tajamar El  Coronel . Triangulo: 
Tajamar Caputo. Círculo: Cañada C. Rombo : Cañada D. Información extra ída  de CEUTA , 2013 [98]. 

 
 

4.2  Procesamiento de muestras 

4.2.1 Concentración de partículas virales 

La metodología utilizada busca concentrar las partículas virales al mismo tiempo que 

se desechan materiales contaminantes e interferentes presentes en la muestra para 

luego extraer el genoma y amplificarlo. Antes de comenzar con la etapa de 

concentración a cada muestra se le agregó 200 L de stock de Fago PP7, el cual servirá 

como control interno del proceso de concentración de partículas virales, extracción de 

ARN viral y obtención de ácido desoxirribonucleico (ADN) copia (ADNc). 

Si tios  de 
muestreo 

Microcuenca Nombre sitio de muestreo 
Coordenadas 

(longitud, 
latitud) 

1 Tajamar El  
Coronel 

 

Parte oeste del ta jamar El Coronel 
-34,7799 
-56,0065 

2 
Cuneta en avenida José María García a  unos metros  del punto 
donde se vierte en la  cañada emisora del ta jamar El  Coronel 

-34,7775 
-56,0078 

3 

Tajamar 
Caputo 

En el ta jamar Caputo cerca  de la confluencia con las cañadas  
provenientes de Paso Escobar y de Bella Vista 

-34,7700 
-56,0108 

4 En el ta jamar Caputo a unos  metros del  caño de salida de agua 
-34,7712 

-56,0114 

5 
En el ta jamar Caputo cerca  de la confluencia con las cañadas  

provenientes de Paso Escobar y de Bella Vista 
-34,7711 
-56,0092 

6 Cañada A 
-34,7691 
-56,0107 

7 Cañada B 
-34,7700 
-56,0065 

8 
Cañada C 

 
Puente de la  calle Tala 

-34,7680 
-56,0011 

9 
Cañada D 

Cantera  de los  Militares 
-34,7631 

-55,9924 

10 

Cañada C 

 

Pozo de los  Bomberos 
-34,7625 

-55,9982 

11 Último pozo de la  Ladrillera 
-34,7666 
-55,9984 

12 Puente de la  calle 19 de Junio 
-34,7640 
-55,9992 

13 Cuneta de la  calle Maldonado 
-34,7549 
-55,9979 

14 Puente del camino República 
-34,7552 
-55,9960 

15 Cuneta de la  calle Cabildo 
-34,7555 

-55,9957 

16 
Cañada D 

 
Cañada D 

-34,7568 
-55,9885 
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La concentración viral se llevó a cabo por el método descripto por Puig y cols., 1994, 

para aguas residuales con las modificaciones realizadas previamente por Pina y cols., 

1998 [123], [124]. Brevemente, en primer lugar se realizó la ultracentrifugación de 52 

mL de la muestra de agua a 110000 xg durante 1 hora, el sedimento se resuspendió en 

4 mL de buffer glicina 0,25 Normal pH 9,5 y fue incubado en hielo durante 30 minutos 

con agitación. A esta suspensión se le agregaron 4 mL de Buffer Fosfato Salino (PBS) 2x 

pH 7,2 y se centrifugó durante 20 minutos a 12000 xg, el sobrenadante fue 

ultracentrifugado a 110000 xg durante 1 hora y el sedimento fue resuspendido en 0,3 

mL de PBS 1x pH 7,2 y guardado a -80 ºC. Todos los pasos fueron realizados 

manteniendo la cadena de frío. 

 

4.2.2 Extracción del genoma viral 

Para contar con el menor número posible de interferentes de la PCR y obtener un buen 

rendimiento en el ARN recuperado se utilizó para la extracción del mismo, el kit 

comercial “QIAmp Viral RNA Mini Kit®” (Qiagen, Estados Unidos) siguiendo las 

indicaciones del fabricante. Se partió de 140 microlitros (L) del concentrado y se 

obtuvo un producto final en 60 L suspendido en agua bidestilada (H20 dd). Las 

muestras fueron guardadas a -80 ºC hasta la síntesis del ADNc. 

 
4.2.3 Obtención de ADNc 

Al producto de la extracción genómica se le realizó la retrotranscripción con cebadores 

hexaméricos randómicos utilizando la enzima SuperScript® II (ambos de Invitrogen TM, 

Estados Unidos) siguiendo las instrucciones del fabricante. Brevemente, a 8 L del ARN 

total se le agregaron 250 nanogramos de cebadores hexaméricos randómicos y 1,25 

mM de cada deoxiribonucleótidos trifosfato (dNTPs) en un volumen final de 12 L. Se 

incubó durante 5 minutos a 95 ºC, seguido de un incubación en hielo durante 3 

minutos, posteriormente se le agregó 8 L de mezcla conteniendo 4 L de Buffer First-

Strand 5x, 20 unidades (U) de inhibidor de las ARNasas, 2 L de DTT 0,1 M y 200 U de 

SuperScript™ II y agua bidestilada hasta completar. Se incubó 10 minutos a 25  ºC, la 

transcripción reversa se efectuó durante 50 minutos a 42 ºC, con una extensión final 

de 15 minutos a 70 ºC. Todos los productos utilizados para esta reacción fueron de la 

línea Invitrogen. De esta manera el ARN total fue copiado a ADNc y el producto de esta 

reacción fue utilizado para la detección y/o cuantificación de cada uno de los virus 

como se detalla a continuación.  
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4.2.4 Fago PP7 

El bacteriófago PP7 que infecta a Pseudomonas aeruginosa pertenece a la familia 

Leviviridae. Es un virus con genoma ARN simple hebra de polaridad positivo de 26 nm 

de diámetro [125]. Este virus fue utilizado primariamente por Rajal y cols., 2007, como 

control interno de la eficiencia en el proceso de concentración e inhibición de la PCR 

por sus características biológicas y porque no se ha reportado hasta el momento su 

existencia en agua de la naturaleza [126]. En esta investigación una alícuota del fago se 

aplicó a cada muestra antes de comenzar con el proceso de concentración, así mismo a 

cada muestra se le realizó la PCR para la detección del fago con el objetivo de verificar 

que el proceso de concentración, extracción de ARN y síntesis de ADNc funcionaron 

correctamente. 

 
4.2.4.1 Obtención de stock de fago 

Primariamente se crecieron las bacterias Pseudomonas aeruginosa en caldo de cultivo 

TSI durante una noche a 36 ºC, el cultivo fue inoculado con el fago PP7 e incubado 

durante una noche a 36 ºC. Para cosechar el bacteriófago el medio de cultivo fue 

filtrado con un filtro de 0,22 micras (Merck Millipore Corporation, Alemania). El 

producto de la filtración fue fraccionado de a 1mL y guardado en -20 ºC hasta su 

posterior utilización. 

 
4.2.4.2 PCR en tiempo final  

Con el objetivo de detectar el fago PP7, a partir del ADNc producido con los cebadores 

randómicos, se llevo a cabo la reacción en cadena de la polimerasa con los cebadores 

descritos anteriormente por Rajal y col. 2007 [126]. A 2 µL de ADNc se le agregaron 23 

µL de reacción conteniendo: 1X PCR Buffer, 0,2 mM de cada dNTP, 1,5 mM Cloruro de 

Magnesio (MgCl2), 1,25 unidades de Taq ADN Polimerasa (Fermentas, Life Sciences, 

Estados Unidos) y 0,2 µM de cada uno de los cebadores PP7 247f y 320r, que se 

detallan en la Tabla 7. La mezcla se sometió a una desnaturalización inicial de 94 ºC 

durante 3min, seguida de 40 ciclos de 94 ºC, 30 seg; 50 ºC, 30 seg; 72 ºC, 45 seg, para 

finalizar con una extensión de 72 ºC, 7 min. La visualización de los fragmentos 

amplificados y el resto de las condiciones de reacción se realizaron según lo descripto 

en 4.2.5.1. 

 
Tabla 7: Cebadores  utilizados en la PCR para  detección del fago PP7. 

Cebador 
Región 

genómica 
Polaridad Secuencia 5´-3´ 

Tamaño del 
fragmento 

obtenido (pb) 

247f 
Replicasa 

Sentido GTTATGAACCAATGTGGCCGTTAT 
74 

320r Antisentido CGGGATGCCTCTGAAAAAAG 
Datos  extra ídos  de Rajal y col . 2007 [126].  
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4.2.5 Caracterización molecular  

4.2.5.1 PCR en tiempo final 

Con el objetivo de realizar la caracterización molecular se realizó la PCR en tiempo final 

de todas las muestras para cada uno de los virus estudiados partiendo del ADNc 

obtenido en la retrotranscripción con cebadores randómicos. Todas las reacciones de 

PCR se llevaron a cabo en un Termociclador PCR Sprint Termal Cycler (Thermo Electron 

Corporation, 2004 Estados Unidos), utilizando como control positivo ARN extraído a 

partir de una muestra positiva de uso interno del laboratorio y como control negativo 

agua bidestilada (Gibco, Estados Unidos). Los productos de la amplificación fueron 

chequeados en geles de agarosa al 1,5 o al 2 % bajo luz UV utilizando Good ViewTM 

(SBS, China) como agente intercalante y un marcador de peso molecular de ADN de 

100pb (Fermentas, Life Sciences, Estados Unidos).  

 
4.2.5.1.1 Norovirus 

Se llevo a cabo la PCR de la región D del gen que codifica para la proteína de la cápside 

VP1 según el protocolo descripto por Vinjé y cols., 2004, [127] que utiliza distintos 

cebadores para obtener la secuencia correspondiente del Genogrupo I y II. Para ello se 

preparó la mezcla de reacción conteniendo 1X PCR Buffer, 0,2  mM dNTPs, 1,5 mM 

MgCl2, 1,25 unidades de Taq ADN Polimerasa (Fermentas, Life Sciences , Estados 

Unidos), 0,2 µM de cada uno de los cebadores para el genogrupo I (CapA, CapB1 y 

CapB2) y para el genogrupo II (CapC, CapD1 y Cap D3) y H2O dd hasta completar 22,5 

µL. Los datos de los cebadores se encuentran en la Tabla 8. 

 

La mezcla se sometió a una desnaturalización inicial de 94 ºC durante 3 min, seguida 

de 40 ciclos de 94 ºC, 1 min; 40 ºC, 1 min; 72 ºC, 1 min, para finalizar con una 

extensión de 72 ºC, 7 min.  

 
 
Tabla 8: Cebadores  utilizados para  la ampli ficación de la  región D de Norovirus . 

Genogrupo Cebador 
Región 

genómica 
Polaridad Secuencia 5´-3  ́

Tamaño del 
fragmento 

obtenido (pb) 

GI 

CapA 

VP1 

Antisentido GGC WGT TCC CAC AGG CTT 

177 CapB2 Sentido TAT GTI GAY CCW GAC AC 

CapB1 Sentido TAT GTT GAC CCT GAT AC 

GII 

CapC Antisentido CCT TYC CAK WTC CCA YGG 

253 CapD3 Sentido TGY CTY ITI CCH CAR GAA TGG 

CapD1 Sentido TGT CTR STC CCC CAG GAA TG 
Extra ída  y modificada de Vinjé y cols., 2004 [127]. 
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4.2.5.1.2 Rotavirus 

Para Rotavirus, se amplificaron dos fragmentos que permiten la caracterización de los 

P y G tipos correspondientes a los genes que codifican para las proteínas de la cápside 

externa VP4 y VP7, utilizando las reacciones de PCR semi-anidada descriptas 

previamente [128]–[131]. En esta tesis se realizó una única primera ronda de 

amplificación incluyendo cebadores para ambos genotipos P y G en dicha reacción, en 

un volumen final de 20 µl con 5 µl de ADNc como molde. En la mezcla de reacción se 

colocó el volumen necesario para una concentración final de 0,5 µM de cada cebador 

(Con3dg, Con2dg, RA1 and RA4), buffer de PCR 1X con MgCl2, 0,5 mM de cada dNTP, 

2U de Taq ADN polimerasa (Kapabiosystems, Inglaterra) y agua bidestilada hasta 

completar 15 µl. En la Tabla 5 se muestra la información de los cebadores utilizados. 

Las condiciones de ciclado fueron 94 ºC durante 3 minutos seguidos de 30 ciclos de 94 

ºC por 60 segundos, 46 ºC por 60 segundos y 72 ºC durante 2 minutos, y una extensión 

final de 72 ºC durante 10 minutos. 

 
La segunda ronda de amplificación fue llevada a cabo independiente para cada gen con 

5 µl de una dilución 1/20 de la primera ronda en agua bidestilada. El volumen final de 

reacción fue de 50 µl utilizando los cebadores Con1dg/Con2dg o RA2/RA4 para VP4 y 

VP7, respectivamente. La PCR se llevó a cabo con los mismos reactivos, concentración 

y condiciones de ciclado para ambos genes. En la mezcla de reacción se colocó una 

concentración final de 1X buffer de PCR con MgCl2, 0,5 mM de cada dNTP, 0,4 µM de 

cada cebador, 1 U Taq ADN polymerase (Kapabiosystems, Inglaterra) y agua bidestilada 

hasta completar. En la Tabla 9 se muestra la información de los cebadores utilizados. 

Las condiciones de ciclado fueron 94 ºC durante 3 min, seguidos de 30 ciclos de 94 ºC 

por 60 seg., 42 ºC por 2 min y 72 ºC durante 1 min, finalizando con una extensión de 

72ºC durante 7 minutos. 

 
Tabla 9: Cebadores  utilizados para  la ampli ficación de una  región de los genes que codi fican para las proteínas de la 

cápside VP4 y VP7 de Rotavirus. 

Cebador 
Región 

genómica 
Polaridad Secuencia 5´-3´ 

Tamaño del 
fragmento 

obtenido (pb) 

Con3dg 

VP4 

Sentido TGS YKW SBY TMA TTT ATA GAC A 
876 

 

Con2dg Antisentido ATT YCN GRC CAY TTA TAH CC 
201 

Con1dg Sentido YTR CCA CCM ATK CAR AAT AC  

RA1 

VP7 

Sentido GGC TTT AAA AGA GAG AAT TTC CGT CTG G 
1062 

 

RA4 Antisentido GGT CAC ATC ATA CAA TTC TAA TCT AAG 
257 

RA2 Sentido GGA CCA AGA GAA AAC GTA GC  
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4.2.5.1.3 Picobirnavirus 

La detección de PBV fue realizada con los cebadores descritos por Rosen y cols., 2000, 

que amplifican el genogrupo I y II del virus, con la modificaciones introducidas por 

Bányai y cols., 2003 [101], [132] que permite la detección de ambos genogrupos en la 

misma reacción de PCR. Se utilizaron los pares de cebadores B23/B24 y B25/B43, Tabla 

10. Para la reacción 5 µL de ADNc fueron agregados a una mezcla de 45 µL 

conteniendo buffer de PCR 1x con MgCl2, 0,3 mM de cada dNTP, 0,6 µM de cada 

cebador y 1,25U de la PFU ADN polimerasa (Fermentas, Life Sciences, Estados Unidos). 

 

El ciclado utilizado incluyó una desnaturalización inicial a 94 ºC durante 3 min, seguida 

de 40 ciclos de amplificación de 94 ºC durante 1 minuto (desnaturalización), 49 ºC 

durante 2 min (hibridación) y 72 ºC durante 3 min (elongación), seguido de una 

extensión final de 72 ºC durante 10 min. 

 
Tabla 10: Cebadores  utilizados para  la amplificación del GI y GII de PBV. 

Genogrupo Cebador 
Región 

genómica 
Polaridad Secuencia 5´-3  ́

Tamaño del 
fragmento 

obtenido (pb) 

GI 
B25 

RdRp 

Sentido TGG TGT GGA TGT TTC 
201 

B43 Antisentido A(GA)T G(CT)T GGT CGA ACT T 

GII 
B23 Sentido CGG TAT GGA TGT TTC 

369 
B24 Antisentido AAG CGA GCC CAT GTA 

Tabla extra ída  y modificada de Rosen y cols ., 2000 [101]. 

 
Para poder secuenciar las muestras positivas del G II de PBV se realizó otra reacción de 

PCR con los cebadores para este genogrupo descritos por Smits y cols., 2011 [108]. A 5 

µL de ADNc se le agregó una mezcla conteniendo buffer de PCR 1X, 0,2 mM de cada 

dNTP, 1,5mM MgCl2, 0,3µM de cada primer (smitsF y R), Tabla 11, y 1,25 U Taq ADN 

polymerase (Fermentas, Life Sciences, Estados Unidos) y agua bidestilada estéril hasta 

completar los 50 µL. El ciclado se llevó a cabo con una desnaturalización inicial de 95 

ºC durante 5 minutos seguidos de 40 ciclos de 95 ºC, 30 seg; 56 ºC, 30 seg; 72 ºC, 20 

seg. 

 
Tabla 11: Cebadores  utilizados para  la amplificaci ón del GII de PBV. 

Cebador 
Región 

Genómica 
Polaridad Secuencia 5´-3´ 

Tamaño del 
fragmento 

obtenido (pb) 

smitsF 
RdRp 

Sentido GACCGGTWTGGATGTTTCCGATG 
231 

smitsR Antisentido GTATCTGTGCTGGSCGCAT 
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4.2.5.2 Análisis de los productos de amplificación genómica 

Los productos de PCR fueron analizados como se detalla en 4.2.5.1 y en los casos en 

que se visualizaron bandas del tamaño esperado se purificaron utilizando el kit de 

purificación de productos de PCR de Macherey Nagel, Alemania, siguiendo las 

instrucciones del fabricante y se enviaron a secuenciar a Macrogen, Korea.  

Las secuencias recibidas de Macrogen fueron editadas manualmente utilizando el  

programa BioEdit 7.2.5 y analizadas mediante el algoritmo Blastn 

(http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?PROGRAM=blastn&PAGE_TYPE=BlastSearch&L

INK_LOC=blasthome) del NCBI (del inglés “National Center for Biotechnology 

Information”). Este programa analiza la relación de las secuencias obtenidas con las 

presentes en la base de datos públicas. Las secuencias que pertenecieron al virus 

estudiado fueron alineadas con secuencias de la base pública de datos utilizando el 

algoritmo Clustal W en el programa BioEdit 7.2.5. Para escoger el modelo evolutivo 

apropiado a aplicar en el conjunto de datos se utilizó el algoritmo Find Model del 

programa Mega 6. Se realizaron los árboles filogenéticos con el mismo programa 

mediante el método de máxima verosimilitud con el modelo evolutivo apropiado para 

cada alineamiento. Por otro lado, tanto la traducción de las secuencias nucleotídicas 

como el alineamiento de las secuencias proteicas se llevó a cabo mediante el programa 

BioEdit. 

Las secuencias fueron nombradas según las convenciones establecidas para cada virus 

[133], [134]. En el caso de los Picobirnavirus a la nomenclatura establecida se le agregó 

un término que indica el muestreo y el sitio de donde fue tomada la muestra, ejemplo 

BB112. En el caso de los Rotavirus cada muestra se la nombró de igual manera. 

 

4.2.6 Cuantificación viral 

La cuantificación de las copias genómicas de Norovirus y Rotavirus presente en las 

muestras concentradas fue llevada a cabo mediante la técnica de PCR en tiempo real 

utilizando el ADNc producto de la retrotranscripción con cebadores randómicos que se 

describió  en el punto 4.2.3. Todas las reacciones fueron realizadas por duplicado y las 

muestras fueron consideradas positivas cuando en los dos tubos se amplificó previo al 

ciclo 40 acorde al resultado del control negativo. Además cada ensayo de amplificación 

incluyó dos controles negativos para evitar falsos positivos y la curva de calibración 

correspondiente. Así mismo, todos los ensayos fueron realizadas en un equipo ABI 

7500 Real-Time PCR System® (Applied Biosystems, Carlsbad, CA, Estados Unidos) con la 

tecnología de sondas TaqMan® sintetizadas por IDT. Los datos de amplificación fueron 

colectados y analizados utilizando el programa Applied Biosystems 7500/7500 Fast 

Real-Time PCR Software v2.0.  

 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/
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4.2.6.1 Norovirus 

La técnica descrita previamente por Pang y cols ., 2005 [135], permite detectar y 

cuantificar en una sola reacción los genogrupos I y II de Norovirus. Para esto se 

utilizaron los cebadores y sondas descritos por Kageyama y cols., 2003, que poseen 

como blanco la región del genoma de Norovirus, ubicada en la conjunción del ORF1 y 

ORF2 donde existe alta homología de secuencia [136]. Las sondas para ambos 

genogrupos fueron marcadas con distintos fluoróforos que emiten fluorescencia a 

diferentes longitudes de onda, de manera que en una misma reacción se los cuantifica 

independiente uno de otro. Así para el genogrupo I se utilizaron dos sondas marcadas 

con el fluoróforo FAM mientras que para el genogrupo II se utilizó una sonda marcada 

con el fluoróforo Cy5. Las sondas y cebadores utilizados se encuentran en la Tabla 12. 

 

Para la cuantificación se realizaron dos curvas de calibración constituidas cada una por 

7 diluciones seriadas en base 10 a partir de los plásmidos conteniendo el fragmento 

blanco de concentración conocida 6,1 x107 y 7,7x107 cg/l para el genogrupo I y II, 

respectivamente. Para realizar este ensayo a 23 µL de reacción se mezclaron las 

cantidades necesarias para obtener una concentración final de 0,4 µM de cada 

cebador (G1F, G1F, G2R y G2F), 0,2 µM de cada sonda (G1a probe, G1b probe y G2 

probe), 50 nM de 5-carboxy-X-rhodamine succinimidyl éster, Master Mix PCR 1X 

SensiMixTM II Probe Kit (BIOLINE®) y agua bidestilada hasta completar. A esta mezcla 

se le agregaron 2 µL de ADNc, las diluciones del plásmido o agua. El ciclado utilizado 

fue 95 ºC; 10 min, 40 ciclos (95 ºC, 20 seg; 60 ºC, 1 min). 

 
Tabla 12: Cebadores  y sondas utilizadas para la amplificación y cuanti ficación del GI y GII de NoV. 

Genogrupo 
Cebador o 

sonda 
Región 

genómica 
Polaridad Secuencia 5´-3  ́

Tamaño del 
fragmento 

amplificado (pb) 

GI 

G1F 

Conjunción 
del ORF1 y 

ORF2 

Sentido GYTGGATGCGNTTYCATGA 

85 
G1R Antisentido CTTAGACGCCATCATCATTYAC 

G1a probe Antisentido FAM-AGATYGCGATCYCCTGTCCA-TAMRA 

G1b probe Antisentido FAM-AGATCGCGGTCTCCTGTCCA-TAMRA 

GII 

G2F Sentido CARGARBCNATGTTYAGRTGGATGAG 

98 G2R Antisentido TCGACGCCATCTTCATTCACA 

G2 probe Sentido Cy5-TGGGAGGGCGATCGCAATCT-TAMRA 
TAMRA es  el quencher utilizado. Tabla extra ída y modificada de Pang y cols., 2005 [135]. 

 

4.2.6.2 Rotavirus 

La cuantificación de Rotavirus fue llevada a cabo usando el protocolo descrito 

previamente por Zeng y cols., 2008 [137], que tienen como blanco una región 

conservada del gen que codifica para la proteína NSP3. La curva de calibración se 

realizó con siete diluciones seriadas al décimo de un plásmido que contiene el 
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fragmento de NSP3 a amplificar de concentración 7,6x107 cg/l. Para realizar el ensayo 

a 2 µL de ADNc, de las diluciones del plásmido o agua bidestilada se le agregó 23 µL de 

la mezcla de reacción conteniendo 50 nM 5-carboxy-X-rhodamine succinimidyl éster, 

Master Mix 1X PCR SensiMixTM II Probe Kit (BIOLINE®), 0,4 µM de cada cebador y 0,2 

µM de cada sonda, las sondas (NSP3 probe) y cebadores (NSP3 f y r) se muestran en la 

Tabla 13. Las condiciones de ciclado fueron: 94 ºC durante 10 min seguido de 40 ciclos 

de 95 ºC; 20 s, 60 ºC; 1 min. 

 
Tabla 13: Cebadores  y sondas utilizadas para la amplificación y cuanti ficación de RV. 

Cebador o 
sonda 

Región 
genómica 

Polaridad Secuencia 5´-3  ́
Tamaño del 
fragmento 

amplificado (pb) 

NSP3 f 

NSP3 

Sentido ACCATCTWCACRTRACCCTCTATGAG 

86 NSP3 r Antisentido GGTCACATAACGCCCCTATAGC 

NSP3 probe Sentido FAM-AGTTAAAAGCTAACACTGTCAAA-MGB 
MGB es el  quencher utilizado. 

 

4.3  Mapas y análisis estadístico 

Mediante el programa ArcGis 10 se realizaron los mapas donde se incluyeron datos de 

densidad poblacional tomados del censo poblacional realizado por el INE en 2011 [119] 

y la cuantificación viral realizada en esta tesis. 

El programa Past 3.11 fue empleado para los test estadísticos aplicados a los 

resultados obtenidos durante el desarrollo de esta tesis. Para que el resultado sea 

comparable con los datos bacteriológicos obtenidos por el Servicio de Evaluación y 

Calidad Ambiental de la Intendencia Municipal de Montevideo que se encuentran 

publicados en el libro “Diagnóstico socioambiental orientado al estudio de las 

parasitosis intestinales y zoonosis” [98] se tomó en cuenta los resultados  de los tres 

primeros muestreos.  

Se analizó mediante el test de Levene´s la distribución de los datos. Para las variables 

con distribución normal se realizó el test de ANOVA, mientras que para las variables 

que no mostraron distribución normal se realizó el test de Kruskal-Wallis y 

posteriormente el test de Mann-Whitney para comparar entre pares de variables. Para 

todos los análisis se consideró un nivel de significación de p menor a 0,05. 

Así mismo, mediante el programa Excel (Microsoft Office Package) se llevó a cabo la 

comparación de los datos de cuantificación obtenidos con los datos de temperatura y 

precipitación tomados en la estación de Carrasco ubicada a 6 km. al suroeste del 

territorio de estudio. Los datos de temperatura y precipitación fueron cedidos por el 

Instituto Nacional de Meteorología y se utilizó un promedio de los mismos de las 48 

horas anteriores a la colecta. 
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5. Resultados 

Un total de 55 muestras fueron colectadas de 16 sitios en cuatro muestreos, realizados 

en octubre, noviembre y diciembre de 2011 y febrero de 2012. Las condiciones 

meteorológicas en ese período fueron diversas por lo que en la Tabla 14 se presenta la 

situación para cada muestreo.  

Tabla 14: Condiciones meteorológicas en cada muestreo. 

Muestreo 1 2 3 4 

Temperatura (ºC) 15,3 20,1 19,2 24,3 

Precipitaciones (mL) 0 15,3 7,8 1 

Se presenta el  promedio de las 48 horas previas al muestreo para cada pará metro. 

A la totalidad de las muestras se le realizó la concentración de partículas virales, 

extracción de su genoma y retrotranscripción con cebadores hexaméricos randómicos. 

Este proceso se llevó a cabo en forma exitosa dado que la PCR con cebadores 

específicos del control interno, fago PP7, mostró bandas del tamaño esperado en gel 

de agarosa al 2% para todas las muestras, Figura 14. Una vez corroborada la eficiencia 

de la concentración de partículas virales, de la extracción de su genoma y de la 

retrotranscripción, se llevó a cabo la detección y cuantificación de los virus entéricos 

estudiados. De la interpretación general de los datos obtenidos se desprende que en 

50 (90,1%) de las muestras analizadas se logró detectar al menos un virus, mientras 

que RV fue detectado en 37 (67%) muestras, Norovirus lo fue en 28 (50,1%) muestras y 

Picobirnavirus en 5 (9%) muestras. Así mismo, se destaca la amplia distribución de los 

NoV y RV en todo el territorio estudiado luciendo sitios positivos en todas las 

microcuencas, a saber Tajamar El Coronel, Tajamar Caputo, Cañada C y Cañada D. 

              

 
Figura  14: Detección molecular del Fago PP7 en muestras ambientales de Barros Blancos . Gel de a garosa al 2% de 

las muestras  del  tercer muestreo del  carril  1 al 16 correspondiente a  los  si tios  1 al 16, respectivamente. Control 
negativo de las PCR, C-. El  marcador de peso molecular (MP) utilizado fue de 100pb (Thermo Scientific GeneRuler 

100 bp DNA Ladder). 

 

  

  

MP    1     2       3       4       5       6       7      8      9      10    11    12    13    14     15     16      C- 

100pb 

74 pb 
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5.1 Presencia de virus entéricos en las aguas de Barros Blancos 

A partir del ADNc obtenido se llevó a cabo la caracterización molecular de Norovirus  

para la cual se utilizó la técnica de PCR que amplifica la región D del virus, mediante 

esta metodología en ninguna muestra se visualizó la banda esperada en gel de agarosa 

al 1,5%.  

Por otro lado, para Rotavirus se llevaron a cabo las PCRs anidadas que amplifican un 

fragmento de los genes que codifican para las proteínas VP4 y VP7 de manera de 

identificar los P y G tipos circulantes en la zona. En la Figura 15 se muestra un gel de 

agarosa donde se visualizan fragmentos genómicos amplificados del tamaño esperado 

para la segunda ronda de PCR de ambos genes. Las bandas de 211pb corresponden al 

producto de amplificación esperado para el gen que codifica para la proteína VP4, 

mientras que las bandas de 257pb corresponden al producto de amplificación del gen 

que codifica para la proteína VP7. Mediante esta técnica 12 de los 16 sitios  

presentaron al menos una muestra positiva en alguno de los muestreos y mostraron 

una banda de tamaño esperado para al menos VP4 y/o VP7 el 36% de las muestras. De 

este 36%, 18 muestras amplificaron la región correspondiente al gen que codifica para 

la proteína VP4 mientras que 9 lo hicieron para VP7.  

 
Figura  15: Detección molecular del  genoma de Rotavirus  en muestras  ambientales  de Barrios  Blancos. Gel  de 
agarosa al  1,5% de la PCR de los genes  que codi fican para  la proteína  VP4, izquierda, y VP7, derecha , para  muestras 
del  segundo muestreo. Carril  1-4: muestras  del  sitio 5, 6, 7 y 8 amplificadas  para VP4, Carril 5-8: muestras del  sitio 2, 
3, 5 y 6 amplificadas para  VP7. C-: control  negativo. El  marcador de peso molecular (MP) utilizado fue de 100pb 

(Thermo Scienti fic GeneRuler 100 bp DNA Ladder). 

Dieciséis de las muestras positivas para VP4 y la totalidad de las positivas para VP7 

fueron secuenciadas y las secuencias obtenidas analizadas mediante el algoritmo 

Blastn del NCBI, el cual refleja la relación de las secuencias obtenidas con las presentes 

en la bases públicas de datos. El resultado de este análisis se muestra en la Tabla 15 

con la descripción de la secuencia de la base pública de datos que mostró mayor 

porcentaje de identidad con la secuencia obtenida. Se puede observar que las 

secuencias presentadas en esta tesis poseen una alta identidad con secuencias de 

Argentina, Brasil, de Madagascar y Japón, así como secuencias provenientes de 

humano y bovinos. Como se muestra en la Tabla 15, las muestras positivas se 

encuentran distribuidas en las distintas microcuencas estudiadas y en todos los 

muestreos realizados. Así mismo, en la Figura 16 se gráfica el porcentaje de los P y G 

tipos detectados. 



41 

 

  
Figura  16: Dis tribución de G y P-tipos . Gráficos ci rculares que muestran la dis tribución porcentual de los  G y P tipos 
detectados en esta tesis. 

 

Tabla 15: Identificación genotípica  por análisis de secuencias. 

Sitios de 

muestreo 

Microcuenca Muestreo 1 Muestreo 2 Muestreo 3 Muestreo 4 

  VP4 VP7 VP4 VP7 VP4 VP7 VP4 VP7 

1          

2  Cow Arg 
G6P[5] 

 Hu Mad  
G3P[9] 

Hu Bra  
G10P[9] 

    

3  Cow Arg 
G6P[5] 

       

4  Cow Arg 
G6P[5] 

     Cow Arg 
G10P[11] 

 

5  Hu Mad 
G3P[9] 

Hu Bra 
G10P[9] 

Cow Arg 
G6P[5] 

Hu Bra  
G10P[9] 

  +  

6    Cow Arg 
G6P[5] 

Hu Bra  
G10P[9] 

Cow Arg 
G6P[5] 

   

7   Hu Bra  

G10P[9] 

Cow Arg 

G6P[5] 

Hu Bra  

G10P[9] 

    

8    Cow Arg 
G6P[5] 

Hu Bra  
G10P[9] 

    

9  +   Hu Bra  
G10P[9] 

    

13  Bovin Jap 
G10P[11] 

       

14        Cow Arg 

G6P[5] 

 

15  Cow Arg 
G6P[5] 

   Hu Mad 
G3P[9] 

   

16        Cow Arg 

G6P[5] 

Cow Arg 

G6P[5] 

Muestras  posi tivas mediante la técnica  de caracterización molecular de Rotavirus , la  descripción en cada muestra 
corresponde a  la  secuencia  de la  base pública  de datos  que mostró mayor porcenta je de identidad mediante el 

algori tmo Blastn. Cow Arg: vaca Argentina; Bovin Jap: bovino Japon; Hu Bra: Humano Brasil; Hu Mad: Humano 
Madagascar; +: muestra  posi tiva  de la cual no fue posible obtener secuencia . Los  sitios  acentuados en negri ta 
corresponden a aquellos  incluidos en el  muestreo 4. Cuadrado: Ta jamar El Coronel. Triangulo: Tajamar Caputo. 
Ci rculo: Cañada C. Rombo: Cañada D. 
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Para estudiar la relación entre las secuencias circulantes en aguas de Barros Blancos 

con las publicadas previamente a nivel mundial en las bases de datos y las obtenidas 

en investigaciones previas realizadas en aguas de Uruguay se efectuaron análisis 

filogenéticos para cada gen utilizando el programa Mega 6. Es de destacar que las 

secuencias publicadas en los artículos recientes de López Tort no pudieron ser 

incluidas en el análisis dado que las regiones amplificadas en ambos trabajos no son 

solapantes con las secuencias generadas en esta tesis [81], [89]. Para estos análisis se 

descartaron las secuencias menores a 200pb para VP4 y 224pb para VP7, 

constituyendo un número final de 13 muestras de VP4 y 7 de VP7. En las Figuras 17 y 

18 se muestran los árboles filogenéticos correspondientes a los P y G tipos, 

respectivamente. 

La topología del árbol filogenético realizado con secuencias de VP4 (Figura 17) muestra 

la formación de 7 clados bien definidos acorde a la clasificación en P tipos para este 

gen, formando parte de los agrupamientos de los genotipos P[5], P[9] y P[11] las 

secuencias presentadas en esta tesis. El clado P[5] incluye secuencias que congregan 

variantes bovinas de Europa y América, de G- tipo G6 y G10, circulantes entre en 1993 

y 2002. Así mismo este grupo incluye la única secuencia de humanos P[5] descrita 

hasta el momento, la cual proviene de Japón, 1994, y se ha clasificado como G1. Las 

secuencia publicadas en este trabajo forman un grupo con alto apoyo estadístico, el 

cual se encuentra constituido por 9 secuencias provenientes de las microcuencas 

Tajamar El Coronel (muestreo 1 sitio 2), Tajamar Caputo (muestreo 1 sitio 3 y 4; 

muestreo 2 sitio 5, 6 y 7 y muestreo 3 sitio 6) y Cañada C (muestreos 1 sitio 15 y 

muestreo 2 sitio 8). Por otro lado, dentro del clado del genotipo P[9] se observan 

secuencias Humanas de América y Asia que han sido clasificadas para el gen VP7 como 

G3 y G10 circulantes entre 1982 y 2013. Con estas agrupan tres secuencias 

presentadas en esta tesis que a su vez se encuentran formando un grupo con alto 

apoyo estadístico con una secuencias de Estados Unidos circulante en 2013, genotipo 

G3P[9], y una proveniente de aguas residuales de Ecilda Paullier que circuló en febrero 

de 2012 coincidiendo con el período de toma de muestras de esta tesis. Estas tres 

secuencias pertenecen cada una a distintas microcuencas y muestreos a saber Tajamar 

El Coronel (muestreo 2 sitio 2), Tajamar Caputo (muestreo 1 sitio 5) y Cañada C 

(muestreos 3 sitio 15). Para las dos primeras muestras también se pudo determinar 

por secuenciación el G-tipo, siendo estas G10P[9] en la clasificación binaria de RV. Por 

último, se observa el clado P[11] el cual está constituido por una secuencia de RV 

humano genotipo G10P[11] proveniente de India circulante en 2004, dos variantes 

bovinas de América circulantes en 2003 y 2004, G6P[11] y G10P[11] respectivamente, 

además secuencias ambientales provenientes de aguas residuales de Canelones del 

año 2011 y 2012 y las secuencia proveniente de esta tesis del sitio 2, Tajamar El 

Coronel, tomada en el cuarto muestreo en febrero de 2012. Es de destacar que las 
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muestras ambientales uruguayas tomadas en la ciudad de Canelones nuevamente 

coinciden temporalmente a las presentadas en esta tesis. 

Por su parte, la Figura 18 muestra el árbol filogenético de los G tipos donde se 

encuentran representados los principales grupos de clasificación de éstos. Del análisis 

se desprende que las secuencias presentadas en esta tesis se encuentran en el clado 

del genotipo G10 formando un único agrupamiento con alto apoyo estadístico. En éste 

se observan las secuencias provenientes de Tajamar El Coronel (muestreo 2 sitio 2), 

tajamar Caputo (muestreo 1 sitio 5 y 7; muestreo 2 sitio 5 y 7), Cañada C (muestreo 2 

sitio 8) y Cañada D (muestreo 2 sitio 9). Así mismo, este grupo se une con alto apoyo 

estadístico con una secuencia proveniente de aguas residuales circulante en Canelones  
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Figura  17: Análisis filogenéticos  de las secuencias del gen que codi fica  para la proteína VP4. Árbol realizado con el 
método de máxima verosimili tud con el  modelo Tamura 3 parámetros  con distribución gama y si tios  invariables. El 
árbol se construyo con un alineamiento de 184 nt. Cuadrado: Tajamar “El coronel”, Triangulo: Ta jamar Caputo y 
círculo: Cañada C. Ci rcula  hueco: Secuencias uruguayas  procedentes  de trabajos  anteriores . Se muestran los  valores 
de “bootstrap” mayores a  50. 

 RVA/ENV/URY/BB27/2011/G10P[5]

 RVA/ENV/URY/BB26/2011/GXP[5]

 RVA/ENV/URY/BB28/2011/G10P[5]

 RVA/ENV/URY/BB115/2011/GXP[5]

 RVA/ENV/URY/BB13/2011/GXP[5]

 RVA/ENV/URY/BB12/2011/GXP[5]

 RVA/ENV/URY/BB14/2011/GXP[5]

 RVA/ENV/URY/BB25/2011/G10P[5]

 RVA/ENV/URY/BB36/2011/GXP[5]

 KC895823 RVA/Cow-wt/ARG/B864 B LP/1999/G6P[5]

 D16351 RVA/Human-wt/JPN/RO1V/1994/G1P[5]

 AY050271 RVA/Bo-wt/USA/WC3/2002/G6P[5]

 M22306 RVA/Bo-wt/GBR/ROBSEG4A/1993/G10P[5]

 DQ146641 RVA/Human-wt/BEL/B4633/2003/G12P[8]

 RVA/ENV/URY/CanEflantsUV10/2012/GXP[8]

 GU565044 RVA/Vaccine/USA/RotaTeq-WI79-4/1992/G6P1A[8]

 JN849113 RVA/Vaccine/USA/Rotarix-A41CB052A/1988/G1P1A[8]

 RVA/ENV/URY/EPLagFac9/2011/GXP[4]

 AF401755 RVA/Human-wt/JPN/KO-2/2006/G2P[4]

 M58292 RVA/Human-tc/PHL/L26/1990/G12P[4]

 EF672577 RVA/Human-tc/USA/DS-1/1976/G2P1B[4]

 HQ661137 RVA/Dog-tc/ITA/RV198-95/1995/G3P[3]

 EU708948 RVA/Cat-tc/AUS/Cat97/1984/G3P[3]

 JF805002 RVA/Human-wt/USA/6235/2003/G3P[3]

 EF672612 RVA/Human-tc/GBR/ST3/1975/G4P[6]

 L33895 RVA/Human-tc/GBR/ST3/1975/G4P[6]

 D10970 RVA/Human-tc/JPN/AU-1/1982/G3P[9]

 AY855066 RVA/Human-wt/BRA/R239/2004/G10P[9]

 D90260 RVA/Human-wt/USA/K8/1989/GXP[9]

 HQ405347 RVA/Human-wt/USA/02.3073/2013/G3P[9]

 RVA/ENV/URY/BB15/2011/G10P[9]

 RVA/ENV/URY/BB22/2011/G10P[9]

 RVA/ENV/URY/BB315/2011/GXP[9]

 RVA/ENV/URY/EPLagFac2/2012/GXP[9]

 D13394 RVA/Bo-wt/USA/B223/2003/G10P[11]

 KC174967 RVA/Human-wt/IND/N203/2004/G10P[11]

 KC895859 RVA/Cow-wt/ARG/B2592 B Co/2004/G6P[11]

 RVA/ENV/URY/BB44/2012/GXP[11]

 RVA/ENV/URY/CanEflantesUV9/2011/GXP[11]

 RVA/ENV/URY/CanAfl4/2012/GXP[11] 

P[3] 

P[5] 
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Figura  18: Análisis filogenéticos  de las secuencias del gen que codi fica  para la proteína VP7.  Árbol realizado con el 

método de máxima verosimili tud con el  modelo Tamura 3 parámetros  con distribución gama y si tios  invariables. El 
árbol se construyo con un alineamiento mayor de 259 nt. Se muestran los  valores  de “bootstrap” mayores a  50. 
Cuadrado: Tajamar “El coronel”, triangulo: Tajamar Caputo,  círculo: Cañada C y rombo: Cañada D. 

en febrero de 2012, mismo periodo temporal de este estudio. El clado G10 también se 

encuentran constituido por tres cepas bovinas provenientes de Argentina circulantes 

entre el 2001 y 2004, de genotipos G10P[5] y G10P[11], una secuencia de bovino 

proveniente de Estados Unidos circulante en 1991 y una secuencia humana de Brasil 

obtenida en 2004 genotipo G10P[9]. 
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 L24164 RVA/Pig-wt/VEN/C60/1994/G1P[X]
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Como se desprende del análisis de ambos árboles, algunas de las muestras pudieron 

ser doblemente genotipificadas, en este sentido observamos tres muestras con el 

genotipo G10P[5] y dos con el genotipo G10P[9]. Las muestras del genotipo G10P[5] 

pertenecen todas al segundo muestreo realizado en las microcuencas Tajamar Caputo 

y Cañada C, mientras que las de genotipo G10P[9] pertenecen a los muestreos uno y 

dos a las microcuencas Tajamar El Coronel y Tajamar Caputo, respectivamente.  

Por otro lado, con el objetivo de realizar la caracterización molecular de los PBV se 

llevó a cabo una multiplex con los cebadores para la detección del gen que codifica la 

RdRp los cuales sirven para detectar el genotipo I y II del virus en la misma reacción. 

Posteriormente a las muestras positivas para el genotipo II se les realizó una segunda 

PCR cuyo producto fue utilizado para secuenciar. En la Figura 19 se muestran los geles 

que contienen los productos de amplificación para cada genogrupo. Un total de cinco 

muestras, 9% del total, mostraron bandas en el tamaño esperado, dos para el 

genogrupo I y tres para el genogrupo II como se detalla en la Tabla 16. 

 

                                    
Figura  19: Detección molecular del  genoma de Picobirnavirus  genogrupo I y II  en muestras ambientales de Barros 
Blancos. Geles de agarosa que muestran la amplificación de la RdRp. Izquierda: genogrupo I. Carril  1: muestra  13 del 
segundo muestreo; Carril 2: control negativo. Derecha: producto de amplificación de la  PCR con los  cebadores 
smitsF y R, en los  carriles 1, 2, y 3 se muestra el  producto de la amplificación de las muestras  3, 4 y 5 del  tercer 

muestreo, respectivamente. MP: Marcador de Peso Molecular 100pb (Thermo Scienti fic GeneRuler 100 bp DNA 
Ladder). 

 
  

  MP       1          2          3 

200pb 

231pb 
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                                             Tabla 16: Muestras positivas para el  genogrupo I y II  de PBV.  

 Microcuenca 18/10/2011 10/11/2011 20/12/2011 
3    GII 

4    GII 

5    GII 

12  GI   

13   GI  

                                GI: Genogrupo I, GII: Genogrupo II. Triángulo: tajamar Caputo. Círculo: Cañada C.  

En cuanto a la caracterización molecular de los PBV, se pudo obtener la secuencia de 

un fragmento de la ARN polimerasa ARN dependiente del segundo muestreo en el sitio 
13 correspondiente al genogrupo I y de las 3 muestras del GII. Para ambos genogrupos 

se construyeron árboles filogenéticos con el fin de estudiar la relación de las 
secuencias obtenidas con las registradas  previamente en la base de datos pública. En 

la Figura 20, se observa el árbol construido para el Genogrupo I, la topología del mismo 
muestra dos grandes clados con subgrupos. El primer clado está constituido por cinco 

subgrupos, uno de estos muestra la secuencia presentada en este trabajo agrupada 
con secuencias de PBV provenientes de humanos, monos y ambiente de América, Asia 
y Europa que han circulado entre 1995 y 2009. Es interesante notar que otras 
secuencias uruguayas se encuentran en otros agrupamientos del primer clado como 
las secuencias de muestras humanas y en el segundo clado las secuencias de muestras  

animales.  
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Figura  20: Análisis  filogenético de PBV genogrupo I . El  árbol  se realizó con el  método de máxima verosimili tud y el 

modelo Kimura 2 parámetros , con un alineamiento de 175 nt de un fragmento del  gen que codi fica para la  ARN 
polimerasa ARN dependiente . La secuencia que se presenta en este trabajo se encuentra precedida por un círculo 

que representa  la  microcuenca Tajamar “El  Coronel”. Círculo hueco: secuencias  de PBV uruguayas  publicadas 
previamente. Grupo externo: AF246940 Human 4-GA-91, secuencia perteneciente al GII. Se muestran los  valores  de 
“bootstrap” mayores a  50. 

 

Por otro lado, se pudo obtener la secuencia de las tres muestras pertenecientes al 

genogrupo II de PBV y realizar el análisis filogenético con la secuencia de la RdRp que 

se presenta en la Figura 21, del cual se desprende que las secuencias se encuentran en 

dos agrupamientos definidos en esta tesis como grupo I y II. El primer grupo cuenta 

con alto apoyo estadístico e incluye una de las secuencias presentadas en este trabajo 
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del sitio 5 en el tercer muestreo, secuencias humanas provenientes de América, Asia y 

Europa y porcinas provenientes de Asia y Europa, todas ellas circulantes entre 1991 y 

2012. Por otro lado, el segundo grupo cuenta con las otras dos secuencias de este 

genogrupo (tercer muestreo sitio 3 y 4) agrupadas entre si con un apoyo estadístico 

elevado y con otras secuencias porcinas de Asia y Europa, así como secuencias 

humanas de India que circularon entre 2007 y 2012.  

  
Figura  21: Análisis filogenético de PBV genogrupo I I . Realizado con el  método de máxima verosimilitud y el  modelo 
Tamura 3 parámetros con dis tribución gama y si tios invariables  con un alineamiento de 227 nt de un fragmento del 

gen que codi fica  para  la  RdRp. Las  secuencias presentadas  en este trabajo se encuentran precedidas  por un 
Triángulo, las mismas  corresponden a la  microcuenca  Tajamar Caputo. Se muestran los valores de “bootstrap” 
mayores  a 50. 

 

Es interesante señalar que estas tres muestras de PBV GII corresponden a un mismo 

muestreo y a la misma microcuenca, sin embargo fueron discriminadas en dos clados 

bien diferenciados. Así para continuar con el analisis del Genogrupo II de los 

Picobirnavirus y con el objetivo de observar si hay diferencias entre los dos grupos 

mostrados en el árbol de la Figura 21 se realizó el alineamiento de la secuencias 

proteicas de la RdRp que se muestra en la Figura 22. El mismo muestra que entre 

ambos grupos existen diferencias, entre las que lucen una deleción en la posición 226 

del aminoacido Lisina y sustituciones puntuales de varios aminoacidos como de 

Alanina por Serina, Tirosina por Aspartato, Treonina por Glutamina, Prolina por Glicina 

en las pocisiones 215, 243, 251 y 255, respectivamente.  
                             

 GU968925 Human VS142-3

 KR827418 Human ChXz-7

 JN176315 PBVII/Sus scrofa/VS4400049/2010

 PBV/GII/Env/URY/BB35/2011

 AF246940 Human 4-GA-91

 KC841461 Porcine CHHN-A7

 KC841460 Porcine CHHN-A6

 KC841462 Porcine CHHN-A8

 JN176312 PBVII/Sus scrofa/VS4400017/2010

 KC841457 Porcine CHHN-A3

 PBV/GII/Env/URY/BB34/2011

 PBV/GII/Env/URY/BB33/2011

 JN176314 PBVII/Sus scrofa/VS4400041/2010

 AB517738 Human GPBV6G2

 AB526257 Human GPBV6G2P

 JN176313 PBVII/Sus scrofa/VS4400028/2010

 KC841468 Porcine CHHN-A14

 KC841459 Porcine CHHN-A5

 AF246939 Human 1-CHN-97

 

 

G
ru

p
o

 I 
G

ru
p

o
 II 



50 

 

 

 

 

 
 
 
                                    210       220       230       240       250       260       270                

                                |....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 

AF246940_Human 4-GA-91          MSANLIEFSFAQVIQEELQSSKTCKWIRDYLSPWRGFEYVKETLTATWPHPAEIVGGDTTKMDAHMRPAQI  

JN176315_PBVII/Sus scrofa/VS44  .......................................................................  

KC841460_Porcine CHHN-A6        .......................................................................  

KC841461_Porcine CHHN-A7        .......................................................................  

KC841462_Porcine CHHN-A8        .......................................................................  

KR827418_Human ChXz-7           .......................................................................  

PBV/GII/Env/BB35/2011           .......................................................................  

PBV/GII/Env/BB34/2011           ..L..E...YS.I..SAI.TF-STD...A.....K...D..L...SQ.-TGQTVD................  

PBV/GII/Env/BB33/2011           G.L..D..LYSLI..RA..TF-STD...A.....K...D..L...SQ.-TGQTVD.........DL.....  

AB517738_Human GPBV6G2          ..C.....T.S....KA.LD.-PAE...Q.....L...D..L...KQ.FNGGP.D................  

AB526257_Human GPBV6G2P         ..C.....T.S....KA.LD.-PAE...Q.....L...D..L...KQ.FNGGP.D................  

JN176314_PBVII/Sus scrofa/VS44  ..C..V...YS....DS....-PAE...........Y.D..H...RQ..NGGH..................  

KC841468_Porcine CHHN-A14       ..C.....T.S....DA....-PAT.........K.Y.D..L...RQ..NGGP.D................  

Figura  22: Alineamiento realizado con las secuencias proteicas de la RdRp obtenidas mediante la traducción de las secuencias de ADN presentes  en las bases públicas de datos para el genogrupo 
II  de PBV. Tanto la traducción como el  alineamiento se realizaron mediante el  programa BioEdit. Las secuencias de este trabajo se presentan antecedidas de un triángulo. El rectángulo rojo 

indica  las diferencias entre ambos grupos . 
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Continuando con los análisis y con el objetivo de cuantificar el genoma viral presente 

en cada muestra se realizó mediante la técnica de PCR en Tiempo Real la cuantificación 

de Norovirus y Rotavirus. Para Norovirus se utilizó sondas Taqman específicas para el 

genogrupo I y II, mientras que para Rotavirus se utilizó una sonda específica del grupo 

A. Se realizaron las curvas de calibración puestas a punto en tesis anteriores de Alberti 

y Betancour [40], [87] a partir de las cuales se calculó el número de copias genómicas 

virales para cada muestra las cuales se encuentran en el Anexo I. Es de destacar que 

mediante el uso de esta metodología en todos los sitios de toma de agua se detectó al 

menos un virus en alguno de los muestreos realizados y que 40 (72,7%) de las 

muestras fueron positivas para al menos uno de los virus analizados. Ninguno de los 

dos genomas virales fue detectado y cuantificado en el muestreo 4 y en los sitios 

correspondientes a la microcuenca Tajamar El Coronel muestreo 2 sitio 2, la 

microcuenca Tajamar Caputo muestreo 1 sitio 7, muestreo 3 sitio 5, a la microcuenca 

Cañada C muestreo 2 y 3 sitio 11, y a la microcuenca Cañada D muestro 2 y 3 sitio 9 y 

muestro 3 sitio 16.  

 
Por su parte, la Tabla 17 muestra que los NoVGI se detectaron en las microcuenca 

Tajamar Caputo y Cañada C en los primeros tres muestreos y que el mayor promedio 

de cuantificación de copias genómicas se obtuvo en el tercer muestreo en la 

microcuenca Tajamar Caputo, mientras que el menor se obtuvo en el primer muestreo 

en la misma microcuenca. Así mismo, en la Tabla 17 se observa que el rango de 

concentraciones mas amplio para este virus se obtuvo en la microcuenca Cañada C en 

el primer muestreo. 

 

En la Tabla 18 se observa que NoVGII fue detectado en las cuatro microcuencas, 

aunque en el segundo y tercer muestreo sólo se detectó en dos de ellas, a saber en el 

segundo muestreo Tajamar Caputo y Cañada C y en el tercer muestreo Cañada C y D. 

Por otro lado, el mayor promedio de concentración se obtuvo en el primer muestreo 

en el tajamar Caputo y el menor en las microcuencas Tajamar el Coronel y Cañada D en 

el primer y tercer muestreo, respectivamente. Así mismo, el mayor rango de 

concentración se observó  en el Tajamar Caputo, muestreo 1.  

 

De la Tabla 19 se desprende que RV fue detectado en las cuatro microcuencas solo en 

el muestreo 2, mientras que en el muestro 1 no se detectó este virus en las 

microcuencas Tajamar El Coronel y Cañada D y en el tercer muestreo en la 

microcuenca Cañada C. El mayor promedio de concentración para este virus se obtuvo 

en la microcuencas Cañada C en el tercer muestreo y el menor en la microcuenca 

Tajamar El Coronel en el muestreo 2. Mientras que el rango de concentración mas 

amplio se obtuvo en la microcuenca Cañada C del primer y tercer muestreo.  
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En la Figura 23 se observan gráficos donde se presentan los tres  virus en conjunto, en 

estos se destaca que NoVGI fue detectado en menor medida que el  resto de los virus. 

Mientras que en los datos presentados por muestreo en la Figura 23 (gráficos 

superiores) se vizualiza que este virus obtuvo un porcentaje de detección alto en el 

primer muestreo que disminuyó drásticamente en los siguientes, en los que sólo se 

detectaron dos muestras positivas (Tabla 17). De la Figura 23 (gráficos inferiores) se 

desprende que el Norovirus GI sólo se detectó en las microcuencas Tajamar Caputo y 

Cañada C en porcentajes y promedios de concentración bastante menores que los 

otros dos virus estudiados, por estas razones en los siguiente análisis sólo se tomaron 

en cuenta los datos obtenidos para los virus NoVGII y RV. 

 

Por otro lado en la Figura 23 (gráficos superiores) también se observa que tanto el 

porcentaje de muestras positivas por muestreo para NoVGII como para RV fue mayor 

al 30% en los primeros tres muestreos y que NoVGI mostró mayor porcentaje de 

positividad en el muestreo 1 y 2, mientras que en el muestreo 3 Rotavirus obtuvo mas 

sitios positivos. La Figura 23 (gráficos inferior izquierdo) muestra que la microcuenca 

que obtuvo menor porcentaje de muestras positivas para ambos virus fue la Cañada D, 

mientras que la que obtuvo la mayor fue la Cañada C para NoVGII y Tajamar Caputo 

para RV, en ambos casos superando el 50 % de positividad. Así mismo luce en las 

gráficas donde se muestra el logaritmo del promedio de la concentración por virus 

(Figura 23, gráficos superior e inferior derechos) que los RV fueron los virus con mayor 

promedio tanto si se considera los datos por muestreo como por microcuenca. 
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Tabla 17: Datos de cuantificación de Norovirus Genogrupo I  considerados por muestreo y microcuenca .  
 

 
 

 
 
 

 
 
 
 

 
 

 
 

 

 
 

 
 
 
 

 
 

*Se consideran sólo los sitios  positivos. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Muestro 

Porcentaje 
muestras 

positivas/total 
muestreo (%) 

Rango 

concentración 
(cg/mL) 

Microcuenca Sitios positivos 

Rango 

concentración 
(cg/mL) 

Promedio 

cuantificación* 
(cg/mL) 

1 62,5 10-45 

Tajamar El 
Coronel  

- - - 

Tajamar Caputo 3- 5 1,2-1,7E+01 1,4 

Cañada C 8, 10-15 1,0-4,5 E+01 1,9E+01 

Cañada D - - - 

2 12,5 24,8-26,6 

Tajamar El 

Coronel  
- - - 

Tajamar Caputo 6 2,5E+01 2,5E+01 

Cañada C 15 2,7E+01 2,7E+01 

Cañada D - - - 

3 12,5 23,4-31,2 

Tajamar El 

Coronel  
- - - 

Tajamar Caputo 6 3,1E+01 3,1E+01 

Cañada C 15 2,3E+01 2,3E+01 

Cañada D - - - 

4 - - - - - - 
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Tabla 18: Datos de cuantificación de Norovirus Genogrupo II  considerados por muestreo y microcuenca . 

Muestro 

Porcentaje 

muestras 
positivas/total 

muestreo (%) 

Rango 

concentración 
(cg/mL) 

Microcuenca Sitios positivos 
Rango concentración 

(cg/mL) 
Promedio 

cuantificación* (cg/mL) 

1 94 1,6 E+01-1,2 E+03 

Tajamar El 
Coronel  

1,2 1,6-2,1 E+01 1,9 E+01 

Tajamar Caputo 3- 6 2,4 E+01-1,2E+03 3,6 E+02 

Cañada C 8, 10-15 4,4 E+01- 7,1 E+02 3,1 E+02 

Cañada D 9, 16 2,3-2,4 E+01 2,4 E+01 

2 50 
1,0-4,5 E+01 

 

Tajamar El 

Coronel  
- - - 

Tajamar Caputo 4-7 1,0 - 3,0 E+01 2,5 E+01 

Cañada C 10-12-13-15 1,2 - 4,5 E+01 2,5 E+01 

Cañada D - - - 

3 31 1,3-6,3 E+01 

Tajamar El 

Coronel  
- - - 

Tajamar Caputo - - - 

Cañada C 10, 12, 13, 15 1,3-6,3 E+01 3,3 E+01 

Cañada D 8 1,9 E+01 1,9 E+01 

4 - - - - - - 

*Se consideran sólo los sitios  positivos. 
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Tabla 19: Datos de cuantificación de Rotavirus considerados  por muestreo y microcuenca . 

Muestro 

Porcentaje 

muestras 
positivas/total 
muestreo (%) 

Rango 
concentración 

(cg/mL) 
Microcuenca Sitios positivos 

Rango concentración 
(cg/mL) 

Promedio 
cuantificación* (cg/mL) 

1 56,3 1,0 E+01-1,0 E+05 

Tajamar El 

Coronel  
- - - 

Tajamar Caputo 3- 6 1,0 E+01- 7,7 E+03 1,9 E+03 

Cañada C 8, 10, 13-15 2,7 E+01- 1,0 E+05 3,5 E+03 

Cañada D - - - 

2 43,8 
2,5- 3,3 E+02 

 

Tajamar El 
Coronel 

1 2,4 E+00 2,4 E+00 

Tajamar Caputo 3,6,7 4,0 E+00 - 3,3 E+02 1,7 E+02 

Cañada C 8, 14 3,6 E+01 - 1,1 E+02 7,3 E+01 

Cañada D 16 7,2 E+01 7,2 E+01 

3 68,8 4,7 E+01 -4,9 E+05 

Tajamar El 

Coronel  
1,2 4,7 E+01 - 1,8 E+02 1,4 E+02 

Tajamar Caputo 3,4,6,7 1,2 E+02 - 5,4 E+03 2,2 E+04 

Cañada C 8,10, 13- 15 6,5 E+01 - 4,9 E+05 9,8 E+04 

Cañada D - - - 

4 - - - - - - 

*Se consideran sólo los sitios  positivos. 
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Figura  23: Evolución de la cuantificación vi ral . Los gráficos representan el  porcenta je de muestras positivas  y el promedio de la cuanti ficación vi ral   de NoVGI, NoVGII y RV considerando los datos 
por microcuenca y por muestreo.
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5.2  Incidencia de factores ambientales en la presencia de virus 

entéricos 

Con el objetivo de estudiar el efecto de factores ambientales en la presencia de 

Norovirus y Rotavirus en esta sección se analizó la relación de la densidad poblacional, 

la temperatura, las precipitaciones y los indicadores microbiológicos en la presencia de 

RV y NoVGII, en adelante NoV. Los datos obtenidos para el GI de NoV no fueron 

considerados en esta sección por ser poco abundantes. 

 
Para visualizar los resultados en el territorio estudiado y analizar la incidencia de la 

densidad poblacional en los mismos se realizó un mapa para cada muestreo donde se 

observa la cuantificación de las copias genómicas de ambos virus en cada sitio de toma 

de agua, Figura 24. Así mismo, en el mapa de la Figura A1 se observa el relieve del 

territorio estudiado del cual se infiere el sentido de la corriente de las aguas 

analizadas. De los mapas de la Figura 24 se desprende que ambos virus poseen una 

amplia distribución en la totalidad del territorio estudiado. Si se analizan los resultados 

por sitio de muestreo se puede observar que para el sitio 1 de la microcuenca Tajamar 

El Coronel hay aportes de virus entéricos ya sea de RV como de NoV, este último se 

detectó solo en el primer muestreo, mientras que RV se detectó en los muestreos 2 y 3 

con el incremento de un orden. Por otro lado, se observa en el mapa que sobre el sitio 

uno la densidad de población es nula y que la microcuenca asociada a este es grande 

pero poco poblada, encontrándose los habitantes  en el extremo sur de la misma 

donde en algunas regiones la densidad de población por hectárea alcanza entre las 50 

y 75 personas. En esta zona donde la densidad de población es de las mas altas de la 

microcuenca se encuentra el sitio 2, el mismo solo mostró presencia de NoV en el 

primer muestreo y de RV en el tercer muestreo con una concentración moderada. 

Como se mencionó en la Tabla 1 este sitio se encuentra sobre una cuneta que es 

drenada por las aguas servidas de las viviendas. Vale destacar que los niveles de 

detección de NoV en el primer muestreo son equivalentes en ambos sitios (1 y 2) lo 

que llama la atención dado que el sitio 1 no se encuentra en una zona poblada. 

 

Por su parte la microcuenca Tajamar Caputo, que presenta los sitios de 3 al 7, es una 

microcuenta relativamente pequeña que en el sur muestra una zona poco poblada 

mientras que en el norte y oeste cuenta con una densidad poblacional moderada, 

llegando en algunos sectores a contar con un volumen de 75-100 personas por 

hectárea. Como se muestra en los mapas los puntos 3, 4 y 5 se encuentran sobre el  

Tajamar Caputo, que es la mayor reserva de agua de la zona estudiada, de manera 

general se observa que mediante la tecnica de qPCR el Tajamar cuenta con la 

presencia de ambos virus en los tres muestreos. Tanto el sitio 3 como el 5 se 
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encuentran en las zonas de drenaje de cañadas que provienen de la zona norte y la 

otra de la zona noroeste, ambas zonas con alta densidad poblacional, mientras  que el 

punto 4 se encuentra en la salida del mismo. La cañada que drena al tajamar en la zona 

norte ha sido muestreada mediante el sitio 6, mientras que la cañada del noroeste 

mediante el 7. El punto 3 muestra la presencia de RV en los tres muestreos con un 

aumento de la carga viral en el tercero mientras que para NoV la detección sólo ocurre 

en el primer muestreo con el valor mas alto observado de carga viral para este virus en 

este estudio. Por otro lado, en el sitio 4 se observa la detección de NoV en los 

muestreos 1 y 2; mientras que los RV se pudieron detectar en el muestreo 1 y 3, con 

mayor concentración en este último. Para el punto 5 la situación es similar para NoV 

solo que el muestreo 1 posee la concentración superior a la del muestreo 2, mientras 

que RV solo fue posible detectarlo en el primer muestreo. Observando el sitio 6 se 

puede apreciar que la concentración de RV en el mismo se mantuvo elevada durante 

los tres muestreos mostrando igualmente una disminución en el muestreo 2, así 

mismo para NoV en este sitio una baja carga viral se observó en los primeros dos 

muestreos. Por último, el sitio 7 muestra la presencia de NoV solo en el segundo 

muestreo y la presencia de RV en el segundo y tercer muestreo con niveles de carga 

viral moderados. 
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Figura  24: Vi rus en el  terri torio. Mapas de la zona de estudio que incluyen los datos de cuantificación vi ral  por si tio 
de muestreo y de la densidad poblacional por microcuenca. 

  
Por otro lado, la microcuenca Cañada C está constituida por los pozos de la ladrillera y 

la cañada del mismo nombre la cual recorre tres zonas pobladas con moderada y alta 

densidad poblacional interrumpidas por zonas despobladas. La cañada nace en una 

zona de alta densidad poblacional y el primer sitio muestreado (sitio 8) se encuentra 

aguas abajo inmediatamente después de donde termina dicha población, en este sitio 

se detectó NoV en el primer y tercer muestreo con niveles bajos, por su parte los RV se 

detectaron de forma levemente moderada en los tres muestreos. El sitio 12 se 

encuentra cañada abajo del sitio 8, en una zona con densidad poblacional que alcanza 

las 50 personas por hectárea. Mostró una mayor cuantificación de NoV en el muestreo 

1, si se compara con los muestreos 2 y 3, donde la cuantificaciones fueron mas bajas. 

Muestreo 3 
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Los RV no fueron detectados en el sitio 12. Continuando cañada abajo e inmerso en 

una zona despoblada se encuentra el sitio 10, el cual resultó positivo para NoV en 

cantidades decrecientes y para RV en el muestreo 1 y 3 con concentración 

incremental. En el extremo norte de la cuenca se encuentran los sitios 13, 14 y 15 

inmersos en una zona de alta densidad poblacional que alcanzan en algunas 

cuadrículas las 100 personas por hectárea, mientras que el sitio 14 se encuentra sobre 

la cañada C, los sitios 13 y 15 se encuentran en distintas cunetas que drenan sus aguas 

en la misma. El sitio 14 mostró la presencia de NoV en el primer muestreo y la de RV 

en los tres muestreos de manera incremental, ambos virus en cantidades moderadas. 

Los sitios 13 y 15 mostraron la presencia de NoV en los tres muestreos en 

concentraciones moderadas que disminuyeron entre el muestreo 1 y 2 y la presencia 

de RV en los muestreos 1 y 3 con elevada carga viral principalmente en el sitio 13. El 

último sitio de esta microcuenca es el 11 que se encuentra en un pozo lejano a las 

zonas pobladas, el mismo fue positivo para NoV en el muestreo 1, con concentracion 

moderada, mientras que RV fue negativo en todos los muestreos. 

 

Por último, en la Figura 24 se observa que la microcuenca Cañada D cuenta con dos 

sitios (9 y 16). El sitio 9 se encuentra en un pozo donde no hay zonas pobladas a su 

alrededor, los analisis de qPCR revelaron que este sitio fue positivo para NoV en el 

primer muestreo y negativo para RV en todos los muestreos. Por su parte, el sitio 16 

que se encuentra en una zona poblada de hasta 75 personas por hectáreas fue positivo 

para NoV en el muestreo 1 y para RV en el muestreo 2 con concentraciones bajas.  

 

En general se desprende de los mapas y Tablas 18 y 19 que la detección y carga viral de 

NoV disminuyó a medida que transcurren los muestreos, mientras que para RV  

disminuyó en el segundo muestreo y aumentó en el tercero. Con el fin de evidenciar 

estos hechos que se observan en los mapas y tablas de manera global se realizaron 

gráficos de cajas que se presentan en el Figura 25. Los mismos muestran que para 

Norovirus hay una disminución en la concentración detectada entre el muestreo uno - 

dos y que se mantiene en el muestreo 3, ya sea en la mediana como en el valor 

máximo de copias genómicas. Por otro lado, para Rotavirus no se observa una 

tendencia tan clara, entre el primer y segundo muestreo hay una notoria diminución 

de la mediana, mientras que hay un aumento en la mediana en el tercer muestreo y en 

el máximo valor de copias genómicas detectadas. Para corroborar lo observado en la 

gráfica se llevaron a cabo test estadísticos. 

 
 

                              
  

 

Norovirus 
Norovirus Rotavirus 
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Figura  25: Gráficas mostrando los  datos  de cuanti ficación de copias genó micas de vi rus  por muestreo. Gráfico de 
ca ja realizado con el programa Past donde se muestran el log de las copias genómicas por mililitro para cada 
muestreo. La barra indica  los valores alcanzados en cada caso y la raya  la mediana. 

Para Norovirus, en primer lugar se llevó a cabo el test de Levene´s para determinar la 

homocedasticidad de los datos de cuantificación que reveló que los datos son 

homogéneos, p=0,9711, por lo que se aplicó el test paramétrico de ANOVA que mostró 

que hay diferencia significativa entre los grupos, p=9,285e-7. Por otro lado, el test de 

Tukey´s mostró que las diferencias significativas son entre los muestreos 1 con 2 y 1 

con 3 como se muestra en la Tabla 20. 

 
Tabla 20: Resultados del tes t de Tukey´s para NoV 

Muestreo 1 2 3 

1  0,0001559 0,0001307 

2 6,999  0,7302 

3 8,071 1,072  
En la tabla se muestran los  resultados  obtenidos con los datos de log cg/mL agrupados por muestreo. En rojo se 
encuentran los valores con diferencias signi ficativa  (p< 0.05).  

  
Por su parte, el análisis estadístico para Rotavirus mostró mediante el test de Levene´s 

que los valores son homogéneos (p=0,3775), por esta razón se realizó el test 

paramétrico de ANOVA que mostró que no hay diferencias significativas entre las 

categorías con p=0,08547.  

 

Para determinar si los factores ambientales, Temperatura y Precipitaciones, marcaron 

alguna tendencia en las diferencias observadas entre los muestreos se gráfico la 

cuantificación de copias genómicas virales versus el promedio de precipitaciones y 

temperatura ocurridos en los dos días previos a la toma de muestra, Tabla 21.  

 
  

Rotavirus Norovirus 
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Tabla 21. Condiciones meteorológicas en cada muestreo. 

Muestreo 1 2 3 

Precipitacianes (mL) 0 15,5 7,8 

Temperatura (ºC) 15,3 20,1 19,2 

Promedio de temperatura y precipi taciones ocurridos en los  dos  días anteriores  a la  toma de muestra . 

 

La Figura 26 muestra la tendencia de disminución en la cuantificación viral de 

Norovirus a medida que aumentan las precipitaciones, lo que es acompañado con una 

recta de pendiente negativa. Por otro lado, para Rotavirus se observa también una 

recta con pendiente negativa, al mismo tiempo que se muestra una dispersión mayor 

en los datos de cuantificación obtenidos sobre todo en el tercer muestreo (7,8mL). 
  

Figura  26: Cuantificación vi ral  por muestreo en función de las precipi taciones . Gráficas del logari tmo de copias 
genmicas  vi rales en función de la precipi tación promedio en los  dos  días previos al  día de muestreo para  Norovirus y 

Rotavi rus . 

 

 
Figura  27: Cuantificación vi ral  por muestreo en función de temperatura. Gráficas del logari tmo de copias genómicas  
vi rales en función de la temperatura  promedio en los  dos  días previos al  día de muestreo para  Norovirus y 

Rotavirus . 

 
Por su parte en la Figura 27, se observa la tendencia de la cuantificación viral con 

respecto a la temperatura. En la gráfica para Norovirus se observa una tendencia 
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marcada a la disminución de copias genómicas virales a medida que aumenta la 

temperatura acompañada de una recta con pendiente negativa. Mientras que para 

Rotavirus, no se observa una tendencia clara y la recta, si bien posee una pendiente 

negativa, la misma es muy leve. 

 
Por otro lado, se realizaron análisis estadísiticos para compa rar los datos de 

cuantificación viral obtenidos en esta tesis con los de cuantificación de indicadores  

 

 

 
Figura  28: Gráficas mostrando los  datos  de cuanti ficación de copias genómicas por vi rus por categoría . Datos 
bacteriológicos : imagen extra ída y modificada de CEUTA, 2013 [98].  
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bacterianos presentes en estas aguas y las categorías del grado de contaminación para 

cada sitio previamente definidas, presentadas en esta tesis en la sección 4.1, Tabla 5 y 

Figura 13. Para esto los datos de cuantificación fueron agrupados en las tres categorías 

pre definidas. En la Figura 28, se observan los gráficos de caja para los datos 

bacteriológicos presentados en el libro “Diagnóstico socioambiental orientado al 

estudio de la parasitosis intestinales y zoonosis” [98] y para los datos de cuantificación 

de copias genómicas de Norovirus Genogrupo II y Rotavirus de esta tesis. En la Figura 

28 se muestra el claro descenso en la concentración de Coliformes Fecales (CF) -

indicador microbiológico de contaminación fecal - en total concordancia con las 

categorías de nivel de contaminación fecal pre establecidas. Mientras que en la gráfica 

de Norovirus se observa una distribución similar en las tres categorías (valores de 

medianas, mínimos y máximos similares), sin mostrar una tendencia clara. Por su parte 

el gráfico para RV muestra una tendencia clara, la mediana y los valores máximos 

disminuyen paulatinamente de la categoría 1 a la 3.  

 

A fin de corroborar si las tendencias observadas son estadísticamente significativas se 

realizarón análisis estadísticos. En primer lugar para el conjunto de datos de Norovirus 

el test de Levene´s reveló que los datos son homogéneos (p=0,6904) y el análisis de 

ANOVA mostró que no hay diferencia significativa entre los categorías, p=0,4476. En 

segundo lugar, el análisis estadístico para los datos de Rotavirus mostró mediante el 

test de Levene´s que los valores no son homogéneos (p=0,0002281) por esta razón se 

realizó el test no paramétrico de Kruskal-Wallis que mostró que hay diferencias 

significativas entre las categorías con p=0,004841. Así mismo, para establecer la 

relación entre las tres categorías se realizó el test de Mann-Whitney que reveló que 

hay diferencias significativas entre cada una de las categorías (Tabla 22).  
 
Tabla 22. Resultados del  tes t de Mann-Whitney para  RV. 

Categorías  1 2 3 
1  0,01955 0,01184 

2 0,01955  0,02854 

3 0,01184 0,02854  
En la  tabla  se muestran los  resultados  de comparación entre categorías . En rojo se muestran los  valore s con 
di ferencia significativa  (p menor a  0,05). 

 
Dado que tanto para los Rotavirus como para los Coliformes Fecales se observa la 

misma tendencia con respecto al agrupamiento de las cuantificaciones por categoría , 

se calculó el Coeficiente de Correlación de Pearson para establecer la relación entre los 

datos de cuantificación de estos microorganismos. El mismo indicó que  la correlación 

entre ambas variables es positiva (Coeficiente de Pearson=0,3982) con apoyo 

estadísticamente significativo (p=0,0051). Así mismo, se realizó el gráfico de 

Correlación Binaria entre los dos parámetros, Figura 29, en el cual se observa que hay 
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una clara correlación positiva en la distribución de ambas variables donde los valores 

nulos de RV distorsionan esta correlación, lo cual puede explicar el valor de correlación 

obtenido, que si bien es positivo es modesto. En dicha Figura, se aprecia el gráfico de 

predicción lineal con los intervalos de confianza. Se observa la distribución lineal de los 

datos y el intervalo de confianza más acotado en el centro, donde se encuentran la 

mayoría de los resultados nulos para RV, con respecto a los extremos de la predicción 

lineal donde hay menos resultado nulos para el virus. 

 

 

Figura  29: Correlación Binaria  y predicción 
lineal  con intervalos  de confianza  para  RV 
versus CF. Gráfica de log cg/100ml de 

Rotavirus  versus  Log ucf/100ml  de los 
Coli formes  Fecales. En rojo se mues tra la 
l ínea de tendencia para  esta  correlación. 

Entre las  l íneas  azules se encuentra  el  área 
con probabilidad mayor o igual  al  95% de 

que un si tio muestre los  valores de la 
intersección de Rotavirus  log [cg/100ml] vs 
Log [ucf/100ml] de los  Coli formes Fecales. 
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6. Discusión  

La ciudad de Barros Blancos, con una población de 31.650 habitantes, constituye un 

espacio fragmentado, semiurbano y semirural, donde conviven pequeñas quintas, con 

cooperativas de viviendas, villas y asentamientos precarios en los que muchos 

pobladores crían animales de granja, además de poseer una estrecha convivencia con 

animales domésticos. Se ha puesto en evidencia que los pobladores de esta ciudad 

perciben como problemas la carencia de lugares de esparcimiento y la contaminación 

ambiental que, en algunos casos, deriva del crecimiento poblacional en territorios no 

preparados para ello y de la producción industrial. Por otro lado, la fal ta de 

saneamiento que genera un manejo inadecuado de las excretas, la percepción en la 

población local de la prevalencia de las enfermedades  infecciosas, junto a la 

observación del alto índice de parasitosis en niños que habitan la zona, ha llevado a 

organizaciones sociales y a la Universidad a plantear preocupación acerca de los 

factores subyacentes que están contribuyendo a las condiciones s anitario-ambientales 

que presenta Barros Blancos [98], [118]–[120], [138]. 

Así mismo, estudios previos han demostrado la transmisión de enfermedades 

gastrointestinales a través de la utilización de agua de mala calidad, incluyendo la 

ingesta de agua durante el baño. También evidencian que la fuente de contaminación 

puede provenir de aguas servidas o por individuos que se bañan en las aguas 

recreacionales estudiadas [139], [140]. El hecho de que el 90% de las muestras 

analizadas en esta tesis fueron positivas para al menos un virus causante de 

gastroenteritis indica que estos virus circulaban con relativamente alta frecuencia en la 

población de Barros Blancos. Así mismo, el alto porcentaje de positividad para los 

genogrupos de NoV estudiados que son estrictamente humanos, es reflejo de que la 

actividad humana está contaminando las aguas de esta localidad. Esto nos permite 

sugerir que el uso de estas aguas puede ser una fuente de patógenos para la 

población.  

Por su parte, el hecho de que se haya amplificado en un 100 % de las muestras el 

control interno (fago PP7) indica que el proceso se llevó a cabo correctamente para 

todas las muestras. También se detectó que el 90% de las muestras contenían al 

menos un virus: 67% Rotavirus, 51% Norovirus y 9% Picobirnavirus. Otros estudios en 

aguas recreacionales han mostrado la presencia de estos virus en diferentes 

proporciones, a saber, para Rotavirus con porcentajes de positividad menores a los 

presentados en esta tesis como un 19% en río Xanaes en Argentina [95] y un 22% en 

Santa Catalina en Brasil [96]. Mientras que otros estudios muestran porcentajes 

equivalentes con 67% de las muestras positivas en Santa Catarina y Río de Janeiro en 
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Brasil [97], [141] y en mayor medida en Córdoba Argentina con el 100% en el río 

Suquía [95]. Para Norovirus, estudios en la región han indicado una menor prevalencia 

en Manaos y Río de Janeiro con 5,8% y 33%, respectivamene [60], [61]; y en Buenos 

Aires y Córdoba con un 45% y 50% de las muestras de río analizadas [63], [50]. Fuera 

de la región existen numerosos ejemplos en los que la detección de este virus fue 

mayor que la apreciada en este trabajo, como en México con un 70% de positividad o 

en España con un 83% [58], [141]. Para PBV, un estudio de aguas recreacionales en 

Inglaterra ha demostrado un 21% de muestras positivas, a diferencia del realizado en 

este trabajo, utilizó como método de detección PCR en tiempo real [114]. Estos 

resultados, tomados en su conjunto, indican que la metodología de concentración 

utilizada en esta tesis a pesar de ser diseñada para aguas residuales [123], [124], puede 

ser aplicada para aguas recreacionales, al menos en casos como el de esta localidad 

que posee aguas altamente impactadas por aguas residuales.  

Además, la caracterización molecular de los virus analizados mostró que para 

Norovirus no se pudo amplificar ningún fragmento de la región D estudiada, a pesar 

que sí pudo ser detectado y amplificado por PCR cuantitativa el genoma viral. Es de 

destacar que las regiones genómicas que son blancos de amplificación de ambas 

técnicas son diferentes, como se muestran en los apartados 4.2.5.1.1 y 4.2.6.1, además 

de que la técnica de PCR en tiempo real posee una sensibilidad ampliamente superior 

que la PCR a tiempo final [21]. 

Así mismo, la caracterización molecular de Rotavirus se llevó a cabo de forma 

satisfactoria y fue posible identificar genotipos circulantes en todas las microcuencas 

del territorio con alternancia de los distintos P-tipos identificados. En la Tabla 15 se 

puede observar que en la mayoría de los sitios que se pudo identificar los P tipos en 

más de un muestreo hubo alternancia de los mismos. Además, en algunos sitios se 

pudo determinar ambos genotipos observándose las siguientes combinaciones: 

G10P[9], G10P[5], G6P[5]. Es de destacar que en publicaciones anteriores se ha 

mostrado que la incidencia de los genotipos de RV dentro de la misma región en el 

mismo país puede variar dentro del mismo año y que múltiples G y P-tipos pueden 

cocircular dentro de la misma área [75].  

Los genotipos detectados en este trabajo no son los de circulación más abundante en 

la población humana. A nivel mundial, de estos genotipos, sólo el P[9] ha circulado en 

humanos en América Latina con una frecuencia de 1,1% y en el norte de Uruguay con 

una de 1,5% [75], [81]. En nuestro país, en muestras ambientales se determinó 

previamente la presencia de los genotipos G10, P[9] y P[11] [87]. Este es el primer 

trabajo en el que se detecta, a nivel ambiental, la circulación en Uruguay de los 
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genotipos P[5] y G6, los cuales habían sido previamente detectados por nuestro grupo 

a partir de muestras de diarrea provenientes del rodeo uruguayo [82]. 

Por su parte, el genotipo P[5] es el detectado más frecuentemente en bovinos a nivel 

mundial con un 25,9% [76]. Como muestra la Tabla 15 el mismo está distribuído en 

todas las microcuencas, incluso en las zonas con mayor densidad poblacional , y en 

todos los muestreos, lo que podría indicar que toda la zona estudiada posee una fuerte 

contaminación de origen bovino. El genotipo P[5] en cepas bovinas se asocia 

comúnmente a G6 y en menor medida a G10 [142]. Si bien la asociación de este 

genotipo a bovinos es fuerte, se ha reportado en la literatura una cepa de origen 

humano G1P[5] en los Estados Unidos [143]. Esto indica que los saltos interespecie de 

este genotipo no son comunes pero son posibles por lo que en Barros Blancos puede 

haber tenido lugar este tipo de salto y por esto la distribución es tan amplia, para 

corroborar esta hipótesis sería necesario contar con muestras humanas para su 

análisis. Sumado a ello el hecho de que una muestra Argentina conforme un subgrupo 

(Figura 17) con alto apoyo estadístico con las muestras uruguayas indica que los 

genotipos P[5] que se encuentran circulando en la región son similares. Esta secuencia 

aislada de un animal de rodeo de La Pampa en 1999, ha sido clasificada dentro del 

linaje que se compone por secuencias procedentes de bovino de entre los años 1997 a 

2007 circulantes en distintas provincias argentinas en ganado de carne [142]. Esto 

indica que este genotipo ha circulado en la región por un periodo de tiempo 

prolongado. 

El genotipo P[9] es detectado frecuentemente en gatos, aun así ha sido detectado en 

humanos mayoritariamente en conjunto con G1 y G3. En Brasil en 1997 fue aislado 

este genotipo en niños hospitalizados por un brote de diarrea causado por una cepa 

P[9]G10 [75], [144]. En la Tabla 15 se observa que este genotipo se identificó en 

muestras de aguas donde se detectó también el genotipo G10. El árbol filogenético de 

la Figura 17 muestra que las secuencias P[9] de este trabajo agrupan con alto apoyo 

estadístico con una secuencia proveniente de aguas residuales de Ecilda Paullier del 

2012. Así mismo este genotipo ha circulado en la población infantil al norte del Río 

Negro en los años 2011-2012 con una prevalencia de 1,5%, detectándose un genotipo 

emergente G12P[9] [81]. Se puede inferir que el genotipo P9 circula habitualmente en 

Uruguay, o al menos entre los años 2011-2012, acentuando el riesgo para los niños 

que utilizan estas aguas para recreación. 

El genotipo P[11] es el segundo genotipo encontrado a nivel mundial en vacunos con 

un 21,5% de prevalencia [76], así mismo este genotipo se ha detectado con menor 

frecuencia en caballos, cerdos y corderos [75]. Por otro lado, en humanos también ha 

sido detectado en India asociado a G10 donde fue responsable de diarreas en 
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neonatos y de casos zoonóticos [75], ambos genotipos detectados en este trabajo en la 

misma microcuenca en distintos muestreos pero no en la misma muestra de agua. La 

secuencia perteneciente al genotipo P[11] presentada en esta tesis conforma un 

mismo clado filogenético (Figura 17) con muestras uruguayas detectadas en aguas 

residuales de Canelones en 2011 y 2012, por lo que este genotipo estuvo circulando en 

la población de Canelones en este período. Así mismo, se observa que las mismas 

agrupan con una muestra aislada de bovinos de rodeo en Córdoba, Argentina, durante 

2004 [142]. Lo que indica que este genotipo circula en la región y que las secuencias 

detectadas en estas aguas podrían tener un origen bovino dado que en el área de 

estudio se encuentran estos animales. 

El G6 es el G-tipo más común en Rotavirus bovino en todo el mundo siendo 

responsable del 56,7% del total de los casos de RV en estos animales [76]. También ha 

sido detectado con menor frecuencia en ovejas, cabras y humanos en todo el mundo 

[75]. La secuencia obtenida de este genotipo mostró un porcentaje de identidad 

elevado con una cepa argentina circulante en ganado de rodeo. Lo que indica que  el 

mismo se encuentra circulando en la región y que la contaminación de este sitio pudo 

provenir de materia fecal proveniente de vacunos. 

El G10 es el segundo G-tipo vacuno detectado en un 20,6% de las muestras a nivel 

mundial [76] encontrado con menor frecuencia en caballos, cerdos y corderos. Este 

genotipo ha sido aislado de muestras humanas en Gran Bretaña e India [75]. Reportes 

en este último país muestran la presencia del genotipo G10P[11] en infantes y niños 

jóvenes con diarrea. Así mismo, en la región se ha aislado en humanos en Paraguay 

con P[8] y en Brasil con P[9] [75]. En esa tesis, este genotipo se ha hallado en 

numerosas muestras, tanto en combinación con P[5] como con P[9]. La Figura 18 

muestra que las secuencias presentadas conforman un grupo con apoyo estadístico 

moderado con una secuencia de una muestra de agua residual extraída en 2012 en la 

ciudad de Canelones, lo que indica que este genotipo circulaba en el departamento de 

Canelones entre 2011 y 2012. En este clado se encuentran muestras bovinas y 

humanas de Argentina y Brasil, que circularon entre 2001 y 2004, lo que indica que 

este genotipo está circulando en la región al menos desde el 2001. El hecho de que se 

haya aislado tanto en humanos como en vacunos indica que las cepas de RV que 

circulaban en el ambiente en Barros Blancos podrían tener como origen cualquiera de 

los dos hospederos.  

A su vez, la detección de Picobirnavirus en 5 muestras ambientales refleja que el 

mismo está circulando dentro de la población de Barros Blancos . Es de destacar que se 

detectó en mayor número muestras PBVGII que PBVGI lo que resulta sorprendente ya 

que el genogrupo I es de circulación más común [102] aunque en nuestro país ya se 
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había observado en aguas residuales mayor proporción de GII [52]. La relación 

filogenética (Figura 20) muestra que la secuencia del genogrupo I presentada en este 

trabajo agrupa con secuencias de primates y aguas residuales, por lo que podría 

inferirse que probablemente la cepa proceda de PBV humano, sobre todo si se tiene 

en cuenta que la muestra fue tomada en una zona de alta densidad poblacional. Así 

mismo, la secuencia de GI obtenida no presenta identidad con secuencias del mismo 

genogrupo que circularon en animales de Uruguay en 2009 y 2010 ni con las 

circulantes en humanos entre 2000 y 2001.  

Las secuencias del genogrupo II de Picobirnavirus presentadas en esta tesis muestran  

divergencias entre sí, a pesar de haber sido tomadas en la misma microcuenca 

(Tajamar Caputo) y en el mismo muestreo. Dada la escasa información que hay con 

respecto a las polimerasas de este genogrupo de PBV no es posible concluir si estas 

diferencias poseen alguna relevancia en la actividad enzimática y viral. 

En cuanto a la carga viral de manera general se puede apreciar que los Rotavirus 

fueron detectados en un 49% de las muestras y Norovirus en un 51% de las mismas. 

Con respecto a ello, trabajos uruguayos han mostrado porcentajes de positividad 

mayores para NoV en aguas residuales [88], [116] y a nivel mundial en aguas 

recreacionales [59], [145]. Estos resultados no coinciden con los datos obtenidos 

mediante la técnica de PCR a tiempo final, publicados previamente, en el que ambos 

virus fueron detectados en 33% de las muestras [98], por lo que la PCR en tiempo real 

ha mostrado una sensibilidad mayor.  

Los datos muestran la máxima concentración viral en las muestras para GI debajo del 

orden de lo detectado previamente en aguas residuales de Montevideo y GII en el 

mismo orden [79], mientras que para ambos genogrupos el orden es menor que lo 

detectado en aguas residuales del interior del país [52]. Por otro lado, para RV la 

máxima concentración alcanzada es un orden superior del máximo detectado en 

muestras de plantas de tratamientos aguas residuales del interior del país [52]. El sitio 

13, donde se obtuvo este valor máximo, es una cuneta que se encuentra en una zona 

densamente poblada, por lo que los niveles de contaminación fecal observados 

pueden provenir de aportes de aguas servidas de la zona.  

En lo que respecta a Norovirus, tanto las detecciones como los promedios de 

cuantificaciones del GI  fueron menores que los del GII (Figura 23), como ya había sido 

observado en otras publicaciones en aguas residuales de Uruguay [40], [45], [52]. La 

mayor presencia del Genogrupo II en el ambiente puede ser explicada por dos hechos, 

en primer lugar los NoVGII son mas frecuentes en brotes a nivel mundial que NoVGI 

(89% vs 11% de los brotes reportados) y en segundo lugar los NoVGII son liberados en 

mayores cantidades que NoVGI por individuos infectados [21]. Durante el primer 
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muestreo el porcentaje de NoVGI detectado fue superior al de NoVGII. Se ha 

demostrado previamente que existe diferencia entre los genogrupos en cuanto a la 

resistencia a la desinfección [24], por lo cual esta reducción de NoVGI podría ser 

explicada por algun factor ambiental como la temperatura o la radiacion solar que 

impactaría en mayor medida en este genogrupo.  

Así mismo, es posible integrar y analizar los datos obtenidos por microcuenca. En 

primer lugar se analizará la microcuenca Tajamar El Coronel la cual está constituida por 

una zona poco poblada que cuenta con dos sitios de toma de muestra. En esta 

microcuenca se detectó Norovirus en ambos sitios (Tabla 18), lo que implica que estos 

están recibiendo aportes de contaminación de origen humano, aunque en niveles 

bajos comparados con otras microcuencas. Con respecto a los niveles , algo similar fue 

observado para Rotavirus donde la mitad de las muestras de esta microcuenca fueron 

positivas para el mismo (Figura 23). Además, la caracterizacion molecular de RV reveló 

que el origen de contaminación tambien podría ser bovino. Vale mencionar que la 

contaminacion de esta microcuenca puede estar influenciada por los mismos bañistas. 

Desde el punto de vista del origen de contaminación los resultados observados para 

estos sitios son acordes con los explicados a partir del cociente Coliformes 

Fecales/Enterococos Intestinales (CF/EI) para cada muestra que establece el origen 

humano o animal de la contaminación fecal [98]. 

La microcuenca Tajamar Caputo mostró la presencia de los tres virus estudiados , con el 

promedio de concentraciones mas alto para NoVGII con respecto a las otras 

microcuencas y el mayor porcentaje de detección de RV (Figura 23). Se esperaba que 

hubiera una correlación en las concentraciones virales entre las muestras de las 

cunetas que drenan el tajamar y las muestras tomadas al ingreso del propio tajamar, 

dicha correlación no se observó, como muestran los mapas de las Figura 24. Esto 

puede deberse a que la corriente que impulsa el agua de la cuneta al tajamar es 

diferente a la velocidad de toma de las muestras, o a que existen otros dos efectos 

distorsivos como el aporte de otras aguas servidas al sitio en el tajamar y el efecto 

dilución dado que el tajamar posee un volumen de agua grande. Los genotipos de RV 

detectados en esta microcuenca sugieren que la contaminación fecal que ingresa al 

tajamar a través del sitio 5 está relacionada con la cuneta B. Ademas, las diferencias en 

los niveles de detección viral entre los tres sitios del tajamar son notorias, lo que indica 

que el agua en el mismo no está contaminada de manera homogénea. Esto se refleja 

tanto en los valores de cuantificación viral como en los análisis filogenéticos de RV 

(Figura 17) y PBV (Figura 21). Una posible explicación a estos resultados, puede estar 

dada por un flujo de corrientes más importante entre el sitio 3 y 4 que entre el sitio  3 

y 5. Otro aspecto a notar es que basados en los valores de CF, se atribuye a este 

tajamar una capacidad depuradora, dado que el valor de los mismos en el sitio 4 
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siempre es menor que en los sitios de entrada [98]. Sin embargo, esta capacidad 

depuradora no se observa tan claramente para los virus estudiados que muestran 

situaciones dispares. Por otro lado, se observa concordancia en lo referente al 

probable origen de la contaminación fecal de cada muestra estimada con la relación 

CF/EI [98] con los resultados obtenidos para los virus estudiados en los casos que 

corresponde. 

La tercer microcuenca, Cañada C, también mostró la presencia de los tres virus 

estudiados. Los datos de carga viral para NoV revelan el mayor porcentaje de muestras 

positivas de todas las microcuencas y para los RV el mayor promedio de carga viral 

comparado con las otras microcuencas (Figura 23). Al igual que en la microcuenca 

anterior no parece haber una relación entre las copias genómicas presentes y la 

densidad poblacional o la posición de cada sitio cañada abajo. En el sitio 8 

probablemente haya algún disturbio a nivel local muy importante que no se transmite 

a través de la cañada hasta llegar al sitio 12. Además este mismo sitio mostró un 

aumento en la concentración de particulas virales de NoV entre el segundo y tercer 

muestreo. En la zona más poblada de la microcuenca los niveles de detección de RV 

fueron realmente extraordinarios (sitios 13, 14 y 15), mientras que los de NoV fueron 

moderados y no decayeron entre el segundo y tercer muestreo como sucedió en la 

mayoria de los sitios. A su vez, la genotipificacion de RV mostró en estos tres sitios un 

presunto origen de contaminación bovina. Otro sitio destacado en esta microcuenca es 

el 11, ya que no recibe aportes de aguas servidas de manera superficial y mostró 

concentraciones de NoV importantes, se puede inferir que la contaminación fue 

generada por los bañístas ya que los niños lo utilizan para baño cuando regresan de la 

escuela. El origen de la contaminación fecal deducida según la relacion CF/EI [98] en 

las muestras de esta microcuenca no concuerda con lo relevado para los virus en 

alguno de los sitios. Mientras que las aguas procedentes de los 8, 11, 13, 14 y 15, 

poseen contaminación de origen animal según los CF/EI, los datos virales muestran 

que la mayoría de estas fueron positivas para NoV que es exclusivamente humano y/o 

se amplificó secuencias de RV con elevada identidad con secuencias de origen 

humano.  

Por último, la microcuenca Cañada D es la que presentó el porcentaje de positividad 

más bajo para RV y NoV (Figura 23). El sitio 9 mostró altas concentraciones de 

partículas virales de Norovirus, el mismo es un pozo sin ningúna contaminación de 

agua servida de manera superficial. Por lo que se puede inferir que los aportes de 

materia fecal podrían estar causados por los bañistas, dado que este sitio es una 

cantera que se utiliza todo el año, tanto por niños como por adultos, o que el mismo 

pueda estar siendo contaminado por aguas subterraneas portadoras de patógenos. De 

igual manera que en otros casos en el sitio 16 se logró identificar RV en el último 
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muestreo con un porcentaje elevado de identidad con cepas de origen bovino (Tabla 

15). Este sitio se encuentra en una zona densamente poblada y es visitado 

frecuentemente por niños para bañarse. Además, este origen resulta contradictorio 

con el origen humano de la contaminación deducida según la relación CF/EI [98]. 

Tomando en cuenta que cepas de Rotavirus características de animales han sido 

recuperadas de humanos [75], que RV es un virus donde es frecuente el 

reordenamiento entre cepas animales y humanas [73], y que en esta tesis se 

detectaron altas concentraciones de este virus. Se puede concluir la existencia de un 

riesgo potencial para la salud de esta población y especialmente la de los niños que 

utilizan estas aguas para baño. Para poseer una idea mas acabada del riesgo al que los 

bañistas se exponen es necesario realizar un evaluación cuantitativa del riesgo 

microbiológico. 

En cuanto a la influencia de los factores ambientales sobre la presencia viral se debe 

considerar la heterogenidad presente. En el segundo muestreo se observa una 

disminución general en las concentraciones de NoV y ningún cambio para RV, en 

contraste a lo observado para CF que en general hubo un aumento de las UFC 

detectadas [98]. Dado el efecto de arrastre que tienen las precipitaciones sobre la 

materia fecal depositada en el suelo y la resuspención de sedimento de las fuentes de 

agua [4], se esperaba un aumento en la concentración viral durante este muestreo. 

Sobre todo tomando en cuenta el periodo prolongado de ausencia de lluvia previo que 

podria haber favorecido el depósito de materia fecal en el suelo, la cual sería 

arrastrada hacia las fuentes de agua estudiadas por escorrentía. Además, el hecho de 

que al momento de toma de muestra se observaron en el suelo señales de que la 

escorrentía ocurrió, refuerza la idea de que las concentraciones de particulas virales 

deberian haber aumentado. 

Entre el primer y el tercer muestreo las condiciones de humedad aumentaron 

considerablemente. En general se ha observado que los patógenos microbianos son 

detectados más frecuentemente en condiciones húmedas cuando se compara con 

condiciones secas como la del primer muestreo. Además considerando que el aumento 

de la temperatura no fue de notoria importancia (aproximadamente 4ºC). Estudios 

anteriores muestran diferencias en la presencia de NoV entre estaciones húmedas y 

secas, con un patrón claramente estacional de circulación durante las estaciones 

húmedas [44], [60]. En este sentido se esperaría que la detección de NoV fuera mayor 

luego de un periodo de lluvias prolongado que en la condición de sequía previa. Lo 

interesante es que esto no ocurrió y la detección de NoV decayó fuertemente. Esto 

puede deberse a que el período de muestreo de ésta tesis abarcó solo dos estaciones 

que son en general secas, primavera-verano, por lo que el efecto de la lluvia no pudo 
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observarse en su máxima expresión. Otros trabajos han mostrado que el 

comportamiento de los virus frente a la lluvia genera resultados contradictorios. Se ha 

observado que la lluvia ha sido asociada al incremento de la concentración viral en uno 

o dos órdenes de magnitud en aguas de Brasil [62]. Así mismo otro trabajos en Estados 

Unidos no han observado diferencias en los niveles de contaminación viral [146], 

mientras que también en Brasil sí se ha visto un descenso en el nivel de patógenos 

durante eventos hidrológicos [84]. Por lo que es necesario profundizar los estudios del 

comportamiento viral frente a eventos hidrológicos para poder realizar teorías que se 

ajusten mejor a lo que ocurre en cada microcuenca.  

Por su parte, la relación de NoV con la temperatura fue notoriamente negativa (Figura 

27), temperaturas más altas reflejaron menor carga viral, este fenómeno ya fue 

explicitado anteriormente en un estudio en aguas residuales de Montevideo [40]. Este  

hecho puede ser explicado por la naturaleza de este virus, por un lado su falta de 

envoltura que los hace más resistente a las condiciones de un entorno acuoso y por 

otro su naturaleza de genoma ARN simple hebra que es lábil a la radiación solar. Por 

otro lado se denota que los RV no tuvieron tanta variación con la temperatura lo que 

puede estar determinado por la naturaleza de su genoma ARN doble hebra y sus tres 

cubiertas proteicas que conforman la cápside viral. Este hecho no concuerda con lo 

mostrado previamente en otros trabajos en que las epidemias causadas por los 

Rotavirus poseen un patrón estacional con claros picos en invierno que involucran una 

variedad de factores como la sobrevivencia de los virus en el ambiente [72]. Para una 

interpretación más profunda y acertada de las tendencias observadas sería necesario 

contar con mayor cantidad de muestreos que abarquen al menos un año para tener en 

cuenta las diferentes estaciones y condiciones climáticas que existen en nuestro país. 

Existen numerosos estudios comparando la presencia de indicadores bacterianos y 

virus, en una revisión del tema realizada por Bofill-mas y cols. en 2013, se muestra la 

ausencia de asociacion entre ambos microoorganismos [7]. Esta premisa se cumple en 

el caso de los NoV, lo que puede deberse a que la fuente de contaminación de ambos 

patógenos es diferente. Mientras que los coliformes termoestables pueden provenir 

de una variedad de animales e incluso crecer en el agua bajo ciertas condiciones, los 

NoV detectados en este trabajo solo provienen de humanos. Pero contrariamente a lo 

esperado los RV desplegaron la misma tendencia que los CF en el gráfico de caja 

(Figura 28). Si se observa con mayor detenimiento este hecho se aprecia que RV tiende 

a tener un comportamiento aleatorio en la primer categoría ya que el mismo sitio en 

algun muestreo mostró resultados nulos y en otros alta carga viral. 

La categoría 3 cumplió con los valores estandares de calidad microbiológica 

establecidos por la regulación [98], aun así estos sitios mostraron la presencia de 
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particulas virales de NoV y RV. Dada la baja dosis infectiva de estos virus y las cargas 

virales detectadas, se debe prestar especial atención a estos sitios ya que podrían 

llegar a constituir una fuente importante de infección que no pudo ser predicha por los 

indicadores microbiológicos.  

La tendencia observada en la Figura 28 para Rotavirus y discutida en los párrafos 

anteriores, fue puesta a prueba con la estimación del Coeficiente de Correlación de 

Pearson que reveló que existe una correlación positiva con alto apoyo estadístico entre 

la carga viral de RV y la concentración de Coliformes Termotolerantes. Esto indica la 

tendencia de aumento de copias genómicas de este virus cuando aumentan los 

indicadores bacterianos a pesar de los valores de RV nulos obtenidos en las categorías 

1 y 2. Así mismo el gráfico de correlación binaria y predicción lineal con intervalos de 

confianza de la Figura 29 muestra un intervalo de confianza con importante bondad de 

ajuste como se ha observado para Adenovirus con respecto a E.coli en aguas 

recreacionales Europeas [147], así mismo otros trabajos previos han mostrado la 

relación inversa entre indicadores bacterianos y la prescencia viral [146]. 

Por último, las principales fuentes de enfermedades humanas en aguas de playa 

incluyen aguas residuales, escorrentía agrícola, especialmente de heces de ganado, y 

contagio bañista-bañista. Además, modelos estimativos sugieren que a nivel mundial 

NoV y RV son los responsables del 75% de las enfermedades de los bañistas y se ha 

demostrado que hay una vinculación dosis-respuesta, cuanto mas contaminada el agua 

o cuanto más se ingiera de la misma resulta en mayores tasas de gastroenteritis [139]. 

Todo esto pone en manifiesto la relevancia de los datos obtenidos en esta tesis con 

respecto a la salud pública de los pobladores de Barros Blancos que uti lzan estas aguas 

para recreacion. Así mismo, los estudios ambientales han demostrado ser una 

herramienta útil para estudios epidemiológicos demostrando a través del ambiente la 

diversidad de virus circulantes en una determinada población. La presencia de los tres 

virus estudiados en las aguas de Barros Blancos provee una evidencia que los mismos 

están circulando en la población de la zona. Vale destacar que la presencia de genoma 

de los virus entéricos estudiados en esta tesis indica la ocurrencia de contaminación 

fecal, humana y animal, pero no es suficiente para inferir la infectividad viral. Factores 

como la temperatura, pH y radiación UV son conocidos por causar cambios 

conformacionales en la cápside viral que pueden generar partículas inviables [148]–

[152]. Por lo que análisis de viabilidad en cultivo celular serían necesarios para obtener 

datos concluyentes en este sentido. Otro aspecto a tener en cuenta es que en Barros 

Blancos el rápido y desordenado crecimiento en la población que generó la creación de 

nuevas zonas pobladas -entre las que se encuentran asentamientos irregulares- puede 

llevar a problemas en los ecosistemas acuáticos. Otros estudios han demostrado que el 

desarrollo urbano a lo largo de arroyos lleva a una pérdida de biodiversidad y a la 
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disminución de la calidad de agua de estos ecosistemas dada una serie de efectos 

adversos en estos cuerpos de agua, incluídos las descargas de aguas residuales no 

tratadas dentro de los mismos [60]. Las directrices en lo que tiene que ver con la 

cantidad de virus en aguas recreacionales que existe en otros países, se centran en 

prevenir el riesgo implementando prácticas de manejo que deben ser adoptadas para 

asegurar que las aguas recreacionales estén protegidas de la contaminación directa de 

material fecal, particularmente de origen humano y de animales domésticos [153]. 

La virología ambiental es una disiplina que se ocupa de la epidemiología, diversidad, 

detección viral, entre otras, pero también tiene relevancia a nivel de politicas públicas, 

tanto de salud como de ingeniería de servicios y en este sentido es que se pretende 

aportar con esta tesis al área de estudio. Barros Blancos posee como ventaja la 

tradición en el terreno de las organizaciones sociales y la cercanía de Montevideo y 

dificultades como la falta de desarrollo, la dispersión geográfica de la población y la 

ausencia de identidad común. La falta de lugares de esparcimiento puede ser un 

motivo para intentar recuperar la calidad de los ecosistemas acuáticos. Si bien la falta 

de recursos es una dificultad, las Naciones Unidas han realizado un estudio de costo-

beneficio de implementar medidas sanitarias a nivel global. Los resultados muestran 

que la implementación de todas las mejoras en la calidad de agua y saneamiento 

poseen una relación costo/beneficio alta, y que es aplicable a todas las regiones del 

mundo. En regiones en desarrollo el retorno de invertir 1 dólar es de alrededor de 5 a 

28 dólares por lo que sería interesante que autoridades nacionales y departamentales 

evaluaran seriamente la realización de una red local de saneamiento, tanto sea de 

forma tradicional como algún tipo de saneamiento alternativo que sea amigable con el 

ambiente, esto redundaría de manera importante en la calidad del agua [122], [154]. 
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7. Conclusiones 

 

 La técnica de concentración utilizada permitió detectar y cuantificar 

satisfactoriamente los virus analizados en esta tesis. Los resultados muestran 

un 90% de muestras positivas para al menos un virus y que todos los s itios 

fueron positivos para algún virus en al menos un muestreo.  

  

 Las secuencias de Rotavirus obtenidas mostraron alto grado de identidad con 

secuencias del virus circulantes en bovinos y humanos de la región y fuera de 

esta. Los P tipos presentes en el área de estudio fueron P[5] en un 61%, P[9] en 

un 17% y P[11] en un 11%, mientras que los G tipos fueron G10 con un 89% y 

G6 con un 11% de las muestras positivas. Este es el primer trabajo en el que se 

detecta la circulación en nuestro país de los genotipos P[5] y G6 en el 

ambiente. 

 

 Se detectó en mayor medida el genotipo II de Picobirnavirus con respecto al 

genotipo I, siendo las secuencias analizadas para el GII divergentes. 

 

 Mediante PCR cuantitativa se detectó Rotavirus en un 49% de las muestras y 

Norovirus en un 51% de las mismas con una distribución amplia en el territorio, 

sin vinculación clara con la densidad poblacional.  

 

 La disminución en la concentración de Norovirus en las aguas estudiadas así 

como la concentración mantenida de Rotavirus a lo largo de los muestreos, no 

puede ser claramente explicada por variables ambientales.  

 

 La disminución en la carga viral de Norovirus luego de un evento de lluvia 

intensa como fue en el segundo muestreo, no demuestra la presencia del 

efecto de escorrentía esperable en estos casos con un aumento de la carga 

viral. 

 

 La carga viral de Rotavirus presente en los sitios mostró una clara correlación 

positiva con la concentración de los Coliformes Termotolerantes.  

 

 Las microcuencas Cañada C y Tajamar Caputo fueron las que mostraron mayor 

contaminación fecal, siendo las mismas las que presentan matrices de agua con 

amplio uso en actividades de recreación. 
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 En su conjunto los datos obtenidos en esta tesis revelan que las aguas 

recreacionales de Barros Blancos, poseen contaminación fecal de origen bovino 

y humano lo que constituye un riesgo para la población de la zona y enfatizan la 

necesidad de la implementación de acciones que apunten a mitigar ésta 

contaminación y prevenir la transmisión de estos patógenos virales. 
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8. Perspectivas 

 

 Para testear la viabilidad de los virus detectados se considera necesario realizar 

una técnica que involucre cultivo celular como la técnica de Cultivo Celular 

Integrado (ICC) a PCR o ICC-qPCR en este sentido se propone como perspectiva 

realizar ICC-qPCR para Rotavirus el cual es cultivable en células MA104. 

 

 

 Para poseer una idea mas acabada del riesgo al que los bañistas se exponen 

cuando utilizan las aguas analizadas en esta tesis , es necesario realizar la 

evaluación cuantitativa del riesgo microbiológico con los datos de 

cuantificación de Rotavirus y Norovirus. 

 

 

 Para analizar con mayor profundidad la dinámica de estos virus en el  territorio 

de Barros Blancos se debe diseñar un estudio que abarque un período de 

tiempo más prolongado, incluyendo las cuatro estaciones, además de un 

relevamiento de muestras clínicas provenientes de materia fecal de pacientes 

con gastroenteritis, que permita correlacionar o no los virus presentes en el 

agua con los que circulan en la población. 
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10. Anexo  
Tabla A 1. Información sobre los puntos de toma de muestra . 

Sitios de 

muestreo 
Microcuenca 

Nombre sitio de 

muestreo 
Descripción 

Uso como agua 

recreativa 

Área 

(ha) 

Coordenadas  

(Latitud, 

Longitud) 

1 

 

Tajamar “El  

Coronel” 

 

Parte oeste del 

ta jamar “El 

Coronel” 

El ta jamar se ubica al 

extremo sur de la zona de 

estudio.  La microcuenca 

asociada es  grande pero poco 

poblada con excepción de 

una estrecha franja al norte. 

El sector oeste del  tajamar es  

drenado por una cañada del  

sector sur de la microcuenca 

Lugar de baño 

de los 

habitantes  de 

Bella Vis ta de 

Carrasco. 

0,6 
-34,7799 

-56,0065 

2 

Cuneta en avenida 

José María  García  a 

unos metros  del  

punto donde se 

vierte en la cañada 

emisora del  tajamar 

“El Coronel”. 

Es una de las cunetas más 

grandes  del sector. Colecta 

las aguas servidas de gran 

parte de las viviendas de 

avenida José María  García . 

---- ----- 
-34,7775 

-56,0078 

3 

 

Tajamar 

Caputo 

En el ta jamar 

Caputo cerca  de la 

confluencia con las 

cañadas 

provenientes de 

Paso Escobar y de 

Bella Vis ta 

La  microcuenca asociada al 

ta jamar es de relativamente 

pequeña dimensión pero 

tiene alta  densidad 

poblacional, integrando a  

una gran parte del 

asentamiento de Paso 

Escobar y de Bella Vis ta . 

Dada la gran extensión y 

particularidades  del ta jamar 

se han tomado tres puntos  de 

muestreo. 

 

Baños y pesca 

deportiva  por 

los moradores  

de Paso Escobar 

y Bella Vis ta 

1,8 

-34,7700 

-56,0108 

4 

En el ta jamar  

Caputo a unos  

metros  del caño de 

salida de agua 

-34,7712 

-56,0114 

5 

En el ta jamar  

Caputo cerca  de la 

confluencia con las 

cañadas 

provenientes de 

Paso Escobar y de 

Bella Vis ta 

-34,7711 

-56,0092 

6 Cañada A 

Para  entender mejor la 

relación entre la 

contaminación fecal del  

ta jamar y la de las 2 cañadas 

que lo alimentan, se tomaron 

muestras de éstas. 

----  
-34,7691 

-56,0107 

7 Cañada B 

Se han 

observado 

niños 

bañándose en 

cunetas que 

desembocan en 

la cañada 

 
-34,7700 

-56,0065 
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8 

 

 

Cañada C 

 

Puente de la  calle 

Tala 

Nace en Bella Vista , cruza 

Villa Universitaria  y luego 

Villa Carmen. La  microcuenca 

asociada es  pequeña pero 

densamente poblada e 

incluye parte de Bella Vista  

Chico por lo que las cunetas 

provenientes de este vierten 

en la cañada a la  altura  del  

puente y aguas  arriba, 

contaminando al lugar de 

baños. 

Cuando llueve 

el nivel de agua 

suben y los 

niños pequeños 

aprovechan 

para  meterse 

en el agua 

 
-34,7680 

-56,0011 

9 

 

 

 

Cañada D 
Cantera  de los  

Mili tares 

Es una antigua cantera ahora 

inundada que se ubica al lado 

de un cuartel militar, a unos 

200 m al es te de la Escuela Nº 

187 en Villa Universitaria . La 

microcuenca asociada es  de 

pequeño tamaño, no incluye 

a ninguna vivienda (los 

efluentes de la  Escuela Nº 

187 y del  cuartel  no afectan 

directamente a la cantera) 

Lugar de baños  

y pesca  

deportiva  más  

frecuentado de 

la zona, incluso 

en invierno 

0,7 
-34,7631 

-55,9924 

10 

 

 

 

 

 

 

Cañada C 

 

Pozo de los  

Bomberos 

Es donde los  bomberos se 

abastecían antiguamente de 

agua. La  microcuenca 

asociada a  la cañada, cuando 

atraviesa al pozo, integra  a 

buena parte de Villa 

Universi taria y Bella Vis ta 

Chico así como a un sector 

poblado colindante del  

camino Ventura . 

Frecuentado 

ocasionalmente 

por niños  de 

Villa 

Universi taria 

0,07 
-34,7625 

-55,9982 

11 
Último pozo de la  

Ladrillera 

El es  un conjunto de 3 

pequeños pozos pocos 

profundos. Parecen haber 

servido de pozo de extracción 

de arcilla para una ladrillera 

cercana y que ahora si rven 

como reservorio para  riego. 

La  microcuenca asociada es 

de pequeño tamaño y no 

incluye a  ninguna vivienda.  

Se tomaron las muestras en 

el úl timo de los 3 pozos , 

ubicado aguas debajo de los 2 

primeros . 

Lugar de baño 0,05 
-34,7666 

-55,9984 

12 
Puente de la  calle 

19 de Junio 

En este punto el  agua es 

demasiado poco profunda 

para  que los  niños  se bañen, 

pero si lo hacen aguas arriba 

del  puente en lugares de 

Baño en un 

tramo aguas 

arriba 

 
-34,7640 

-55,9992 
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Se detalla la microcuenca a la que cada punto pertenece, la localización y su utilización por los 
vecinos. Cuadrado: Tajamar “El coronel”. Triangulo: Tajamar Caputo. Circulo: Cañada C. 
Rombo: Cañada D. Información extraída de CEUTA , 2013 [98].  

di fícil  acceso por lo que se 

muestreó el agua en el  

mismo puente 

13 
Cuneta de la  calle  

Maldonado 

Es una cuneta  secundaria , 

ubicada en Villa Carmen, 

cuyas aguas vierte en las 

cunetas principales del 

camino República. 

-----  

 

-34,7549 

-55,9979 

14 
Puente del camino 

República 

La  microcuenca asociada es 

grande, con varios sectores  

densamente poblados del  

barrio  Villa Carmen. Hay 

cunetas que se vierten en la 

cañada aguas  arriba del  

puente. 

Baño en un 

tramo de la 

cañada ubicado 

aguas arriba 

 
-34,7552 

-55,9960 

15 
Cuneta de la  calle 

Cabildo 

Es una cuneta  secundaria , 

ubicada en Villa Carmen, que 

se vierten en las cunetas 

principales del camino 

República . 

----  

 

-34,7555 

-55,9957 

16 

 

Cañada D 

 
cañada D 

Las cunetas que drenan las 

aguas servidas de los  sectores 

poblados  de ambas márgenes 

de la cañada, se vierten en 

ésta aguas arriba  del área  de 

baños, afectando 

directamente la calidad del 

agua. La  microcuenca 

asociada a  la cañada es  

grande y poco poblada 

excepto en su tramo final. 

Los  niños  se 

bañan en un 

tramo de agua 

empozada 

ubicado aguas 

abajo del 

puente. 

 
-34,7568 

-55,9885 
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Tabla A 2: cuanti ficación de Norovirus genogrpo I y I I . 

 Muestreo 1 Muestro 2 Muestreo 3 Muestreo 4 

Sitios NoV GI 
cg/mL 

NoV GII 
cg/mL 

NoV GI 
cg/mL 

NoV GII 
cg/mL 

NoV GI 
cg/mL 

NoV GII 
cg/mL 

NoV GI 
cg/mL 

NoV GII 
cg/mL 

1  2.1E+01       

2  1.6E+01       

3 1.2E+01 1.2E+03       

4 1.3E+01 6.8E+01  1.3E+01     

5 1.7E+01 1.4E+02  1.0E+01     

6   2.4E+01 2.5E+01 3.0E+01 3.1E+01    

7    1.2E+01     

8 1.6E+01 4.4E+01    1.9E+01   

9  2.4E+01       

10 1.0E+01 2.5E+02  1.2E+01  6.3E+01   

11 1.3E+01 7.0E+02       

12 1.3E+01 7.1E+02  1.4E+01  1.6E+01   

13 1.3E+01 2.3E+02  3.0E+01  3.9E+01   

14 2.3E+01 1.3E+02       

15 4.5E+01 1.2E+02 2.7E+01 4.5E+01 2.3E+01 1.3E+01   

16  2.3E+01       
GI: Genogrupo I, GII: Genogrupo II. cg/mL: copias  genómicas/mililitro. Los si tios  acentuados  en negri ta  indican 
aquellos  que fueron incluidos  en el  muestreo 4. 

 

 
Tabla A 3: Cuantificación de Rota virus .  

 Muestreo 1 Muestreo2 Muestreo 3 Muestreo 4 

Sitios RV cg/mL RV cg/mL RV cg/mL RV cg/mL 

1  2.4E+00 4.7E+01  

2   1.8E+02  

3 1.0E+01 4.0E+00 1.2E+02  

4 1.2E+01  1.7E+02  

5 3.4E+01    

6 7.7E+03 1.7E+02 5.4E+03  

7  3.3E+02 6.0E+02  

8 8.5E+01 3.6E+01 6.5E+01  

9     

10 3.2E+01  2.0E+02  

11     

12     

13 1.0E+05  4.9E+05  

14 2.7E+01 1.1E+02 1.8E+02  

15 7.6E+03  6.0E+02  

16  7.2E+01   
cg/mL: copias genómicas/mililitro. Los  sitios  acentuados en negri ta  indican aquellos  que fueron incluidos en el 
muestreo 4. 
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Figura  A 1: Mapa Relieve del terri torio de estudio mostrando la diferencia  de pendientes entre el  sector camino 

República y la  microcuenca Caputo. Extra ído de CEUTA, 2013 [98]. 


