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1. RESUMEN 

MENDOZA GUTIÉRREZ VÍCTOR HUGO. DIAGNÓSTICO MOLECULAR DE ARENAVIRUS (Arenaviridae) EN 

ROEDORES SILVESTRES DEL NOROESTE DE CHIHUAHUA, MÉXICO. (BAJO LA DIRECCIÓN DE: M. EN C. ANDRÉ 

VÍCTOR RUBIO CARRASCO, DRA. ROSA ELENA SARMIENTO SILVA Y DR. GERARDO SUZÁN AZPIRI). Los 

arenavirus (Mammarenavirus; Arenaviridae) son un grupo de virus causantes de enfermedad zoonótica 

transmitida por roedores de gran interés, ya que hasta la fecha se tiene registro de ocho arenavirus 

patógenos, algunos potencialmente letales. En México se tiene evidencia serológica en roedores de diversos 

estados y también evidencia molecular en dos zonas del país. El noroeste de Chihuahua es una región de 

potencial importancia para el estudio de arenavirus, ya que existe un reporte de roedores seropositivos a 

arenavirus. Además, dicha zona presenta cercanía geográfica y similitud de condiciones ecológicas con zonas 

del suroeste de Estados Unidos donde existen roedores reservorios de arenavirus y casos de fiebre 

hemorrágica en humanos. Los objetivos de este trabajo fueron i) montar la técnica de RT-PCR anidada para el 

diagnóstico molecular de arenavirus, ii) analizar muestras de órganos de roedores silvestres del noroeste de 

Chihuahua mediante dicha técnica y iii) determinar las diferencias entre la abundancias de roedores 

reservorios potenciales de arenavirus en tres distintos hábitats (matorral de mezquite; pastizal con presencia 

de perritos de la pradera, Cynomys ludovicianus; pastizal sin perritos de la pradera) en el noroeste de 

Chihuahua. En este estudio, pudimos estandarizar la técnica de diagnóstico molecular para arenavirus 

mediante la RT-PCR anidada. En marzo y octubre de 2013, se capturaron 504 roedores pertenecientes a 10 

especies, 6 Géneros y 2 Familias, de los cuales se colectaron muestras de 85 diferentes individuos para el 

análisis de laboratorio. No se logró determinar la presencia de arenavirus en las muestras analizadas. Por otro 

lado, los resultados del análisis de abundancias de reservorios mostraron que existen diferencias significativas 

entre las abundancias de reservorios potenciales en los distintos tipos de hábitats (H=10.26; p=0.006). Se 

encontró una mayor abundancia de roedores reservorios potenciales en mezquite en comparación a los 

pastizales sin perritos de la pradera. No se encontraron diferencias entre las abundancias de reservorios entre 

mezquite y pastizal con perritos de la pradera y entre ambos pastizales. La estandarización de una técnica 

para el diagnóstico de arenavirus en México servirá como base para futuras investigaciones sobre la ecología 

del virus y sus reservorios, así como su relación con la salud humana. Los resultados negativos en este 

trabajo no indican necesariamente que el virus no se encuentra circulando en los roedores de la zona. Se 

sugiere que estudios posteriores en la zona de estudio se enfoquen principalmente en muestrear roedores en 

zonas de matorrales con mezquites. 
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2. INTRODUCCIÓN 
	
  

Las enfermedades infecciosas emergentes (EIE) son enfermedades nuevas que 

han aparecido en una población o que ya han existido previamente, aumentando 

de manera rápida su incidencia y modificando su rango geográfico (Woolhouse et 

al., 2005). En décadas recientes se ha incrementado el número de EIE que 

afectan al ser humano, llegando a registrase entre 1940 y 2004 más de 300 

patógenos causales (Jones et al., 2008). Este fenómeno se ha visto relacionado 

principalmente con actividades antropogénicas, tales como, el cambio de uso de 

suelo, el aumento en la movilización de las personas y la invasión humana hacia 

ambientes naturales (Daszak et al., 2000). 

Alrededor del 60% de las EIE son causadas por patógenos zoonóticos 

(transmisión animal-humano). De estas zoonosis, el 70% proviene de la fauna 

silvestre (Jones et al., 2008), hecho que ha acrecentado el interés en investigación 

sobre temas que involucren la relación entre fauna silvestre y sus patógenos 

(Jones et al., 2013), entre los cuales destacan los murciélagos (Chiroptera) y 

roedores (Rodentia) como principales reservorios silvestres de enfermedades 

zoonóticas (Luis et al., 2013; Young et al., 2014). 

Dentro de las enfermedades virales zoonóticas transmitidas por roedores se 

encuentran las fiebres hemorrágicas causadas por dos grupos distintos de virus, 

los arenavirus (Arenaviridae) y los hantavirus (Bunyaviridae) (Cleri et al., 2006). En 

general, cada virus de ambos grupos está relacionado primariamente con una sola 

especie de roedor de las Familias Muridae o Cricetidae (Charrel y De Lamballerie, 
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2003; Kunz, 2009). La distribución geográfica del hospedero marca directamente 

la distribución del virus (Charrel y De Lamballerie, 2010) y por lo tanto, el área 

máxima en la cual la enfermedad pueda ser endémica (Mills y Childs, 1998). 

Algunas de las especies del Género Mammarenavirus (Radoshitzky et al., 2015), 

miembros de la Familia Arenaviridae, son consideradas agentes causales de 

fiebres hemorrágicas y meningitis aséptica en humanos, quienes se infectan a 

partir del contacto con roedores infectados o por inhalación de excreciones y 

secreciones de los mismos (Charrel et al., 2011). En los hospederos silvestres 

provocan infección crónica y asintomática (Milazzo et al., 2013).  

Por otro lado, se ha determinado que los distintos hábitats dentro de un paisaje 

pueden presentar diferentes composiciones de hospederos, esto puede llevar a 

que algunos hábitats presenten mayores prevalencias de ciertos patógenos como 

los arenavirus (Bennett et al., 2000; Laakkonen et al., 2006; Charbonnel et al., 

2008; Coulibaly-N'Golo et al., 2011), y por ende, un mayor riesgo de exposición 

para los humanos. 

A continuación se presenta información general sobre los arenavirus y 

posteriormente se presenta información sobre las características del área de 

estudio como zona potencial para la presencia de arenavirus. 

2.1. ARENAVIRUS 

De acuerdo con la lista más reciente del 9° Comité Internacional de Taxonomía de 

Virus (Salvato et. al, 2012) y en base a las modificaciones realizadas por 

Radoshitzky y colaboradores (2015), la Familia Arenaviridae se comprende en dos 
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géneros, Mammarenavirus y Reptarenavirus, formados a su vez por 27 y 3 

especies, respectivamente. Además, se tiene evidencia de algunas otras especies 

propuestas que no han sido incluidas en la lista (Charrel y De Lamballerie, 2008; 

Inizan et al., 2010; Cajimat et al., 2012). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1. (a) Árbol filogenético de distintos arenavirus. Arenavirus del Viejo Mundo en color azul, 
clado A-Rec en rojo, clado A en café, clado B en morado y clado C en verde (imagen tomada de 
Emonet et al., 2009). (b) Distribución de los roedores hospederos según el clado de arenavirus que 
lo infecta (imagen tomada de Irwin et al., 2012). 

 

Desde el punto de vista serológico, filogenético y geográfico, los arenavirus 

correspondientes al Género Mammarenavirus se dividen en dos grandes grupos o 

serocomplejos (figura 1), (1) el complejo Lassa-Coriomeningitis Linfocítica, que 

incluye a los arenavirus del viejo mundo y al ubicuo Virus de la Coriomeningitis 

Linfocítica (LCMV), y (2) el complejo Tacaribe que incluye a los arenavirus del 

Nuevo Mundo (cuadro 1) (Clegg, 2002; Charrel y De Lamballerie, 2008; Yun y 

(a)	
   (b)	
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Walker, 2012). A su vez, los virus pertenecientes al complejo Tacaribe se agrupan, 

según características filogenéticas, en tres clados A, B y C (Bowen et al., 1996). 

Cuadro 1. Arenavirus del Nuevo Mundo. Distribución de arenavirus y roedores hospederos a los que infectan, 
tomando en cuenta si son causantes de enfermedad zoonótica (modificado de Charrel y De Lamballerie, 
2010). * Virus no reconocido como especie por el ICTV; NR No reportado; FH Fiebre hemorrágica; EF 
Enfermedad febril adquirida en laboratorio; PEF-L Posible enfermedad febril adquirida en laboratorio; PEF 
Posible enfermedad febril; † Aislado de un caso fatal en humanos 

Virus.	
   Abreviación	
   Clado	
   Distribución	
   Huésped	
   Zoonosis	
  

Allpahuayo	
  mammarenavirus	
   ALLV	
   A	
   Perú	
   Oecomys	
  sp	
   NR	
  

Amapari	
  	
  mammarenavirus	
   AMAV	
  

	
  

B	
   Brasil	
   Oryzomys	
  gaeldi	
  

Neacomys	
  guianae	
  

NR	
  

Bear	
  Canyon	
  	
  mammarenavirus	
   BCNV	
   A-­‐REC	
   E.U.A	
   Peromyscus	
  californicus	
   NR	
  

Big	
  Brushy	
  Tank*	
   BBTV	
   A-­‐REC	
   E.U.A.	
   Neotoma	
  albigula	
   NR	
  

Catarina*	
   CTNV	
   A-­‐REC	
   E.U.A.	
   Neotoma	
  micropus	
   NR	
  

Chapare	
  	
  mammarenavirus	
   CHPV	
   B	
   Bolivia	
   Desconocido†	
   FH	
  

Cupixi	
  	
  mammarenavirus	
   CPXV	
   B	
   Brasil	
   Oryzomys	
  spp	
   NR	
  

Flexal	
  	
  mammarenavirus	
   FLEV	
   A	
   Brasil	
   Oryzomys	
  spp	
   EF-­‐L	
  

Guanarito	
  	
  mammarenavirus	
   GTOV	
   B	
   Venezuela	
   Zygodontomys	
  brevicauda	
   FH	
  

Junín	
  	
  mammarenavirus	
   JUNV	
   B	
   Argentina	
   Calomys	
  musculinus	
   FH	
  

Latino	
  	
  mammarenavirus	
   LATV	
   C	
   Bolivia	
   Calomys	
  callosus	
   NR	
  

Machupo	
  	
  mammarenavirus	
   MACV	
   B	
   Bolivia	
   Calomys	
  callosus	
   FH	
  

Ocozocoautla	
  de	
  Espinoza*	
   OCEV	
   NR	
   México	
   Peromyscus	
  mexicanus	
   NR	
  

Oliveros	
  	
  mammarenavirus	
   OLVV	
   C	
   Argentina	
   Bolomys	
  spp	
   NR	
  

Paraná	
  	
  mammarenavirus	
   PARV	
   A	
   Paraguay	
   Oryzomys	
  buccinatus	
   NR	
  

Patawa	
  	
  mammarenavirus	
   PTWV	
   A	
   Guyana	
  Francesa	
   Oecomys	
  spp	
   NR	
  

Pichinde	
  	
  mammarenavirus	
   PICV	
   A	
   Colombia	
   Oryzomys	
  albigularis	
   NR	
  

Pinhal*	
   PINV	
   NR	
   Brasil	
   Calomys	
  tener	
   NR	
  

Pirital	
  	
  mammarenavirus	
   PIRV	
   A	
   Venezuela	
   Sigmodon	
  alstoni	
   NR	
  

Real	
  de	
  Catorce*	
   RCTV	
   NR	
   México	
   Neotoma	
  leucodon	
   NR	
  

Sabiá	
  	
  mammarenavirus	
   SABV	
   B	
   Brasil	
   Desconocido†	
   FH	
  

Skinner	
  Tank*	
   SKTV	
   A-­‐REC	
   E.U.A.	
   Neotoma	
  mexicana	
   NR	
  

Tacaribe	
  	
  mammarenavirus	
   TCRV	
   B	
   Trinidad	
   Artibeus	
  spp.	
  (quiróptero)	
   PEF-­‐L	
  

Tamiami	
  	
  mammarenavirus	
   TAMV	
   A-­‐REC	
   E.U.A.	
   Sigmodon	
  hispidus	
   NR	
  

Tonto	
  Creek*	
   TTCV	
   A-­‐REC	
   E.U.A.	
   Neotoma	
  mexicana	
   NR	
  

White	
  Water	
  Arroyo	
  	
  

mammarenavirus	
  

WWAV	
   A-­‐REC	
   E.U.A.	
   Neotoma	
  mexicana	
   PEF	
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2.2. ESTRUCTURA Y ORGANIZACIÓN GENÓMICA 

Los miembros del Género Mammarenaviridae son virus envueltos con ARN de 

cadena sencilla y doble sentido, poseen un genoma bisegmentado compuesto por 

el segmento L (Large) de 7200 nucleótidos, que codifica para dos proteínas, la L-

polimerasa y la proteína Z, y el segmento S (Small) de 3400 nucleótidos, que 

codifica para un precursor de la Glicoproteína (GP) y la Nucleoproteína (NP) 

(Archer et al, 2002; Urata et al., 2012), divididos a la vez por una región 

intergénica no codificante (IGR) (Buchmeier et al., 2007). La Figura 2 esquematiza 

la estructura y organización genómica de los arenavirus. 

 

 

 

 

Figura 2. Esquema del virión y genoma del arenavirus (tomado de Wolff et al., 2013). En la figura 
izquierda se observan las proteínas L, NP y GP (GP-1 y GP-2) y Z, componentes del virión de los 
arenavirus, además de los ribosomas del huésped que dan el aspecto “arenoso” visto en 
microscopía electrónica. La figura derecha representa el genoma de los arenavirus, tanto del 
segmento L como del S, así como las regiones que codifican para las proteínas divididas a su vez 
por la IGR. 

 

En los extremos 3’ y 5’ de cada segmento de ARN se encuentran 19 nucleótidos 

que son complementarios y altamente conservados en todos los arenavirus, 

mismos que son esenciales para los procesos de replicación y transcripción, y que 

incluso se cree que son los sitios de unión para la polimerasa viral (Salvato, 2005). 

Esta complementariedad de secuencia permite que los ARNs genómicos 

Ribosomas	
  	
  
del	
  huésped	
  

Segmento	
  L	
  	
  

Segmento	
  S	
  	
  

IGR	
  

IGR	
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conformen una estructura circular "pan-handle" necesaria para la síntesis de ARN 

eficiente (Lee et al., 2002). 

Los viriones son esféricos a pleomórficos con un diámetro de 50-300 nm (el 

diámetro medio de partículas esféricas es de 120 nm), mientras que los ribosomas 

de las células del huésped, presentes en las partículas virales, son responsables 

de la apariencia arenosa del virus visto con microscopia electrónica, característica 

que da el nombre a los arenavirus (Latin: arena) (Gonzalez, 2007). 

La NP (63 kDa) es el polipéptido más abundante en las células infectadas y en los 

viriones (alrededor de 1530 NP por virión). Es el principal elemento estructural de 

la nucleocápside viral y se asocia con el genoma para formar una estructura 

esférica. La NP es un componente clave del complejo de ribonucleoproteína viral 

(RNP) que dirige la síntesis de ARN viral y constituye la unidad mínima de 

infectividad (Buchmeier et al., 2007). 

La GP consta de una estructura espicular compuesta por GP1 (40 kDa), GP2 (35 

kDa) (Schlie et al., 2010) y un pequeño péptido de 58 aminoácidos que funciona 

como señalizador al dirigir a la GP hacia el retículo endoplásmico (Nunberg y York, 

2012). Es substancial que la GP lleve a cabo un proceso de proteólisis para 

obtener dicha estructura espicular (Beyer et al., 2003). 

Se ha determinado que GP1 es la proteína de unión al receptor α-distroglicano (α-

DG) para los virus miembros del clado C, mas no de A y B, del Nuevo Mundo, así 

como para los virus LCMV y Lassa mammarenavirus (LASV) (Spiropoulou et al., 
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2002). El segmento L codifica para la proteína L (200 kDa), una polimerasa 

dependiente de ARN (RdRP) (Zapata y Salvato, 2013). La proteína Z (11 kDa) es 

un componente estructural de los arenavirus (Salvato et al., 1992), desempeñando 

diversas funciones en el ciclo de multiplicación viral (Wang et al., 2012). Se sabe, 

por ejemplo, que la proteína Z está directamente relacionada con la síntesis de 

ARN (Cornu y De la Torre, 2001), además de ser necesaria para un correcto 

ensamblaje y liberación del virión (Fehling et al., 2012). 

2.3. CICLO VIRAL 

Numerosos estudios han revelado que los arenavirus presentan tropismo hacia 

diversos tejidos en los roedores y otros mamíferos incluyendo al hombre, tanto en 

pulmón, bazo, piel, riñón, hígado, corteza adrenal, miocardio, lengua y linfonodos 

(Fulhorst et al., 2001a; Abbott et al., 2004; Mattar et al., 2011). Los roedores 

adquieren el virus a partir de heridas ocasionadas por encuentros agresivos entre 

machos (transmisión horizontal) (Fichet-Calvet et al., 2014) o por vía 

transplacentaria (transmisión vertical) (Tagliaprieta et al., 2009). 

El receptor de unión principal para muchos de los arenavirus es el α -DG, 

incluyendo a los miembros del Viejo Mundo y a los integrantes del clado C del 

Nuevo Mundo (Spiropoulo et al., 2002), mientras que para el caso de Junin 

mammarenavirus (JUNV) y Machupo mammarenavirus (MACV) se ha propuesto al 

receptor de unión Transferrina 1 como vía de infección a la célula (Radoshitzky et 

al., 2007). Sin embargo, aún hay varios miembros de la Familia Arenaviridae cuyo 

receptor de unión se desconoce en la actualidad. Tras la unión a los receptores 
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celulares, los virus son internalizados por vesículas, y luego se liberan en el 

citoplasma a través de una etapa de fusión de membrana dependiente del pH que 

se lleva a cabo por la porción transmembranal de la glicoproteína viral, GP2 

(Eschli et al., 2006). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3. Replicación y transcripción del segmento S genómico del arenavirus (tomado de Emonet 
et al., 2011). Una vez que la RNP viral se libera en el citoplasma de la célula infectada, la L-
polimerasa o RdRP inicia la transcripción a partir de un promotor situado en el extremo 3' del 
genoma. La transcripción primaria resulta en la síntesis de NP-mRNA y L-mRNA de los segmentos 
S y L respectivamente. Posteriormente la RdRP adopta una función de replicasa y se mueve a 
través de la IGR para generar una copia completa del genoma (antigenoma). Este antigenoma 
servirá como plantilla para la síntesis de GP-mRNA y Z-mRNA. Los antigenomas resultantes 
también sirven como plantillas para la amplificación del ARN del genoma viral. 

 

La síntesis de ARN se lleva a cabo en el citoplasma celular. Debido a la estrategia 

de codificación “doble sentido” (del inglés ambisense) de estos virus, los genes NP 

y L se transcriben directamente de los segmentos genómicos virales, mientras que 

los mRNAs de GP y Z deben ser transcritos de la cadena antigenómica (Günther y 

Lenz, 2004), tal y como se muestra en la figura 3. Junto con NP y L, los dos 

segmentos de genoma “doble sentido” se ensamblan en complejos de RNPs, que 
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sirven como las plantillas para la transcripción y la replicación por la RdRP (Wolff 

et al., 2013). Tras la liberación de la ribonucleoproteína viral (vRNP) en el 

citoplasma de las células infectadas, la ARN polimerasa viral asociada a vRNP 

inicia la replicación del ARN viral y la transcripción de genes (Urata y Yasuda, 

2012).	
  

2.4. EPIDEMIOLOGÍA 

Hasta la fecha, se tiene registro de distintos arenavirus que pueden causar 

enfermedad en humanos, entre ellos se encuentran el virus Lujo mammarenavirus 

(LUJV) y el LASV en África; el LCMV, de distribución mundial y los virus JUNV, 

MACV, Guaranito mammarenavirus (GTOV), Sabiá mammarenavirus (SABV) y 

Chapare mammarenavirus (CHPV), en Sudamérica (Buchmeier et al., 2007; 

Briese et al., 2009). Además, aunque se conoce muy poco sobre las 

consecuencias en la salud humana, otros arevanirus como TCRV y Flexal 

mammarenavirus (FLEV) han causado enfermedad febril a trabajadores en 

laboratorios de investigación (Buchmeier et al., 2007). Por otro lado, hay datos 

sobre tres casos fatales en personas de California, EUA, ocasionados por WWAV 

(CDC, 2000). Los virus antes descritos han sido incluidos en la categoría A de la 

lista de patógenos y considerados como agentes bioseguridad nivel 4 en los 

Estados Unidos y  Europa (Charrel et al., 2011). 

La perturbación del medio ambiente, ya sea debido a ciertas actividades humanas 

(prácticas agrícolas, urbanización, etc.) o a cambios ecológicos naturales 

(inundaciones, tormentas, etc.) puede dar lugar a cambios poblacionales de los 
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hospederos reservorios, aumentando el riesgo de contacto con humanos y por 

ende, de infección (Charrel et al., 2011). Por ejemplo, Fulhorst y colaboradores 

(2007) ponderan que el riesgo de infección por arenavirus en personas cuya 

ocupación implica un contacto físico cercano con roedores reservorios en Norte 

América es bajo, mientras que para el caso de infecciones con arenavirus de 

Sudamérica (muchos de ellos causantes de fiebres hemorrágicas), implica un 

riesgo potencial en personas con actividades ligadas a la agricultura (Cleri et al. 

2006). 

2.5. MANIFESTACIÓN CLÍNICA EN HUMANOS 

Los humanos y los hospederos no reservorios inhalan aerosoles que contienen el 

virus, el cual se ha demostrado que ingresa por las células epiteliales 

gastrointestinales y respiratorias a través de la membrana plasmática apical 

(Buchmeier et al., 2007). 

Existen básicamente dos manifestaciones clínicas en humanos ocasionadas por la 

infección de arenavirus. En la mayoría de los casos, son dependientes del virus 

causante de la infección, así pues, la fiebre hemorrágica viral puede ser causada 

por el LASV y el LUJV África o por el JUNV, MACV, SABV, GTOV y CHPV en 

Argentina, Bolivia, Venezuela y Brasil, respectivamente (Buchmeier et al., 2007; 

Delgado et al., 2008; Briese et al., 2009). La infección por el virus LCM puede 

resultar en enfermedad del sistema nervioso central aguda y malformaciones 

congénitas (Barton y Hyndman, 2000). Además, recientemente se ha descrito 

como una causa importante de infección fatal en los receptores de trasplante de 



	
  
	
  

	
  

12	
  

órganos y los pacientes inmunocomprometidos (Palacios et al., 2008; Singh, 

2013). 

2.6. DIAGNÓSTICO DE LABORATORIO 

Los procedimientos de diagnóstico serológico, como por ejemplo, ensayo 

inmunoenzimático (ELISA), fijación del complemento, inmunofluorescencia 

indirecta o ensayo de neutralización (Martínez et al., 2007; Charbonnel et al., 

2008; Cajimat et al., 2011), pueden indicar la circulación de arenavirus en una 

población dada de una región específica y esto puede servir como base para 

estudios que integren métodos moleculares que demuestren la presencia del virus 

(Charrel y De Lamballerie, 2011). 

En los brotes de fiebres hemorrágicas virales donde se sospecha de arenavirus, 

las infecciones se confirman mediante diversos métodos de diagnóstico de 

laboratorio. La detección de arenavirus se lleva a cabo mediante aislamiento viral, 

reacción en cadena de la polimerasa con transcripción reversa (RT-PCR) y 

serología por ELISA (Fukushi et al., 2012). Se ha demostrado que los páneles de 

anticuerpos monoclonales contra arenavirus patógenos son útiles para detectar 

antígenos virales en las células infectadas, así como para la investigación de las 

relaciones antigénicas de los arenavirus (Buchmeier et al., 1981). 

Hoy en día, la prueba de (RT-PCR) representa uno de los métodos más rápidos, 

válidos y más utilizados para el diagnóstico de arenavirus (Lozano et al., 1995, 

Charrel y De Lamballerie, 2010).  
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2.7. TRATAMIENTO EN HUMANOS 

Existen diversos compuestos que han sido probados experimentalmente y en  

campo para bloquear diferentes pasos del ciclo de replicación del arenavirus, 

incluyendo la entrada, la replicación y la salida (Mclay et al., 2013). Sin embargo, 

el antiviral más utilizado para combatir la infección en humanos por JUNV es la 

Ribavirina, cuya eficacia está dada solamente cuando el tratamiento es 

administrado en la fase temprana de la infección, teniendo efectos secundarios 

significativos de toxicidad (Günter y Lenz, 2004). 

También para la infección por JUNV y en una etapa temprana, la inmunoterapia 

con interferón gamma mostró una eficaz reducción de la tasa de mortalidad del 

30% al 1% (Maiztegui et al., 1979). 

2.8. PREVENCIÓN 

Las modificaciones del medio ambiente debido a las actividades humanas han 

sido implicadas en la aparición de enfermedades humanas causadas por 

arenavirus, resultantes de los cambios en el comportamiento del huésped 

reservorio (Charrel y Lamballerie, 2010), por lo que un manejo adecuado de zonas 

naturales con reservorios potenciales sugiere un primer estado de prevención 

zoonótica para el arenavirus (Jay et al., 2005). En regiones de América del Sur, 

donde algunos arenavirus son endémicos y en donde han existido brotes de fiebre 

hemorrágica, se ha recomendado como medida de prevención, la sustitución de 

cultivos o la quema periódica de áreas verdes de altura que se encuentran en las 

proximidades de los campos (Childs y Peters, 1993). 
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En Argentina, existe una vacuna con virus atenuado utilizada como preventivo 

para la fiebre hemorrágica argentina en humanos, causada por la infección con 

JUNV, llamada Candid # 1 (Maiztegui et al., 1998), que además proporciona una 

protección cruzada contra MACV (Jahrling et al., 1988). Recientemente y de 

manera experimental, se está probando una vacuna atenuada recombinante de 

LCMV/Vesiculovirus evita la exposición letal con LCMV en ratones, provocando 

una rápida y larga vida de inmunidad mediada por células contra el desafío letal 

con el tipo salvaje LCMV (Bergthaler et al., 2006). 

2.9. RESERVORIOS Y COEVOLUCIÓN 

Existen diversos estudios que han determinado una estrecha historia coevolutiva 

entre virus y sus hospederos reservorios (e. g. Jackson y Charleston, 2004; Lobo 

et al., 2009; Little et al., 2010). Para el caso de los arenavirus y en base a la 

evidencia filogenética, se ha establecido que evolutivamente cada virus está 

restringido a una sola especie de roedor (Hugot et al., 2001; Irwin et al., 2012). Los 

arenavirus del Viejo Mundo están asociados con roedores de la Familia Muridae, 

Subfamilia Murinae (ratas y ratones del Viejo Mundo) y los virus del Nuevo Mundo 

con la Familia Cricetidae, Subfamilia Sigmodontinae (ratas y ratones del Nuevo 

Mundo) (González y Duplantier, 1999). Por otro lado, Downs y colaboradores, 

aislaron en 1963 a un arenavirus (Tacaribe mammarenavirus, TCRV) de un 

murciélago Artibeus spp., sin embargo se ha postulado que estos murciélagos no 

son reservorios de arenavirus y que el hallazgo incidental del TCRV se debió 

producto del contacto roedor-murciélago (Cogswell-Hawkinson et al., 2012). En 

2014, Sayler y colaboradores, también aislaron TCRV en garrapatas del Género 
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Amblyoma. Por otro lado, en China se han encontrado anticuerpos contra 

arenavirus en musarañas de la Familia Soricidae (Li et al., 2015), además de los 

arenavirus pertenecientes al recientemente incorporado Género Reptarenavirus, 

aislados de serpientes en cautiverio (Hetzel et al., 2013; Bodewes et al., 2014). 

Esto sugiere que la relación hospedero-virus y la ecología de los arenavirus es por 

de más compleja. 

Los arenavirus causan una infección crónica y asintomática en sus roedores 

reservorios principales (Hugot et al., 2001), mientras que los reservorios 

secundarios son aquéllos potencialmente y esporádicamente infectados con 

arenavirus y sólo producen viremia durante la infección aguda (Bowen et al., 

1997). La infección persistente en los roedores es causada tanto por los 

mecanismos moleculares del virus como por una respuesta inmune deficiente por 

parte del hospedero (Cleri et al., 2006). 

2.10. RESERVORIOS EN NORTE AMÉRICA 

2.10.1. Neotoma spp. 

Probablemente es en el Género Neotoma donde más estudios se han hecho en 

América para la identificación de arenavirus del complejo Tacaribe. Tal es el caso 

de la rata de garganta blanca (Neotoma albigula), especie descrita como 

reservorio principal para White Water Arroyo mammarenavirus (WWAV) (Fulhorst 

et al., 1996). Diversos estudios de laboratorio, sugieren que el estado de portador 

crónico de WWAV en la rata de garganta blanca suele ser resultado de la 
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exposición al virus en vida temprana (Fulhorst et al., 2001a) y que la transmisión 

vertical es una vía importante de transmisión en este roedor (Abbott et al., 2004). 

Otros miembros del Género Neotoma han sido relacionados con los arenavirus, 

por ejemplo Catarina virus (CTNV) ha sido identificado en N. micropus en Texas 

(Cajimat et al., 2007a); Real de Catorce virus (RCTV) en N. leucodon (Inizan et al., 

2010); Skinner Tank virus (SKTV) en N. mexicana (Cajimat et al., 2008); 

recientemente, se ha determinado que N. macrotis es el reservorio principal para 

Bear Canyon mammarenavirus (BCNV) (Cajimat et al., 2007b). También se han 

encontrado anticuerpos contra el complejo Tacaribe en N. mexicana y N. 

stephensi en Arizona (Abbott et al., 2004), N. fuscipes y N. lepida en California 

(Bennet et al., 2000) y N. cinerea en Utah (Fulhorst et al., 2001b). 

2.10.2. Peromyscus spp. 

Se han realizado varios estudios de arenavirus y la relación de estos con los 

roedores del Género Peromyscus. Por ejemplo, existe evidencia serológica y 

molecular que propone a P. californicus como uno de los reservorios principales 

de BCNV (Bennett et al., 2000; Fulhorst et al., 2002a) en California, mientras que 

en México, específicamente en el estado de Chiapas, se detectó arenavirus 

(Ocozocoautla de Espinoza virus) en muestras de órganos pertenecientes a un 

ratón venado mexicano (P. mexicanus) (Cajimat et al., 2012). 

Además, en distintos estados de México y EUA, se han encontrado anticuerpos 

(IgG) contra WWAV y Amapari mammarenavirus (AMAV) en P. leucopus, P. 
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maniculatus, P. megalops, P. melanophrys, P. melanotis (Milazzo et al., 2010) y P. 

gossypinus en Oklahoma (Nisbett et al., 2001). 

2.11. REGIÓN JANOS-CASAS GRANDES 

La región Janos-Casas Grandes, Chihuahua, es una zona del país cercana a 

zonas del suroeste de Estados Unidos donde existen reportes de casos humanos 

de enfermedades zoonóticas transmitidas por roedores, como el síndrome 

pulmonar por hantavirus, la peste, la bartonelosis, y la fiebre hemorrágica por 

arenavirus (CDC, 2000; Kosoy et al., 2003; Abbott y Rocke, 2012; Knust y Rollin, 

2013). 

Los tipos de vegetación principales son los pastizales y los matorrales áridos, pero 

también existen manchones de vegetación riparia y pequeños humedales. El 

pastizal natural comprende cerca del 65% de la superficie regional, seguida del 

mezquite con 25%, vegetación riparia 5% y ecotono pastizal-bosque de encino con 

5% (Ceballos et al., 2005). Este mosaico de hábitats hace que existan 

composiciones contrastantes de roedores silvestres (Ceballos et al., 2010) y por 

ende, estos hábitats pueden presentar distintas especies de hospederos o 

distintas abundancias de éstos.  

Esta región es de un interés ecológico particular, ya que ahí se encuentra la 

Reserva de la Biósfera Janos, que cuenta con la presencia de perritos de las 

praderas de cola negra (PPCN, Cynomys ludovicianus), cuyas colonias 

representan el complejo más grande de Norteamérica. Las colonias de esta 

especie clave permite a su vez, la presencia de especies en riesgo como el águila 
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real (Aquila chrysaetos), tecolote llanero (Athene cunicularia) y la zorra gris del 

desierto (Urocyon cinereoargenteus) (CONANP, 2013). 

Las especies claves son aquéllas que desempeñan un papel único en un 

ecosistema, produciendo efectos directos e indirectos sobre la abundancia y 

distribución de otras especies (Kotliar, 2000). Los PPCN se han descrito como una 

especie clave en base a que tienen un efecto pronunciado sobre la diversidad 

biológica en los sistemas de la pradera (Power et al., 1996; Wuerthner, 1997; 

Kotliar, 2000). Esta especie puede influir en la heterogeneidad ambiental, la 

sucesión vegetal, la hidrología, el ciclo de nutrientes, la biodiversidad y la 

arquitectura del paisaje (Ceballos et al., 1999). Por ejemplo, se ha demostrado que 

los PPCN evitan el establecimiento de comunidades de matorral de mezquite 

(Prosopis sp.), evitando así la desaparición de las praderas y el avance del 

matorral (Weltzin et al., 1997).  

Así pues, los PPCN, al ser especies que pueden modificar la estructura de 

vertebrados en sus colonias, pueden ser utilizados como un modelo para estudiar 

la dinámica de enfermedades en fauna silvestre (Rubio et al., en prensa). En un 

estudio previo en la zona, Moreno-Torres (2009), encontró que la seroprevalencia 

de arenavirus en roedores fue menor en los hábitats de PPCN, por lo que sugiere 

que las colonias de PPCN podrían disminuir un potencial riesgo de exposición de 

arenavirus al humano. 
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3. JUSTIFICACIÓN 

Los arenavirus representan a uno de los grupos virales de mayor interés 

causantes de enfermedad zoonótica transmitida por roedores, ya que hasta la 

fecha, se tiene evidencia de ocho arenavirus patógenos del total de las especies 

registradas, algunos de los cuales pueden llegar a ser letales. En México existe 

una amplia distribución de roedores potencialmente reservorios y se ha 

determinado que éstos responden a cambios en sus abundancias debido a efectos 

naturales y antropogénicos. 

Los estudios de este virus realizados en México son escasos, teniendo evidencia 

serológica en roedores de varios estados del país (Milazzo et al., 2010) y registros 

de roedores infectados por dos arenavirus, propuestos como Ocozocoautla de 

Espinoza virus y Real de Catorce virus, en Chiapas y San Luis Potosí, 

respectivamente (Inizan et al., 2010; Cajimat et al., 2012). 

En el sitio de estudio, en el noroeste de Chihuahua, se han reportado roedores 

silvestres positivos a anticuerpos contra arenavirus (Milazzo et al., 2010). Además, 

esta zona presenta una cercanía geográfica y similitud de condiciones ecológicas 

con zonas del suroeste de Estados Unidos, donde existen roedores reservorios de 

arenavirus y casos de fiebre hemorrágica por arenavirus en humanos (CDC, 2000; 

Calisher et al., 2001; Cajimat et al., 2008). Esto resalta la importancia de realizar 

estudios sobre arenavirus en dicha zona del país. 
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Para un mejor conocimiento de la ecología de los arenavirus en el noroeste 

mexicano, es necesario identificar primero las especies de virus que infectan a los 

hospederos silvestres del área. Esta información base podrá servir de ayuda a 

ulteriores estudios sobre arenavirus, sus reservorios y su impacto en la salud 

pública. Además, conocer ciertos hábitats que presenten mayores abundancias de 

reservorios o potenciales reservorios de arenavirus también puede ser de 

información útil para posteriores estudios o planes de manejos en la zona, donde 

se incluyan análisis de riesgos epidemiológicos.  

4. HIPÓTESIS  

1. Debido a que existe evidencia serológica de anticuerpos contra arenavirus 

en roedores del noroeste mexicano, una o varias especies del Género 

Mammarenavirus, filogenéticamente cercanas con arenavirus reportados en 

Estados Unidos, se encuentran infectando a roedores silvestres del 

municipio Janos, Chihuahua, México. 

2. Debido a que los perritos de las praderas de cola negra pueden influir en el 

ensamblaje de comunidades de roedores, esto puede tener un efecto sobre 

las abundancias de reservorios potenciales de arenavirus. Se espera que 

en los hábitats con colonias de perritos de las praderas las abundancias de 

reservorios sean menores en comparación con otros hábitats.

5. OBJETIVOS GENERALES 

1. Estandarizar la técnica de diagnóstico molecular para arenavirus. 
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2. Determinar la presencia de arenavirus en roedores silvestres de Janos, 

Chihuahua. 

3. Comparar las abundancias de roedores reservorios potenciales de 

arenavirus en distintos hábitats de Janos, Chihuahua. 

6. OBJETIVOS ESPECÍFICOS  

1. Estandarizar en laboratorio la técnica de diagnóstico molecular para 

arenavirus, a partir de la RT-PCR en su variante anidada. 

2. Determinar la presencia de arenavirus en distintos tejidos de roedores 

silvestres de la Familia Cricetidae del noroeste mexicano, mediante RT-

PCR. 

3. Estimar la prevalencia de infección por arenavirus en los roedores 

muestreados. 

4. En caso de determinar la presencia de arenavirus, se identificará la o las 

especies encontradas mediante secuenciación genética y análisis 

filogenético. 

5. Comparar abundancias de roedores reservorios potenciales de arenavirus 

en los tres hábitats dominantes de la región Janos-Casas Grandes. 

7. MATERIAL Y MÉTODOS 

7.1. ÁREA DE ESTUDIO Y DISEÑO DE MUESTREO 

El área de estudio corresponde a la región Janos-Casas Grandes, en el municipio 

Janos, al noroeste del estado de Chihuahua, aproximadamente a 75 km al sur de 
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la frontera con Estados Unidos (30° 50’ N, 108° 25’ W, a una altitud de 1,380 

msnm). Colinda al norte con Nuevo México, EUA., al este con Ascensión, 

Chihuahua, al sur con Galeana, Chihuahua y al oeste con Sonora (Ceballos et al., 

2010).  En el área de estudio se designaron 4 sitios de muestreo (subregiones), los 

cuales contaron con una distancia mínima de 16 km entre ellos, con el fin de cubrir 

una zona amplia de muestreo. 

Para la colecta de pequeños mamíferos, se utilizaron trampas tipo Sherman (H.B. 

Sherman Traps, Inc., Tallahassee, FL). En cada subregión de estudio se 

dispusieron al azar 6 cuadrantes distanciados linealmente al menos por 600 m, 

totalizando 24 cuadrantes. Estos se instalaron en 3 hábitats dominantes de la 

zona: pastizal con presencia de PPCN, pastizal sin PPCN y matorral de mezquite.  

En cada cuadrante se instalaron 49 trampas Sherman espaciadas a intervalos de 

10 m en una cuadrícula de 7 X 7, abarcando un área de 0.49 ha por 

cuadrante. Las trampas estuvieron activadas 3 noches seguidas. 

7.2. CAPTURA DE ROEDORES 

Los individuos capturados se identificaron por especie y se obtuvieron datos de 

sexo, medidas morfométricas (largo del cuerpo, largo de la cola, largo total, largo 

de la oreja derecha), estado reproductivo (escrotado, inactivo, gestante, en 

lactación) y edad (adulto, juvenil). Se realizaron 2 muestreos, el primero en marzo 

del 2013 y el segundo en octubre del 2013.  
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Para obtener un mayor número de muestras de las especies de interés 

(reservorios potenciales), además se realizó un muestreo específico, el cual 

consistió en la instalación de trampas Sherman en 10 sitios al azar cercanos a 

madrigueras de N. albigula, especie descrita como reservorio de arenavirus 

(Cajimat et al., 2008). Este muestreo se realizó en octubre del 2013. 

7.3. OBTENCIÓN Y MANEJO DE MUESTRAS 

Debido a las características zoonóticas del arenavirus, el procedimiento de toma 

de muestras se llevó a cabo bajo estrictas reglas de bioseguridad basadas en la 

Guía de Seguridad – Uso de Equipamiento de Protección Personal Bioseguridad 

de USAID-PREDICT (2011). 

Las especies capturadas de la Familia Cricetidae fueron sometidas a eutanasia 

mediante sobredosis con Isofluorano según las recomendaciones de la Guía para 

la Eutanasia de Animales edición 2013 del American Veterinary Medical 

Association y el Comité Interno para el Cuidado y Uso de los Animales de 

Experimentación (CICUAE, FMVZ). Se tomaron muestras de distintos órganos 

(corazón, pulmón, hígado, bazo y riñón), las cuales fueron almacenadas en 

criotubos con RNALater ® y conservadas en nitrógeno líquido (figura 4). 

Posteriormente, en el Laboratorio de Virología de la Facultad de Medicina 

Veterinaria y Zootecnia Universidad Nacional Autónoma de México (FMVZ, 

UNAM) las muestras fueron transferidas a un ultracongelador (-70° C). 
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a)       b) 

 

 

 

 

Figura 4. Toma y conservación de muestras. (a) Disección de la cavidad abdominal de una N. 
albigula para toma de muestra de órganos y (b) conservación de las muestras en criotubos con 50 
µL de RNALater ®. 

 

7.4. ESTANDARIZACIÓN DE LA TÉCNICA DE LABORATORIO 

El trabajo de laboratorio se llevó a cabo en el Laboratorio de Virología del 

Departamento de Microbiología e Inmunología (FMVZ, UNAM). 

7.4.1. Extracción del material genético 

La extracción de ácidos nucleicos se realizó a partir de la técnica por columnas 

utilizando el producto comercial RNeasy Mini Kit de QIAGEN®, compuesta por los 

siguientes pasos: 

− Se obtuvieron muestras no mayores a 30 grs 

− Se maceraron las muestras utilizando 300 µL de Búfer RLT y 300 µL de 

PBS al 10% 

− Se centrifugaron las muestras a 12,000 rpm durante 3 min a 4° C 

− Se obtuvo el sobrenadante, mismo que se utilizó a partir de los siguientes 

pasos: 
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− Se agregó un volumen de etanol al 70% a cada muestra, mezclando 

mediante pipeteo 

− Se obtuvieron 700 µL de la mezcla anterior, colocándolos en las columnas 

de extracción 

− Se centrifugó la muestra (columnas de extracción) a 10,000 rpm durante 15 

s a 4° C 

− Se descartó el fluido que atravesó la membrana de la columna; se reutilizó 

el tubo colector 

− Se agregaron 700 µL de búfer RW1 a la columna de extracción 

− Se centrifugó la muestra a 10,000 rpm durante 15 s a 4° C 

− Se descartó el fluido que atravesó la membrana de la columna; se reutilizó 

el tubo colector 

− Se agregaron 500 µL de búfer RPE a la columna de extracción 

− Se centrifugó muestra a 10,000 rpm durante 15 s a 4° C 

− Se descartó el fluido que atravesó la membrana de la columna; se reutilizó 

el tubo colector 

− Se agregaron 500 µL de búfer RPE a la columna de extracción 

− Se centrifugó la muestra a 10,000 rpm durante 2 min a 4° C 

− Se descartó el fluido que atravesó la membrana de la columna junto con los 

tubos colectores, mismos que se reemplazaron por tubos para 

microcentrífuga de 1.5 ml 

− Se agregaron 40 µL de agua libre de ribonucleasas a la columna de 

extracción 
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− Se centrifugó la muestra a 10,000 rpm durante 1 min a 4° C 

− Se desecharon las columnas de extracción y se conservó el fluido obtenido 

(ARN), almacenándolo a -20° C 

 

7.4.2. Transcripción reversa y reacción en cadena de la 

polimerasa 

La identificación de arenavirus en las muestras se realizó mediante la RT-PCR, 

con la variante de PCR anidada según Lozano y colaboradores (1997) en un solo 

paso a partir del producto comercial QIAGEN® OneStep RT-PCR, siguiendo las 

instrucciones del fabricante.  

El fragmento que se amplificó corresponde al segmento S, el cual ha sido 

determinado como el segmento más conservado de la secuencia de ARN entre los 

miembros de la familia Arenaviridae (Auperin et al., 1982). La secuencia de los 

iniciadores se muestra en el cuadro 2, los cuales, debido a la circulación frecuente 

de dos o más arenavirus en la misma región geográfica, se recomienda amplifique 

a todos los arenavirus reconocidos por combinación de iniciadores degenerados 

ubicados en las regiones conservadas del genoma (Lozano et al., 1997; Charrel y 

Lamballerie, 2010). 
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Cuadro 2. Iniciadores de primer y segundo ciclo de la PCR. 

 

 

 

 

 

Se utilizó el Universal Control 1 de PREDICT-USAID (Laboratory Protocols for 

PREDICT Surveillance, 2011) como control positivo para la PCR. La descripción 

de los ciclos (temperatura, duración) de la RT-PCR se muestra en el cuadro 3. 

 

Cuadro 3. Protocolo para la RT-PCR, con las temperaturas y tiempos correspondientes. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

	
  

	
  

	
  

PCR anidada Iniciadores Secuencia Tamaño del Producto 

Primera ciclo PCR forward 1 - ARS6V GGCATWGANCCAAACTGATT 640 pb 

reverse 1 - ARS1 CGCACCGGGGATCCTAGGC 

Segunda ciclo PCR forward 2 - ARS3V CATGACKMTGAATTYTGTGACA 460 pb 

reverse 2 - ARS7C-Mod ATRTGYCKRTGWGTTGG 

Ciclo Temperatura Tiempo Número de Ciclos 

Retrotranscripción  95° C 5 min 1 ciclo 

Desnaturalización 92° C 2 min 1 ciclo 

Disociación 92° C 20 s  

40 ciclos Asociación 55° C 30 s 

Extensión 72 ° C 1 min 

Extensión final 72 ° C 5 min 1 ciclo 
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7.4.3. Electroforesis 

Se utilizaron geles de agarosa al 2% para verificar al amplicón obtenido en ambos 

ciclos de la PCR. Se agregaron 5 µL del resultado de la PCR a cada pozo del gel 

junto con 2 µL de búfer de carga y 1.5 µL de RedGel™ Nucleic Acid Gel Stain 

(BIOTUM, 3159 Corporate Place, Hayward, CA 95545) para teñir el gel. Así 

mismo, los controles positivo y negativo y el marcador de peso molecular eran 

agregados en pozos independientes tratando de alejarlos lo mayor posible de las 

muestras para evitar contaminación. 

7.5. ANÁLISIS DE ABUNDANCIA SOBRE POTENCIALES 

RESERVORIOS 

Los potenciales reservorios fueron las especies capturadas de los Géneros 

Neotoma y Peromyscus, debido a que son Géneros descritos como reservorios en 

Norte América. Además se incluyó el Género Onychomys, ya que aunque no hay 

estudios que determinen su capacidad como reservorio de arenavirus, un estudio 

encontró anticuerpos contra arenavirus en la misma zona donde se llevó a cabo 

este estudio (Milazzo et al., 2010). 

Para estimar la abundancia de los reservorios potenciales, se utilizó el mínimo 

número de individuos vivos (Greenwood y Robinson, 2006; Carver et al., 2011) en 

cada cuadrante. Para la comparación de la abundancias entre los 3 distintos 

hábitats, se utilizó el análisis no paramétrico de Kruskal Wallis, mediante el 

programa STATISTICA - StatSoft®. 
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8. RESULTADOS 

8.1. ESTANDARIZACIÓN DE LA TÉCNICA DE RT-PCR Y 

ANÁLISIS MOLECULAR 

Se logró estandarizar la prueba de diagnóstico molecular para arenavirus a partir 

de la técnica de RT-PCR anidada en México. La figura 6 muestra la fotografía de 

un gel de agarosa corrido durante la prueba, donde se observan el control positivo 

y negativo, demostrando que el protocolo fue correctamente establecido. Ochenta 

y cinco individuos fueron sacrificados para la obtención de muestras de órganos 

para el diagnóstico molecular (cuadro 4). No se logró evidenciar la presencia de 

arenavirus en estas muestras (figura 6). 

 

Cuadro 4. Especies de roedores a las cuales se les aplicó eutanasia y de las cuales se tomaron 

muestras de órganos para el análisis molecular.  

 

 

 

 

 

 

 

Especies de roedores	
   Número de individuos 
muestreados	
  

Onychomys arenicola  36 

Onychomys leucogaster  8 
Neotoma albigula  5 

Peromyscus leucopus  14 
Peromyscus maniculatus  21 

Total 85 
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Figura 6. Fotografía de un gel de agarosa al 2%. En la figura se muestra el resultado de la 
electroforesis en gel de las primeras 7 muestras analizadas en el segundo ciclo de la PCR. M 
indica el marcador de peso molecular, donde cada banda equivale a 100 pb. C- es el control 
negativo. M1, M2, M3, M4, M5, M6 y M7 son las muestras analizadas, todas ellas negativas. C+ es 
el control positivo, con 460 pb. 

 

 

8.2. CAPTURA DE ROEDORES 

En total se capturaron 504 roedores, pertenecientes a 10 especies, 6 Géneros y 2 

Familias (Cricetidae, Heteromyidae) (Figura 5). De estos, 111 fueron individuos de 

especies reservorios potenciales (cuadro 5).  
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Figura 5. Captura de roedores. En la gráfica se observan los tres periodos de captura, las barras 
grises corresponden a los roedores heterómidos no reservorios, las barras amarillas a los 
reservorios potenciales y las barras rojas a los reservorios principales para arenavirus. © Familia 
Cricetidae, (H) Familia Heteromyidae 

 

8.3. RESERVORIOS 

Hubo diferencias significativas entre las abundancias de reservorios potenciales 

en los distintos tipos de hábitats (H=10.26; p=0.006). Las abundancias fueron 

mayores en mezquite en comparación a los pastizales sin perritos de la pradera 

(p= 0.008), mientras que no hubo diferencias significativas entre mezquite y 
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pastizal con perritos de la pradera (p= 0.22) y entre ambos pastizales (p= 1.0)  

(cuadro 5).  

Cuadro 5. Número de roedores capturados por tipo de hábitat. Entre paréntesis se muestra el 
número de individuos por cada 100 noches trampa. (1) Reservorios potenciales de arenavirus en 
este estudio, (2) Reservorio de arenavirus reportado previamente, (Mar) cuadrantes muestreados 
en el mes de marzo de 2013, (Oct) cuadrantes muestreados en el mes de octubre de 2013 

 

 

 

 

 

 

 

 

9. DISCUSIÓN 

En este estudio, se logró estandarizar la técnica de diagnóstico molecular de 

arenavirus, la cual no se tenía establecida en México y con ello se logró cumplir 

con el objetivo principal del trabajo. En el análisis molecular de los órganos de 

roedores obtenidos, no se obtuvieron muestras positivas y dado este resultado, la 

primera hipótesis no pudo ser comprobada y algunos objetivos específicos no 

pudieron ser realizados. 

Especies	
   Matorral de 
Mezquite	
  

Pastizal con 
PPCN	
  

Pastizal sin 
PPCN	
  

Total	
  

Chaetodipus hispidus	
   1 (0.03) 0 (0.00) 4 (0.19) 5 (0.07) 

Chaetodipus penicillatus 54 (2.04) 6 (0.29) 0 (0.00) 60 (0.89) 

Dipodomys merriami 126 (4.76) 20 (0.97) 2 (0.10) 148 (2.19) 

Dipodomys spectabilis 15 (0.57) 22 (1.07) 16 (0.78) 53 (0.78) 

Onychomys arenicola (1) 14 (0.53) 19 (0.92) 3 (0.15) 36 (0.53) 

Onychomys leucogaster (1) 8 (0.30) 0 (0.00) 0 (0.00) 8 (0.19) 

Neotoma albigula (2) 1 (0.04) 0 (0.00) 0 (0.00) 1 (0.01) 

Perognathus flavus 5 (0.19) 9 (0.44) 14 (0.68) 28 (0.41) 

Peromyscus leucopus (2) 11 (0.42) 0 (0.00) 3 (0.15) 14 (.21) 

Peromyscus maniculatus (2) 20 (0.76) 0 (0.00) 1 (0.05) 21 (0.31) 

Total 255 (9.54) 76 (3.69) 43 (2.1) 374 (5.53) 

Número de cuadrantes muestreados 9 (Mar), 9 (Oct) 6 (Mar), 8 (Oct) 8 (Mar), 6 (Oct)  
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En este estudio no utilizamos un control interno para la extracción del material 

genético, por lo que se recomienda utilizarlo en futuros estudios, con el fin de 

evitar el sesgo que puede provocar una deficiente extracción de ácidos nucleicos. 

Previamente existía evidencia de anticuerpos contra arenavirus en roedores de la 

misma zona de estudio, con una seroprevalencia de 8.7 % (Moreno-Torres, 2009). 

Diversos estudios han encontrado que para arenavirus puede existir una mayor 

prevalencia de anticuerpos comparado con la prevalencia de arenavirus mediante 

análisis moleculares. Por ejemplo, Laakkonen y colaboradores (2006), encontraron 

que de los 330 roedores muestreados en Turquía, 8 de estos (2.42 %) fueron 

seropositivos, mientras que ninguno fue positivo en PCR. 

Los resultados negativos en el análisis molecular de este estudio pueden deberse 

por un lado, a que la viremia de arenavirus en los reservorios se detecta 

fácilmente durante la fase aguda de la enfermedad y desaparece durante la 

convalecencia (Grant et al., 2012), en parte porque la transmisión horizontal puede 

causar solamente una viremia breve, mientras que la transmisión vertical puede 

causar una infección crónica (Skinner y Knight, 1974; Childs and Peters, 1993). 

Además, los reservorios potenciales para arenavirus en la zona, entre los que 

destaca N. albigula, presentaron bajas abundancias, lo que podría influir en una 

baja prevalencia de arenavirus en la zona de estudio, por lo que sería necesario 

un mayor número de animales analizados para su detección. 
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Los hantavirus y arenavirus son patógenos que pueden presentan variaciones 

temporales de prevalencias en los reservorios (Enria y Pinheiro, 2000; Dizney y 

Ruedas, 2009) y esto se debe, por ejemplo, a variaciones en las abundancias de 

reservorios debido a factores naturales (e.g. lluvias, sequías) y antropogénicos 

(e.g. aumento en las prácticas de agricultura) (Meerburg et al., 2009; Charrel y De 

Lamballerie, 2010). Generalmente las abundancias de roedores reservorios 

aumentan en épocas lluviosas (Dearing y Dizney, 2010). Nuestro muestreo fue 

realizado en marzo de 2013, un año después de que se registrara el periodo de 

mayor sequía en Chihuahua, estado que comprende a la zona de estudio 

(SAGARPA-CONAZA, 2012). Por otro lado, se ha postulado la posibilidad de que 

en zonas con presencia de arenavirus, la disminución de las poblaciones de 

roedores reservorios puede estar dada por la baja en la fecundidad provocada por 

una infección crónica en generaciones anteriores de roedores (Jay et al., 2005). 

En el área de estudio se detectó que existen diferencias entre los distintos hábitats 

en las abundancias de roedores potencialmente reservorios, pero no se encontró 

una menor abundancia de reservorios en los pastizales con perritos de la pradera, 

como era nuestra predicción. Esto se debió a que O. arenicola fue una de las 

especies más abundantes en el pastizal con perritos de la pradera. Por lo tanto, 

los perritos de las praderas no tendrían un efecto importante sobre las 

abundancias de los potenciales reservorios de arenavirus. Sin embargo, ya que 

los perritos de la pradera evitan el establecimiento de comunidades de matorral de 

mezquite, este podría ser un efecto indirecto sobre las abundancias de reservorios 
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ya que de acuerdo nuestros resultados, el mezquite es el hábitat principal de N. 

albigula y Peromyscus spp. 

Este es el primer estudio en México donde se realizó un análisis molecular para 

buscar la presencia de arenavirus en roedores. En los estudios previos donde se 

ha detectado arenavirus en roedores mexicanos y mediante técnicas moleculares, 

las muestras han sido analizadas en el extranjero. El hecho de que en este trabajo 

se pudo montar la técnica de PCR para arenavirus puede facilitar los estudios 

sobre arenavirus en México. Es necesario continuar investigando sobre arenavirus 

y sus reservorios, ya que en México existe una amplia distribución de los mismos, 

aunado a las conductas relacionadas con usos y costumbres que aumentan el 

contacto de personas con roedores en el país. 
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