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1. RESUMEN 

 
El virus del Nilo Occidental (VNO) es uno de los flavivirus más distribuidos a nivel 

mundial. Pertenece a la familia Flaviviridae y su ciclo de transmisión se mantiene entre 

mosquitos, principalmente del género Culex spp., y las aves, pudiendo afectar a otros 

hospedadores, como los seres humanos y équidos, que actúan como fondos de saco 

epidemiológico. En el año 2015 se empezaron a notificar oficialmente algunos casos 

esporádicos por el VNO en équidos en Extremadura, pero no se habían realizado 

estudios de seroprevalencias ni de vigilancia activa entomológica en esta región. Por 

ello, los objetivos planteados en este proyecto fueron conocer la seroprevalencia en 

équidos y aves frente a flavivirus (VNO, VUSU y VBAG), así como conocer la densidad y 

distribución de los vectores asociados e intentar detectar la presencia de estos virus en 

los mismos.  

      Para el estudio de las seroprevalencias en los hospedadores, se tomaron muestras 

de sangre a 725 équidos, 391 aves procedentes de centros de recuperación y 645 aves 

del orden Passeriformes. Sobre estas muestras se realizaron pruebas ELISA para 

detectar la presencia de anticuerpos frente al VNO, siendo confirmadas las muestras 

positivas y dudosas mediante una prueba de neutralización viral (VNT). Además, se 

capturaron mosquitos mediante el uso combinado de trampas tipo, CDC, BG-Sentinel y 

BG-PRO, en zonas periurbanas de la ciudad de Badajoz junto con la toma de muestras 

de sangre procedente de aves silvestres sanas durante el anillado de las mismas y en 

zonas urbanas de las ciudades de Cáceres y Badajoz. Los mosquitos capturados fueron 

identificados y se sometieron a rRT-PCR para la detección viral. 

      En el caso de los équidos, se obtuvo una seroprevalencia frente al VNO del 19,72% y 

del 1,5% frente al VUSU. Además, se consiguió aislar el linaje 1 del VNO en los tejidos de 

un équido que murió con sintomatología aguda en Cáceres. Los factores de riesgo 

asociados con la infección individual por VNO en équidos fueron la edad (adultos) y el 

color de la capa (claro), mientras que en las infecciones por VUSU fue la raza (pura), 

como el pura sangre inglés y el pura raza árabe, frente a los animales cruzados.  

      En las aves procedentes de centros de recuperación, desde octubre de 2017 a 

diciembre de 2019, se obtuvo una seroprevalencia frente al VNO del 18,23%, 

detectándose por primera vez en especies como Ciconia nigra, y aislando el linaje 1 en 

aves sintomáticas Gyps fulvus y Athene noctua. Frente al VUSU se obtuvo una 

seroprevalencia del 1,04%, siendo detectado por primera vez en Europa en las especies 

Bubo bubo, G. fulvus y A. noctua.  

      Espacialmente, el VNO fue detectado en 53 de 149 municipios de Extremadura, con 

una amplia distribución por toda la región, aunque las áreas positivas se concentraron 

en el centro y oeste de Extremadura. Los anticuerpos VUSU se detectaron solo en aves 

recuperadas de tres municipios. Todos estos resultados demuestran una amplia 
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circulación de flavivirus en esta región, posiblemente de forma endémica, ya que se 

detectaron anticuerpos en animales juveniles que aún no habían realizado su primera 

migración.  

      En aves silvestres sanas la seroprevalencia alcanzó una media del 3,1% frente al VNO 

y 0,15% frente al VUSU y, por primera vez en algunas especies del orden Passeriformes, 

como Amandava amandava, Euplectes afer y Cettia cetti.  

      En los años 2020 y 2021, se llevó a cabo un muestreo conjunto de mosquitos y aves 

de zonas periurbanas de la ciudad de Badajoz detectándose por primera vez en España 

el linaje África 3 del VUSU en mosquitos del género Culex pipiens. Además, se obtuvo 

una prevalencia frente al VUSU del 1,7% en las aves muestreadas, incluyendo nuevas 

especies a la lista de hospedadores de este flavivirus como Lanius senator, Luscinia 

megarhynchos y A. amandava. La detección en ambos eslabones estudiados indica una 

circulación activa y un posible riesgo de exposición para la población humana y animal, 

con la necesidad de establecer planes de vigilancia específicos. 

      Por último, en la vigilancia entomológica específica realizada en zonas urbanas de las 

ciudades de Cáceres y Badajoz, desde mayo de 2021 a abril de 2022, se constató la 

amplia diversidad de especies de mosquitos en estas zonas, con 18 especies diferentes 

identificadas. Se detectaron las principales especies de vectores transmisores de estos 

flavivirus, como Cx. pipiens s.l. (siendo la de mayor abundancia, 86%), así como las 

especies Culex perexiguus y Culex univittatus, confirmadas mediante análisis molecular. 

Además, se registraron por primera vez Aedes vexans, Aedes vittatus, Aedes albopictus, 

Culex europaeus, Culex laticinctus y Culiseta subochrea en Cáceres, y Aedes pulcritarsis, 

Culex europaeus y Culex laticinctus en Badajoz. 

      Por tanto, se puede concluir que en Extremadura existe una circulación activa, tanto 

del VNO como del VUSU. Todos estos datos informan que la situación epidemiológica 

de flavivirus en esta región es preocupante, al estar afectados todos los eslabones de la 

cadena epidemiológica, con la implicación que ello supone en la Salud pública. Estos 

datos deberían instar a las autoridades sanitarias a que se instauraran medidas de 

control vectorial y vigilancia epidemiológica, así como programas para poder analizar la 

evolución temporal y observar la variación de prevalencias en los distintos 

hospedadores de estos flavivirus. 
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2. SUMMARY 
 

West Nile virus (WNV) is one of the most widely distributed flaviviruses worldwide. It 

belongs to the family Flaviviridae and its transmission cycle is maintained between 

mosquitoes, mainly of the genus Culex spp. and birds, but it can also affect other hosts, 

such as humans and equids, which act as epidemiological reservoirs. In 2015, some 

sporadic cases of WNV in equids started to be officially reported in Extremadura, but no 

seroprevalence or active entomological surveillance studies had been carried out in this 

region. Therefore, the objectives of this project were to know the seroprevalence in 

equids and birds against flaviviruses (WNV, USUV and BAGV), as well as to know the 

density and distribution of the associated vectors and try to detect the presence of these 

viruses in them.  

      For the study of seroprevalences in hosts, blood samples were taken from 725 

equidae, 391 birds from recovery centres and 645 birds of the order Passeriformes. 

ELISA tests were performed on these samples to detect the presence of WNV antibodies, 

and positive and doubtful samples were confirmed by a viral neutralization test (VNT). 

In addition, mosquitoes were captured by the combined use of CDC, BG-Sentinel and 

BG-PRO traps in peri-urban areas of the city of Badajoz together with blood samples 

from healthy wild birds during banding and in urban areas of the cities of Cáceres and 

Badajoz. The captured mosquitoes were identified and subjected to rRT-PCR for virus 

detection. 

      In the case of equids, a seroprevalence against WNV of 19.72% and 1.5% against 

USUV was obtained. In addition, WNV lineage 1 was isolated from the tissues of an 

equine that died with acute symptoms in Cáceres. The risk factors associated with 

individual WNV infection in equids were age (adult) and coat colour (light), while in 

USUV infections it was breed (purebred), such as English Thoroughbred and Arabian 

Thoroughbred, versus crossbred animals.  

      In birds from recovery centres, from October 2017 to December 2019, a 

seroprevalence against WNV of 18.23% was obtained, detected for the first time in 

species such as Ciconia nigra, and isolating lineage 1 in symptomatic birds Gyps fulvus 

and Athene noctua. A seroprevalence of 1.04% was obtained for WNV, being detected 

for the first time in Europe in Bubo bubo, G. fulvus and A. noctua species.  

      Spatially, WNV was detected in 53 out of 149 municipalities in Extremadura, with a 

wide distribution throughout the region, although positive areas were concentrated in 

the centre and west of Extremadura. VUSU antibodies were detected only in birds 

recovered from three municipalities. All these results demonstrate a wide circulation of 

flavivirus in this region, possibly endemically, as antibodies were detected in juvenile 

animals that had not yet made their first migration.  
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      In healthy wild birds, seroprevalence averaged 3.1% for WNV and 0.15% for UUSV, 

and for the first time in some species of the order Passeriformes, such as Amandava 

amandava, Euplectes afer and Cettia cetti.  

      In 2020 and 2021, a joint sampling of mosquitoes and birds in peri-urban areas of the 

city of Badajoz was carried out, detecting for the first time in Spain the Africa 3 lineage 

of the UUSV in mosquitoes of the genus Culex pipiens. In addition, a USUV prevalence 

of 1.7% was obtained in the birds sampled, adding new species to the list of hosts of this 

flavivirus such as Lanius senator, Luscinia megarhynchos and A. amandava. The 

detection in both studied links indicates an active circulation and a possible risk of 

exposure for the human and animal population, with the need to establish specific 

surveillance plans. 

      Finally, in the specific entomological surveillance conducted in urban areas of the 

cities of Cáceres and Badajoz, from May 2021 to April 2022, the wide diversity of 

mosquito species in these areas was noted, with 18 different species identified. The 

main vector species transmitting these flaviviruses were detected, such as Cx. pipiens s.l. 

(being the most abundant, 86%), as well as the species Culex perexiguus and Culex 

univittatus, confirmed by molecular analysis. In addition, Aedes vexans, Aedes vittatus, 

Aedes albopictus, Culex europaeus, Culex laticinctus and Culiseta subochrea were 

recorded for the first time in Cáceres, and Aedes pulcritarsis, Culex europaeus and Culex 

laticinctus in Badajoz. 

      Therefore, it can be concluded that there is an active circulation of both WNV and 

USUV in Extremadura. All these data indicate that the epidemiological situation of 

flavivirus in this region is worrying, as all the links in the epidemiological chain are 

affected, with the implication that this entails for public health. These data should urge 

the health authorities to implement vector control and epidemiological surveillance 

measures, as well as programmes to analyse the temporal evolution and observe the 

variation of prevalence in the different hosts of these flaviviruses. 



 

INTRODUCCIÓN
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3. INTRODUCCIÓN

Las enfermedades emergentes y reemergentes representan una de las mayores 

amenazas para la biodiversidad y uno de los problemas de salud pública más 

importantes, entre las que se incluyen las enfermedades transmitidas por vectores 

(Semenza & Suk, 2018). Los importantes cambios, tanto ambientales como sociológicos, 

entre los que destacan el calentamiento global, la globalización y el cambio de suelo, 

están favoreciendo la expansión de estas enfermedades (Sutherst, 2004). Esto ha 

planteado nuevos desafíos para las sociedades actuales, incluyendo los impactos 

negativos de estas nuevas enfermedades transmitidas por vectores sobre los servicios 

sanitarios (Sherpa et al., 2019). La razón principal para considerar de manera especial a 

estas enfermedades se basa en el hecho de que los rangos geográficos de muchos de 

sus agentes etiológicos se están expandiendo, generalmente debido a la propagación de 

los invertebrados hematófagos utilizados como vectores para su transmisión (Martinet 

et al., 2019; Sherpa et al., 2019). En conjunto, estos dípteros transmiten una gran 

cantidad de patógenos que incluyen bacterias, parásitos y diversos virus (Parreira & 

Sousa, 2015), por lo que su propagación en todo el mundo en los últimos tiempos sigue 

siendo preocupante, aunque no inesperado. La degradación ambiental, la 

intensificación del tráfico de mercancías, el aumento de la itinerancia humana y la 

escasez de medidas de control de vectores están aumentando las probabilidades de 

contacto humano-vector, así como, favoreciendo la multiplicación, densidad y número 

de países en los que se detectan dichos vectores, suponiendo amenazas imprevistas 

para la Salud humana y animal (Gangoso et al., 2020). Entre estos vectores es necesario 

señalar a los mosquitos culícidos, los cuales son vectores de arbovirus, tales como 

flavivirus (por ejemplo, el dengue, el Zika y el virus del Nilo occidental) y Alphavirus (por 

ejemplo, chikungunya), que actualmente plantean inmediatos e implacables amenazas 

para los seres humanos (Mayer et al., 2017) . 

      Los arbovirus son un grupo heterogéneo de virus, los cuales pertenecen a distintas 

familias y géneros, con la característica común de ser transmitidos por artrópodos. La 

mayoría de ellos pertenecen a las familias Togaviridae, Flaviviridae, Reoviridae, 

Rhabdoviridae y Bunyaviridae. Hay 534 especies virales registradas en el Catálogo 

Internacional de arbovirus, de las cuales 150 son patógenos para el hombre y 

prácticamente todas ellas son virus ARN (Madewell, 2020).

      Si nos centramos en aquellos de gran importancia epidemiológica en los últimos años 

que pertenecen a la familia Flaviviridae, tenemos que nombrar al virus del Nilo 

occidental (VNO), virus Usutu (VUSU) o virus Bagaza (VBAG), (Papa et al., 2011; García-

Bocanegra et al., 2013; Vilibic-Cavlek et al., 2020). En el ciclo de estos virus, los 

mosquitos actúan como vectores, principalmente las especies pertenecientes al género 

Culex. A través de la picadura se infectan las aves, que son los verdaderos hospedadores 

amplificadores de estos agentes patógenos (Vilibic-Cavlek et al., 2020; Karim & Bai, 
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2023). No obstante, tanto los humanos como los équidos pueden ser hospedadores 

accidentales, actuando como fondos de saco epidemiológico, ya que la viremia es de 

corta duración y de bajo título (Sánchez-Seco & Navarro, 2005), siendo insuficiente 

como para transmitir el virus a nuevos vectores que puedan alimentarse nuevamente, 

a diferencia de lo que ocurre en las aves (García-Bocanegra et al., 2011a). 

      Las aves silvestres, como principales hospedadores, desempeñan un papel clave en 

su dispersión, sobre todo en aquellas especies migratorias (Clé et al., 2019). Dada la 

estratégica situación de España en relación con el paso de aves migratorias entre Europa 

y África, y la importancia de los humedales como áreas de nidificación de la mayoría de 

estas aves, nuestro país presenta un riesgo elevado de aparición de infecciones, y, por 

tanto, de casos clínicos (García-Bocanegra et al., 2011b). A pesar de que la entrada y 

detección de estos flavivirus en Europa se remonta allá en el año 1996 (Zeller & 

Schuffenecker, 2004), no fue hasta principios del siglo XXI cuando se intensificó la 

declaración del número de casos de estas arbovirosis, ocasionado en gran medida por 

el aumento en el número de especies aviares afectadas, y, por lo tanto, en el número de 

reservorios para estos flavivirus (Rizzoli et al., 2015).  

      A pesar de esto, los análisis epidemiológicos realizados en poblaciones de aves 

silvestres sanas son bajos, lo que significa que muchos casos asintomáticos están 

pasando desapercibidos, lo que podría llevar a la pérdida de una importante 

información para una correcta evaluación del riesgo de circulación local. 

      El VNO es uno de los virus más extendidos por todo el mundo (Chancey et al., 2015). 

En Europa y la cuenca mediterránea, desde el año 2000 se ha producido un aumento de 

casos en diferentes hospedadores, siendo el año 2018 uno de los más cruentos hasta la 

fecha, con más de 1605 personas afectadas y unas 166 muertes (ECDC, 2018). En los 

años sucesivos, se han seguido registrando casos, tanto en personas como en animales, 

pero no en un número tan elevado como en ese año. En 2019, fueron notificados 443 

casos en personas; en 2020, un total de 333 casos; en 2021, 158 casos; y en 2022, se ha 

vuelto a registrar un incremento de los casos con 851 reportes en humanos (ECDC & 

EFSA, 2022). Debido a todos estos casos declarados en los últimos años, estos flavivirus 

se han convertido en una de las mayores preocupaciones para la salud pública, 

colocándose en el centro de atención de programas de vigilancia (WHO, 2020; 

Rodríguez-Alarcón et al., 2021). Por todo ello, es considerado como uno de los agentes 

zoonóticos más peligrosos en Europa, de acuerdo con el último informe “One Health” 

de la Autoridad Europea de Seguridad Alimentaria y el Centro Europeo para el control y 

prevención de enfermedades (ECDC & EFSA, 2022). 

    Por su parte, el VUSU ha tenido introducciones en Europa en múltiples ocasiones 

debido a las aves migratorias, siendo la primera vez en 1996 (Weissenböck et al., 2013). 

Esto ocasionó brotes en aves con numerosas muertes en los años 1996 y 2001 en Austria 
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(Bakonyi & Haussig, 2020); y se ha extendido por toda Europa en las últimas décadas, 

produciendo casos en Alemania, Francia o Reino Unido (Ziegler et al., 2016; Eiden et al., 

2018; Folly et al., 2020). Tanto el VNO como el VUSU se han detectado cocirculando en 

muchas áreas, compartiendo los mismos vectores y hospedadores (Bażanów et al., 

2018). 

      En cuanto al VBAG, también se conoce en Israel como uno de los agentes causales 

de meningoencefalitis en pavos (Fernández-Pinero et al., 2014). Este virus se aisló por 

primera vez en la República Centroafricana en 1996 en una muestra de mosquitos 

Culex spp. (Digoutte, 1978) y hasta 2009, este virus estuvo restringido a regiones de 

África, Israel e India (Bondre, et al., 2009; Fernández-Pinero et al., 2014; Benzarti et al., 

2019). Posteriormente, en Europa fue detectado por primera vez en 2010, causando un 

brote de encefalomielitis en aves de caza en el sur de España (Agüero et al., 2011; 

García-Bocanegra et al., 2013; Llorente et al., 2013).  

      Como ya hemos comentado, estos virus en la actualidad están incrementando su 

incidencia y distribución por toda Europa, y por ende en España (Bakonyi & Haussig, 

2020; Vilibic-Cavlek et al., 2020). Sin embargo, la información epidemiológica en 

Extremadura es escasa. El primer caso humano del VNO informado en España fue en 

una persona que estuvo de vacaciones y probablemente se infectó en un pueblo de 

Badajoz (Sotelo et al., 2012). Además, en el año 2015 también se declararon por primera 

vez los primeros casos positivos del VNO en caballos de Extremadura (MAPAMA, 2020), 

lo que sugeriría una posible circulación por la región. Sin embargo, hasta la fecha no 

había información en cuanto a posibles casos clínicos en aves, ni estudios sobre la 

seroprevalencia real en la cabaña de équidos fruto de una vigilancia activa, ni se había 

instaurado una vigilancia entomológica para conocer la circulación real de estos 

patógenos en mosquitos. 

      Extremadura es la región de España con mayor volumen de reservas de agua dulce 

del país, con un importante número de áreas pantanosas, humedales y zonas de 

anidación para un elevado número y variedad de aves (Hernández Mogollón et al., 

2013). Además, debido a su posición geográfica estratégica, esta región es zona de paso 

de aves migratorias en su viaje entre África y Europa, por lo que juega un papel 

fundamental en la transmisión de agentes patógenos zoonóticos relacionados con estas 

(López et al., 2008). Por tanto, esta comunidad reúne una serie de condicionantes, tanto 

climáticos como epidemiológicos (brotes de enfermedad anteriores), que la hacen ser 

una zona adecuada para el desarrollo y proliferación de los vectores transmisores de 

esta enfermedad vírica. Así pues, parece claro que Extremadura podría ser una región 

en situación de riesgo por estos flavivirus y, por tanto, sería necesario una vigilancia 

epidemiológica de estas arbovirosis para evitar y prevenir la difusión y propagación de 

las mismas.  
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      Por todos estos motivos y con el fin de conocer la circulación de algunos flavivirus en 

Extremadura, se propuso esta investigación, analizando la situación de los mismos entre 

los hospedadores vertebrados susceptibles, especialmente aves y caballos, así como en 

los vectores, estableciendo un diagnóstico diferencial entre los diferentes géneros que 

cursan con un patrón epidemiológico y patológico similar al VNO, como es el virus VUSU 

en caballos y los VUSU y VBAG, en el caso de las aves. 



 

OBJETIVOS 
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4. OBJETIVOS

Los objetivos que se pretenden alcanzar con el desarrollo de esta tesis doctoral son los 

siguientes: 

1. Conocer la seroprevalencia y distribución de flavivirus en équidos y aves de

Extremadura.

2. Caracterizar los linajes circulantes del virus del Nilo occidental y otros flavivirus,

en los distintos hospedadores vertebrados e invertebrados.

3. Detectar la distribución de los vectores y presencia de flavivirus en mosquitos de

entornos urbanos y periurbanos de Extremadura.

4. Analizar los factores de riesgo asociados a la presencia del virus del Nilo

occidental y determinar las zonas de mayor riesgo de transmisión a humanos.



 

REVISIÓN 

BIBLIOGRÁFICA 
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5. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA

5.1. AGENTES PATÓGENOS 

Los arbovirus son definidos como todos aquellos virus que se transmiten al ser humano 

o a otros vertebrados únicamente a través de especies de artrópodos hematófagos,

dentro de los cuales conviene destacar especialmente a los mosquitos (Barzon, 2018). 

Las arbovirosis emergentes y reemergentes son consideradas en la actualidad uno de 

los mayores riesgos sanitarios y de salud pública, especialmente relevantes los casos 

causados por flavivirus en Europa (Pierson & Diamond, 2020).  

Los flavivirus son un grupo taxonómico importante de virus ARN pertenecientes al 

género Flavivirus y familia Flaviviridae. El ARN de los flavivirus codifica tres proteínas 

estructurales (C-prM-E) en las primeras 50 pares de bases, primer tercio del genoma, y 

siete proteínas no estructurales en los 150 pares de bases restantes, los otros dos tercios 

del genoma (NS1-NS2A-NS2B-NS3-NS4A-NS4B-NS5) (Heinz et al., 2000). 

La emergencia o reemergencia de estos tipos de virus es ocasionada en la actualidad, 

por un lado, por el cambio climático y, por otro lado, por los cambios sociales y humanos, 

tales como la urbanización de entornos rurales o la globalización, la cual ha 

incrementado tanto el número de viajeros internacionales como el número de 

intercambios comerciales de mercancías y/o animales (Tolsá-García et al., 2023). Esta 

situación ha favorecido en los últimos años la propagación de los vectores transmisores 

de estos flavivirus hacia un número mayor de entornos donde antes no se encontraban, 

y junto con una mayor distribución de hospedadores infectados, se convierte en la 

situación ideal para una circulación activa en nuevas áreas (Giesen et al., 2023).  

Dentro de la familia Flaviviridae es necesario resaltar varios, según su importancia 

epidemiológica, como el virus del Nilo occidental (VNO) y el virus Usutu (VUSU). 

También hay que tener en cuenta a otro virus, el virus Bagaza (VBAG), que, aunque se 

dispone de poca información al respecto, afecta solamente a las aves y al ser humano, 

y cada vez se detecta más debido a la reactividad cruzada en las pruebas de diagnóstico 

empleadas en vigilancia de los virus anteriormente comentados (Medlock et al., 2007; 

Schweitzer et al., 2009; Chancey et al., 2015; Pandit et al., 2018). 

Virus del Nilo occidental 

El virus del Nilo occidental es un agente zoonótico del género Flavivirus, familia 

Flaviviridae, trasmitido por mosquitos, generalmente del género Culex (Angenvoort et 

al., 2013). Los mosquitos son los vectores, mientras que las aves son el hospedador 

principal (Sotelo et al., 2012). Otros vertebrados, especialmente seres humanos y 

équidos, actúan como fondos de saco ciego epidemiológico, puesto que la viremia que 

alcanzan estos hospedadores no es suficiente para mantener la transmisión del virus y, 
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por tanto, se consideran hospedadores accidentales (Papa, Bakonyi, et al., 2011; García-

Bocanegra et al., 2013; Vilibic-Cavlek et al., 2020).  

      El genoma secuenciado de este virus comprende 10.982 nucleótidos con una 

poliproteína de 3.434 aminoácidos codificada dentro de un único marco de lectura 

abierto (Richter et al., 2017). La microscopía electrónica y las técnicas de reconstrucción 

de imágenes establecieron que el VNO es un pequeño virus esférico icosaédrico con un 

diámetro de 50 nm y una envoltura lipídica que rodea una nucleocápside icosaédrica 

formada por proteínas de la cápside que están asociadas con el genoma de ARN ( 

Figura 1a). La secuencia del genoma del VNO y la función de las diferentes proteínas 

virales en el ciclo de vida viral, así como la evasión inmune se han descrito en detalle ( 

Figura 1b) (Ulbert, 2011). 

Figura 1. Estructura (a) y genoma de ARN de 11Kb de longitud (b) del VNO (de Filette et al., 2012) 

Durante la entrada viral, la proteína E interactúa con uno o más receptores de la 

superficie celular. No está del todo claro cuáles son los receptores celulares que están 

implicados en la unión al VNO, pero se ha demostrado que el DC-SIGN, la integrina alfa-

Vbeta3 (Bogachek et al., 2010) y la proteína de unión a laminina (Bogachek et al., 2008) 

son posibles receptores. Tras unirse a la célula, el virus es captado por endocitosis 

mediada por clatrina (Chu & Ng, 2004) y en la endosoma acidificada la proteína E 

experimenta cambios de conformación que resultan en la fusión entre las membranas 

viral y celular (Gollins & Porterfield, 1986). Tras la fusión, el genoma de ARN de cadena 

positiva se libera en el citoplasma de la célula, traduciéndose en una única poliproteína 

(Chambers et al., 1990), que se procesa proteolíticamente para producir tres proteínas 

estructurales (la proteína de la envoltura E; la proteína precursora de la membrana prM; 

y la proteína de la cápside C) y siete proteínas no estructurales (NS) (NS1, NS2a, NS2b, 

NS3, NS4a, NS4b y NS5). Mientras que los cortes en las uniones C-prM, prM-E, E-NS1, 

NS4A-NS4B (Nowak et al., 1989), y probablemente también NS1-NS2A (Falgout & 

Markoff, 1995), son realizados por los péptidos de señal del hospedador ubicados en el 

lumen del retículo endoplasmático, los enlaces peptídicos restantes son cortados por la 

proteasa NS3 codificada por el virus (de Filette et al., 2012). La replicación de los 

flavivirus requiere la proteína viral NS5, que es una ARN polimerasa dependiente de ARN 
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(Rice et al., 1986; Poch et al., 1989). Esta enzima produce un ARN de cadena negativa 

"anti sentido" que sirve de molde para la síntesis de muchas copias nuevas del genoma 

infeccioso de ARN de cadena positiva (de Filette et al., 2012). 

El VNO se enlaza a las membranas del retículo endoplasmático que han sido inducidas 

por él, para salir como viriones inmaduros en los que las proteínas E y prM forman 60 

espigas heterotriméricas (de Filette et al., 2012). El tránsito del virión inmaduro a través 

de los compartimentos del aparato de Golgi, los cuáles al ser ligeramente ácidos, 

produce la reorganización de las proteínas E en el virión inmaduro, induciendo un 

cambio conformacional de las proteínas E que quedan planas como dímeros 

antiparalelos en la superficie del virión (Konishi & Mason, 1993). En condiciones ácidas, 

la prM permanece asociada al virión y sobresale de la superficie de otra partícula de 

virus lisa, este cambio conformacional dependiente del pH aumenta la susceptibilidad 

del prM a una serina proteasa de tipo furina que produce la escisión y liberación 

completa de la prM durante el proceso de maduración del virión, siendo este un paso 

necesario en el ciclo de vida del virus (Diamond, 2009). La NS1 intracelular funciona 

como un cofactor esencial para la replicación viral (Lindenbach & Rice, 1997) y como 

antagonista de la señalización de los receptores tipo toll (Wilson et al., 2008). Mientras 

que la NS1 de la superficie celular y la NS1 secretada antagonizan la activación del 

complemento (Kyung et al., 2006; Avirutnan et al., 2010), la NS2A participa en la 

biogénesis de las membranas inducidas por el virus, que tienen un papel vital en la 

formación del virus (Leung et al., 2008). Esta NS2A también inhibe la activación del 

promotor del interferón- (Liu et al., 2004). Las pro-proteínas no estructurales NS4B y 

NS5 de los flavivirus bloquean la activación del mecanismo de señalización JAK-STAT1 

(Laurent-Rolle et al., 2010), lo que limita la producción de genes antivirales estimulados 

por interferón en las células infectadas (de Filette et al., 2012). 

De acuerdo con el análisis filogenético del VNO, se conocen un total de 9 linajes de 

este virus (Figura 2; Tabla 1) (Fall et al., 2017) , de los cuales sólo los linajes 1 y 2 han 

sido relacionados con los casos de infecciones producidas por este virus en humanos 

(Papa, et al., 2011; Petersen et al., 2013; Christova et al., 2020). Hasta 2004, solo había 

sido encontrado el linaje 1 en los animales y humanos en Europa (Zeller & 

Schuffenecker, 2004). Es a partir de entonces, cuando el linaje 2 fue aislado por primera 

vez en Hungría y Rusia en 2004, distribuyéndose desde el este hasta el centro y suroeste 

de Europa, causando centenares de casos en aves, humanos y caballos (Savini et al., 

2012; Hernández-Triana et al., 2014; Ravagnan et al., 2015; Rizzoli et al., 2015; de Heus 

et al., 2019). Actualmente, el linaje 2 predomina en numerosas zonas en Europa (Vilibic-

Cavlek et al., 2019). Otros linajes han sido identificados, pero no han sido asociados 

hasta ahora con enfermedades ocasionadas ni en seres humanos ni en animales. Entre 

ellos se incluyen el linaje 3, también conocido como virus Rabensburg, aislado por 

primera vez en 1997 en el sur de Moravia (República Checa) en mosquitos Culex pipiens 

y Aedes rossicus (Bakonyi et al., 2005), el linaje 4a del VNO, virus de Krasnodar, 
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detectado primero en una garrapata Dermacentor, y posteriormente, en mosquitos y 

ranas en el sur de Rusia (Lvov et al., 2004), el linaje putativo 4b del VNO, identificado en 

mosquitos de 2010 en el sur de España (Vázquez et al., 2010) y el linaje 4c detectado en 

mosquitos Uranotaenia unguiculata en Austria en 2013 (Pachler et al., 2014).  

En España, los casos de VNO en caballos y seres humanos que se han detectado desde 

2010 hasta 2022 (ECDC, 2022; Saravia Campelli et al., 2022), han sido causados 

fundamentalmente por el linaje 1 (MAPA, 2022), aunque ha sido detectado en un caso 

de VNO importado el linaje 2, en un viajero que venía de Rumania y que fue 

hospitalizado por presentar complicaciones neurológicas y gastrointestinales (Velasco 

et al., 2020). Hasta el momento, el linaje 2 solo se ha detectado en Cataluña tanto en 

aves del género Accipiter gentilis (azores) como en mosquitos (Busquets et al., 2008; 

Vázquez et al., 2011b; Busquets et al., 2019; MAPA, 2022).  

Figura 2. Numeración sugerida de los linajes del VNO basada en el análisis filogenético (Rizzoli et al., 2015) 
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Tabla 1. Descripción general de los linajes del VNO (Rizzoli et al., 2015) 

Recientemente, han sido descritos para las personas y équidos algunos factores de 

riesgo que están relacionados con la probabilidad de exposición al VNO, junto con otros 

flavivirus como el VUSU. En un trabajo realizado entre julio de 2018 y octubre de 2019 

por Casades-Martí et al. (2023), los autores contemplaron tres escenarios posibles en su 

hipótesis inicial, con los que midieron el grado de interacción de los équidos con las aves 

y vectores. Parece que en las propias explotaciones de équidos es donde observaron un 

mayor riesgo de exposición al VNO y otros flavivirus, puesto que las interacciones entre 

aves con équidos y seres humanos son mayores en estas zonas. Por lo tanto, la presencia 

de aves que habiten en las explotaciones debería ser considerado como un riesgo 

importante para el mantenimiento y propagación del VNO (Casades-Martí et al., 2023).  

En cuanto a las manifestaciones clínicas de esta enfermedad, en el caso de las aves, 

la mayoría de los animales afectados son asintomáticos, aunque en determinadas 

especies, en las cuales se ha observado una mayor sensibilidad a este virus, pueden 

observarse cuadros nerviosos de especial gravedad. Un ejemplo de ello son los buitres, 

en los que se observan síntomas como ataxia, incapacidad para volar, fiebre, 

fasciculaciones, estupor y decúbito (Gamino & Höfle, 2013).  

Sin embargo, en algunas ocasiones, también se pueden observar problemas que 

afectan gravemente a la salud de los caballos y de las personas (Beck, et al., 2013). Los 

principales síntomas que se han descrito en los équidos son ataxia, debilidad en los 

miembros posteriores, incapacidad para levantarse, fasciculaciones musculares, fiebre 

y déficit de los pares nerviosos craneales. Además de estos síntomas neurológicos, 

también pueden desarrollar síntomas inespecíficos como anorexia, depresión, dolor 

cólico, cojera, fotofobia, ceguera, hiperestesia y rechinar de dientes (Angenvoort et al., 

2013). La gravedad de los signos clínicos depende de muchos factores, como la edad, el 

método de cría, las condiciones de alojamiento, la virulencia de la cepa, la 
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susceptibilidad genética y la infección previa con este u otros flavivirus (Autorino et al., 

2002; Tesh et al., 2002). En el caso de animales de menos de dos años, la probabilidad 

de morir es menor que en el caso de animales de más de 3 años (Salazar et al., 2004). 

Además, en el caso de animales que permanecen en decúbito y que tienen incapacidad 

para levantarse, tienen 78 veces más probabilidades de morir que aquellos animales que 

no muestran estos síntomas (Salazar et al., 2004). En el caso de los animales no 

vacunados, las probabilidades de morir se han estimado que son el doble que en el caso 

de animales vacunados (Salazar et al., 2004). También en algunos estudios se ha 

determinado que las probabilidades de morir en el caso de las hembras son 2,9 veces 

mayores que en el caso de los machos (Salazar et al., 2004). 

En los seres humanos, la mayoría de las personas infectadas con el VNO son 

asintomáticas y sólo entre el 20-40% de los casos desarrollan síntomas (Rizzoli et al., 

2015). La gran mayoría de las manifestaciones clínicas desencadenan una enfermedad 

leve similar a un cuadro gripal, definida como fiebre del Nilo Occidental (FNO). Sin 

embargo, existe otra forma clínica de la enfermedad, la enfermedad neuro invasiva 

grave (WNND, por sus siglas en inglés), que ocurre solo en menos del 1% de los pacientes 

infectados. La WNND generalmente abarca tres síndromes diferentes: meningitis, 

encefalitis y parálisis flácida aguda, que pueden ser mortales, sobre todo en ancianos 

(Petersen & Marfin, 2002; Sejvar et al., 2003; Papa et al., 2010; Rizzoli et al., 2015). 

También se han descrito casos ocasionales de hepatitis, pancreatitis y miocarditis (Tsai 

et al., 1998; Platonov et al., 2001; Weinberger et al., 2001; Papa et al., 2010; Rizzoli et 

al., 2015).  

 

Virus Usutu 

En cuanto a otro de los flavivirus con cada vez más relevancia, cabe señalar al VUSU, 

también incluido junto con el VNO dentro del serocomplejo de las encefalitis japonesas. 

Este virus fue detectado por primera vez en mosquitos del género Culex neavei en 

Sudáfrica en 1959 (Woodall, 1964). Es un virus envuelto de aproximadamente 40-60 nm 

de diámetro, con un ARN monocatenario de polaridad positiva compuesto por 11.064 

nucleótidos, que alberga una cubierta de 5' N7-metilguanosina-trifosfato pero que 

carece de una cola poliA en el extremo 3' (Bakonyi et al., 2004). El genoma del VUSU 

tiene un único sentido de lectura abierto que codifica una poliproteína de 3.434 

aminoácidos que, después de la escisión, genera tres proteínas estructurales (cápside C, 

premembrana prM y envoltura E) y ocho proteínas no estructurales (NS1/NS1', NS2a, 

NS2b, NS3, NS4a, 2K, NS4b y NS5 (Beck et al., 2013). 

En cuanto a sus hospedadores, el VUSU se mantiene a través de un ciclo enzoótico 

entre aves, consideradas como hospedadores amplificadores y mosquitos ornitofílicos, 

como vectores (Bażanów et al., 2018). Por lo tanto, los ciclos de transmisión del VUSU y 
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el VNO son muy similares (Bażanów et al., 2018). Fue detectado por primera vez en 

mirlos muertos en Austria en 2001 y en Italia en 1996 (Weissenböck et al., 2002). Se ha 

demostrado que el VUSU puede infectar a más de 50 especies de aves (Nikolay, 2015). 

El VUSU se ha observado en numerosas aves migratorias europeas, como Falco 

tinnunculus (Cernícalo común), Sylvia curruca (Garganta blanca menor) o Ficedula 

hypoleucas (Papamoscas cerrojillo europeo) (Nikolay et al., 2011), pero también en 

especies residentes, como Pica pica (Urraca euroasiática), Passer domesticus (Gorrión 

común) y Turdus merula (Mirlo común) (Nikolay, 2015). El VUSU también se ha aislado 

en búhos en cautividad hallados muertos o moribundos en zoológicos de Austria en 

2001 (Buchebner et al., 2013), en Suiza en el 2006 (Steinmetz et al., 2011) y en Francia 

entre 2016 y 2018 (Epidemiosurveillance Santé Animale (ESA), 2018).  

Entre los síntomas que presentan las aves infectadas, se han observado trastornos 

del sistema nervioso central. Los signos clínicos más frecuentemente registrados son la 

postración, desorientación, ataxia y pérdida de peso. La hepatomegalia y la 

esplenomegalia son las principales lesiones macroscópicas. También se han detectado 

áreas necróticas e infiltrados inflamatorios compuestos por células linfoides e 

histiocíticas en el corazón, hígado, riñones, bazo y cerebro de aves infectadas (Bakonyi 

et al., 2007). Por lo tanto, el VUSU puede ser altamente patógeno tanto para aves 

silvestres como en cautividad, debido a su amplio tropismo y virulencia en una gran 

variedad de tejidos y órganos (Chevalier et al., 2009). La circulación del VUSU ha 

provocado, en consecuencia, una muerte importante de aves en diferentes países 

europeos (Chevalier et al., 2009), aunque las consecuencias de la mortalidad asociada 

al VUSU en la dinámica de las poblaciones de aves no se han investigado claramente 

hasta la fecha. Se debe evaluar la correlación entre el aumento de la mortalidad de las 

aves y la velocidad de replicación del virus dentro del reservorio natural, así como con 

el riesgo de infección por VUSU en hospedadores accidentales, como los humanos y los 

caballos, al igual que para el VNO (Chevalier et al., 2009).  

Además de en aves, el VUSU también se ha detectado en mamíferos, aislándose en 

el cerebro de murciélagos (Pipistrellus spp.) hallados muertos en el suroeste de 

Alemania, lo que cuestiona el papel de estos animales en la amplificación del VUSU 

(Cadar et al., 2014). En otros mamíferos se han detectado anticuerpos específicos contra 

el VUSU, aunque las consecuencias de la exposición al VUSU en estas especies solo se 

han evaluado parcialmente, tales como caballos, perros, murciélagos, jabalíes, 

rumiantes salvajes y seres humanos (Vanhomwegen et al., 2017; Cheng et al., 2018; Clé 

et al., 2019; Roesch et al., 2019). En Italia, Serbia, Croacia, Polonia y en la isla de Mallorca 

en España se realizaron estudios enfocados en équidos (Gaibani & Rossini, 2017; 

Vanhomwegen et al., 2017; Bażanów et al., 2018). Se han detectado anticuerpos 

neutralizantes específicos de VUSU en jabalíes en Serbia (Escribano-Romero et al., 

2015). En África, las pruebas VNT realizadas en sueros de caballos y perros militares en 

Marruecos en 2012 también detectaron la exposición de estos animales a VUSU (Durand 
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et al., 2016). En 2014, otro estudio notificó la presencia de anticuerpos anti-VUSU en 10 

equinos en el suroeste de Túnez (Hassine et al., 2010).  

Las infecciones ocasionadas por VUSU en seres humanos suelen ser asintomáticas, 

aunque en algunos casos se han registrado síntomas nerviosos graves, como las 

meningoencefalitis o encefalitis (Aberle et al., 2018; Carletti et al., 2019; Clé et al., 2019; 

Nagy et al., 2019), incrementando aún más si cabe el riego que suponen estas 

arbovirosis por su potencial zoonótico y, por ende, su importancia para la salud pública. 

Hasta 2019, la mayoría de los casos del VUSU diagnosticados durante las pruebas 

realizadas a los donantes de sangre eran asintomáticos, siendo tan solo notificados 46 

casos con sintomatología aguda en Italia, Croacia y Francia (Clé et al., 2019) 

Virus Bagaza 

El virus Bagaza (VBAG) es otro flavivirus transmitido por mosquitos, que a diferencia del 

VNO y del VUSU pertenece al serocomplejo Ntaya (Kuno et al., 2007). El VBAG se aisló 

por primera vez en 1966 en un grupo de mosquitos del género Culex en la República 

Central Africana (Digoutte, 1978). Desde ese momento, se ha detectado en otros países 

del oeste de África (Traore-Lamizana et al., 1994; Diallo et al., 2005) y la India (Bondre 

et al., 2009). Sin embargo, en España se detectó por primera vez en 2010 en Cádiz, 

asociado a un episodio de alta mortalidad ocurrido en perdices rojas y faisanes comunes 

(Agüero et al., 2011). 

En el ciclo de transmisión, los principales hospedadores vertebrados también son las 

aves, a pesar de que en seres humanos con meningoencefalitis también se han aislado 

anticuerpos frente al VBAG, pero su patogenicidad en humanos no es aún bien conocida 

(Kuno et al., 2007; Bondre et al., 2009). En un estudio experimental realizado en aves 

por Llorente et al. (2015), se comprobó que existía una transmisión directa de este virus 

entre perdices rojas (Alectoris rufa) y faisanes comunes (Phasianus colchicus). Además, 

en este estudio también se determinó que la carga viral de mayor duración se encontró 

en la base de las plumas de nueva generación, por lo que la toma de muestras de plumas 

puede ser útil dentro de los programas de vigilancia activa para la detección temprana 

de este virus (Llorente et al., 2015). En cuanto a su patogenicidad, en el mismo estudio, 

de las 10 perdices que fueron inoculadas experimentalmente, todas presentaron 

sintomatología y el 30% fallecieron entre los 6 y los 10 días post infección (Llorente et 

al., 2015). Sin embargo, en un estudio de campo realizado en España, en Cádiz, en 

determinadas zonas de caza donde se observó un brote epidémico de mortalidad en 

perdices y faisanes antes comentado, se estimó que las tasas de morbilidad 

correspondían al 37% en perdices y al 11% en faisanes; mientras que las tasas de 

mortalidad fueron del 23% en perdices y del 6% en faisanes (García-Bocanegra et al., 

2013). Entre los signos clínicos que se han observado en las aves afectadas por este virus 
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cabe señalar debilidad, postración, falta de coordinación, ataxia, pérdida de peso y 

diarrea blanquecina (Agüero et al., 2011; García-Bocanegra et al., 2013). Es necesario 

destacar que, este episodio coincidió con la notificación de los primeros casos causado 

por el VNO en caballos en esa zona (ECDC, 2022a).  

La longitud del genoma del VBAG es de 10.941 nucleótidos, y los ORF (fragmentos de 

lectura abierta) codifican 3426 aminoácidos (aa) (Kuno & Chang, 2007). En cuanto al 

estudio filogenético de este virus existen dos secuencias en la actualidad, una aislada en 

África y otra en la India. En el caso de la secuencia aislada en España tras su análisis 

filogenético (Tamura et al., 2011) se determinó que mostró una mayor similitud con la 

cepa aislada en África (94,1% de identidad) que con la cepa de India (92,8%), aunque 

ambas cepas estaban más próximas entre sí, que con respecto a la detectada en España. 

Sin embargo, a pesar de este hecho, no han sido relacionados más episodios de 

mortalidad en otras especies de aves. Se debería determinar si otras especies de aves 

son susceptibles a la enfermedad causada por el VBAG a que este virus presenta una 

gran similitud con el virus de la meningoencefalitis del pavo de Israel (Fernández-Pinero 

et al., 2014). Además, otros vertebrados podrían estar en riesgo de infectarse con este 

virus, por lo que es necesario realizar estudios de patogenicidad, ya que la propagación 

transcontinental de los flavivirus está asociada con la migración de las aves. Es por ello 

que las migraciones de aves infectadas entre África y Europa podrían haber introducido 

el VBAG en España (Agüero et al., 2011). No obstante, como de momento no hay 

evidencias de que este virus sea transmitido por aves migratorias, habría que tener en 

cuenta otros factores de riesgo de su introducción en España, como la industria avícola 

y el comercio internacional de aves, especialmente de aves exóticas y de aves de caza 

(Agüero et al., 2011).  

 

Vectores de flavivirus 

A nivel mundial se han detectado flavivirus en 30 especies de mosquitos, de los cuales, 

solo 23 presentan capacidad vectorial para transmitir el VNO y el VUSU; destacando el 

género Culex (Tolsá-García et al., 2023) .  

Los primeros aislamientos de VNO se realizaron a partir de especies del género Culex 

(Taylor et al., 1953), reconocido como el principal género vector de transmisión global 

de este virus. La especie de mosquito que mayor riesgo de infección-transmisión 

representa para los virus del serocomplejo de las encefalitis japonesas es 

Culex quinquefasciatus en Norte América. Sin embargo, en concreto para el VNO, la 

especie que más riesgo representó fue Culex restuans en esta región (Tolsá-García et al., 

2023). En el caso de Europa, se ha destacado el papel transmisor de Cx. pipiens y 

Culex modestus en Francia (Balenghien et al., 2008), así como de Culex perexiguus y 

Culex univittatus en la Península Ibérica (Mixão et al., 2016), relacionados con la 
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transmisión del VNO y el VUSU en aves silvestres y en cautividad (Buchebner et al., 2013; 

Vázquez et al., 2011b), aunque la capacidad y/o competencia vectorial puede ser muy 

variable (Colpitts et al., 2012). En Sudáfrica, se ha demostrado que Cx. univittatus 

transmite de forma efectiva el VNO a las aves (Jupp, 1974). Todos estos mosquitos son 

principalmente especies ornitofílicas del género Culex, aunque algunas pueden tener un 

comportamiento oportunista, como Cx. pipiens (Haba & McBride, 2022) siendo también 

responsables de la transmisión de estos virus a los mamíferos susceptibles, en particular 

a los humanos y los caballos, que se consideran hospedadores accidentales (Gomes et 

al., 2013). 

El VUSU se ha aislado en muchas especies de mosquitos en todo el continente 

africano, principalmente en países donde se han implementado programas de vigilancia 

entomológica, como Senegal, Kenia y Uganda (Nikolay et al., 2011; Ochieng et al., 2013). 

Del mismo modo, también se ha detectado más recientemente en el sur y centro de 

Europa, como en Italia o Austria (Camp et al., 2019). Las especies de mosquitos en las 

que se ha detectado el VUSU con mayor frecuencia pertenecen al género Culex como 

Cx. modestus, Culex neavei, Cx. perexiguus, Culex perfuscus, Cx. pipiens, 

Cx. quinquefasciatus, Cx. univittatus, pero también en otros géneros como 

Aedes albopictus, Aedes caspius, Aedes detritus, Aedes japonicus, Aedes minutus, 

Anopheles maculipennis, Coquilletidia aurites, Culiseta annulata y Mansonia africana.  

La competencia vectorial de Cx. pipiens, Cx. neavei y Cx. quinquefasciatus para el 

VUSU se ha demostrado en condiciones de laboratorio (Nikolay et al., 2012; Cook et al., 

2018). En Europa Cx. pipiens se considera como el principal vector transmisor, tanto del 

VNO como del VUSU a los seres humanos (Becker et al., 2012). Es una especie 

principalmente ornitófila, pero que también puede alimentarse de mamíferos (Haba & 

McBride, 2022), lo que podría ser un vector puente para la transmisión entre diferentes 

hospedadores. Se ha corroborado que la competencia vectorial de Cx. pipiens es mayor 

para el VUSU que para el VNO, al menos en condiciones de temperatura elevada (a 28°C) 

(Fros et al., 2015). Sin embargo, en un estudio reciente, especies del género Cx. pipiens 

infectados con una cepa africana del VUSU mostró una competencia vectorial muy baja 

(Hernández-Triana et al., 2018). Estos resultados obtenidos en los estudios de campo, 

aunque son contradictorios con infecciones experimentales previas, podrían explicarse 

por la variabilidad genética de las cepas del VUSU y las diferencias en la susceptibilidad 

entre diferentes poblaciones de la misma especie de mosquito o los ecotipos de Cx. 

pipiens (molestus y pipiens, así como híbridos) para el mismo virus (Haba & McBride, 

2022). Por otro lado, las presiones selectivas en las infecciones experimentales en 

laboratorio de las poblaciones de mosquitos pueden modificar su susceptibilidad a la 

infección; además, los parámetros experimentales, como los títulos de virus en la sangre 

durante la infección oral y la temperatura, así como, la duración de la incubación, 

también pueden influir en la competencia de los mosquitos (Kramer, 2016). Por el 

contrario, las poblaciones norteamericanas y europeas de Ae. albopictus parecen ser 
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resistentes a la infección por el VUSU, incluso cuando esta especie se ha encontrado 

repetidamente infectada en la región de Emilia-Romana, en el norte de Italia (Calzolari 

et al., 2017; Puggioli et al., 2017; Cook et al., 2018). También se ha demostrado que las 

poblaciones de Ae. albopictus, aunque su comportamiento es preferentemente 

mamofílico, pueden alimentarse de aves, aunque es poco frecuente y no se alimenta de 

más de un ave (Richards et al., 2006), por lo que, se deben realizar investigaciones 

adicionales en el laboratorio (competencia vectorial) y en el campo (capacidad vectorial) 

para aclarar su papel en la transmisión del VUSU (y también del VNO) y el riesgo asociado 

para los seres humanos. En el caso del VBAG también es un flavivirus que puede ser 

transmitido por estos géneros de mosquitos. De manera específica ha sido aislado en 

Mauritania y Senegal, en individuos de las siguientes especies Aedes fowleri (dos cepas), 

Cx. neavei (18 cepas) y Culex poicilipes (cinco cepas). Sin embargo, en Europa no ha sido 

aislado en mosquitos, a pesar de que ha sido detectado en aves (Diallo et al., 2005; Höfle 

et al., 2022).  

Por lo tanto, en la vigilancia entomológica debemos tener en cuenta parámetros 

fundamentales como son la competencia y la capacidad vectorial de una especie 

particular de mosquito, la cual dependerá de múltiples factores. Tales factores son la 

densidad del vector en relación con la densidad del hospedador; la tasa diaria de 

alimentación de sangre del vector en una determinada especie de hospedador; la 

proporción de vectores que desarrollan estadios de patógenos infecciosos; la tasa de 

supervivencia diaria del vector; la duración en días que el patógeno se almacena en la 

saliva (período de incubación), etc.… (Engler et al., 2013). Estos factores son los que se 

modifican en los estudios de laboratorio (Anderson & Rico-Hesse, 2006). Sin embargo, 

uno de los objetivos de la vigilancia entomológica es generar datos que se puedan 

aplicar en todos los estudios de campo para calcular la capacidad vectorial o para 

encontrar parámetros que puedan sustituirlo para medir esto. Para ello, los parámetros 

clave que influyen en la capacidad vectorial son la densidad de determinadas especies, 

sus preferencias por los hospedadores y la tasa de contacto entre el vector y el 

hospedador, así como la variedad de factores climáticos (Engler et al., 2013). Por lo 

tanto, la propagación de los virus transmitidos por artrópodos como los flavivirus 

depende de muchos factores (Engler et al., 2013). 

Es necesario destacar que el vector infecta a los hospedadores vertebrados 

únicamente cuando el virus se encuentra en la saliva del mosquito mientras éste pica al 

hospedador para realizar las ingestas de sangre (Kramer & Ciota, 2015). Por ello, en los 

estudios de campo, es importante analizar de forma separada las diferentes partes del 

cuerpo de los mosquitos (Bravo-Barriga et al., 2016), ya que, si el genoma viral se 

encuentra solo en el abdomen, no se podría confirmar que esa especie pueda ser 

competente en la transmisión viral (Kramer & Ciota, 2015). En la actualidad, hay pocos 

estudios de campo en los que se realice la disección del cuerpo de los mosquitos en 

diferentes partes, ya que normalmente los mosquitos se analizan en grupos de entre 1 
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y 50 individuos con el cuerpo completo (Tabachnick, 2013). Por otro lado, en estos 

estudios de laboratorio no se tienen en cuenta los factores medioambientales que 

influyen en estos vectores; tales como, las fluctuaciones en las temperaturas 

ambientales, la edad del mosquito, la dosis viral, las cadenas del virus o el microbiota 

del estómago de estos insectos (Pulgarín et al., 2018). Se cree que los factores 

macroecológicos pueden ayudar a identificar estos amplios patrones temporales y 

espaciales que existen entre los hospedadores y los virus (Stephens et al., 2016; Pandit 

et al., 2018), lo cual nos permitiría distinguir entre infecciones naturales e indicadores 

de transmisión de estos flavivirus entre diferentes especies de mosquitos (Tolsá et al., 

2018). Las estrategias basadas en la macroecología pueden usarse para identificar zonas 

de especial riesgo para la entrada y circulación de estos virus (Albery et al., 2021). 

Además, la determinación de zonas de riesgo es una pieza clave para definir los objetivos 

de los programas de vigilancia en función del conocimiento de la distribución de 

especies de mosquitos de la región objeto de estudio (Calzolari et al., 2020). Por lo tanto, 

resulta fundamental conocer la distribución y nichos ecológicos de los mosquitos para 

determinar de forma más apropiada la interfaz virus-vector para poder entender la 

situación global actual (Mayer et al., 2017). Debido a la actual propagación de todos 

estos vectores a nivel mundial, resulta necesario fortalecer la capacidad entomológica 

en Europa para mejorar la vigilancia y la evaluación de los riesgos asociados a estos 

vectores, e identificar las estrategias de control más apropiadas y respetuosas con el 

medio ambiente, especialmente en los puntos críticos de aparición y propagación de 

flavivirus. También es importante señalar que el número de productos disponibles para 

el control de mosquitos se ha reducido en los últimos años (European Comission, 2022), 

por lo que, se necesitan urgentemente nuevos insecticidas y repelentes, ya que los 

disponibles están perdiendo eficacia por aparición de resistencias (Rizzoli et al., 2015; 

Pichler et al., 2022). Además, existe una clara necesidad de definir y evaluar la 

efectividad de las estrategias integradas de control de mosquitos, así como, concienciar 

a la población para reducir las fuentes de estos insectos (Rizzoli et al., 2015).  

La vigilancia entomológica activa y específica del VNO, así como de otros flavivirus en 

las poblaciones de mosquitos, ofrece la oportunidad de detectar los virus antes de la 

aparición de casos en équidos y humanos e instaurar un seguimiento a lo largo del 

tiempo (Calzolari et al., 2012). Esto proporciona una ventaja a la hora de establecer 

métodos de control, como el uso de productos adecuados para la lucha vectorial, 

introducir medidas de bioseguridad para el ganado o iniciar la vacunación preventiva 

(Calzolari et al., 2020). Sin embargo, la vigilancia activa que predice los brotes de virus 

se ve desafiada por una variedad de factores, incluido el escaso conocimiento de los 

factores sociales y ecológicos que determinan la tasa de contacto entre el vector y el 

hospedador y que facilitan la transmisión a los seres humanos y los caballos (Medlock 

et al., 2007). Las limitaciones prácticas, como el apoyo financiero institucional o privado, 

las dificultades en la identificación de mosquitos debido a la falta de entomólogos 

especialistas (Almeida et al., 2017) y una detección sensible, rápida y eficaz de los virus 
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en los mosquitos también pueden impedir una vigilancia eficaz. Un área clave de esto 

es la identificación precisa de las especies de mosquitos, ya que solo ciertas especies en 

un área determinada pueden actuar de manera efectiva como vectores para las 

poblaciones humanas o equinas (Medlock et al., 2007).  

Por lo tanto, esta vigilancia entomológica clásica se debe realizar en una variedad de 

sitios de recolección ubicados en áreas de riesgo o en áreas con circulación de virus, y 

tiene como objetivo capturar e identificar posibles especies de vectores transmisores 

del VNO y otros flavivirus (VUSU y VBAG), así como determinar su abundancia y 

distribución. Se utilizan diferentes trampas y métodos para recolectar mosquitos, como 

las trampas de luz CDC, las cuales se colocan aproximadamente a 1,5 m del suelo y se 

mantienen en funcionamiento durante una o dos noches consecutivas; las trampas BG-

Sentinel y trampas grávidas, que se colocan en el suelo en lugares protegidos de los 

ataques de animales y se mantienen en funcionamiento durante unas 24-48 horas 

(Degener et al., 2019). El uso conjunto de diversas trampas permite una captura más 

diversa, puesto que algunas trampas son más eficaces para los mosquitos del género 

Culex spp. y otras más selectivas para las especies diurnas del género Aedes  (Degener 

et al., 2019). Las trampas de aspiración se utilizan para recolectar mosquitos una vez 

que se han alimentado en sus sitios de descanso (paredes de refugios para animales), y 

la recolección de larvas también se utiliza para mejorar la monitorización de las especies 

de mosquitos y observar la abundancia de determinadas especies (Degener et al., 2019). 

La temporada de detección de estos flavivirus se realiza mensualmente en áreas con 

circulación activa del virus y de marzo a octubre en zonas de vigilancia (áreas 

consideradas en riesgo de introducción del virus). Los mosquitos se identifican y se 

suelen agrupar (un máximo de 50 individuos/grupo) por sitio de captura, fecha de 

recolección, método de captura, especie, sexo y estado de la hembra (con sangre o sin 

alimentar), analizándose dichas muestras para el VNO y otros flavivirus mediante RT-

PCR (del Amo et al., 2013). 

Por último, en cuanto a métodos de vigilancia pasiva, también podemos nombrar el 

uso de las tarjetas FTA® Cards cebadas (por ejemplo, con miel), que se usa en 

combinación con el resto de las trampas que han sido comentadas anteriormente, 

siendo demostrada su eficacia, sobre todo en zonas de baja prevalencia (Wipf et al., 

2019).  

En cuanto a la vigilancia entomológica realizada en distintos países de Europa para la 

detección de estos flavivirus se obtuvieron datos dispares (Engler et al., 2013): 

En Italia, se identificaron y analizaron 5184 pools de mosquitos para el VNO y 3646 

para el VUSU, de los cuales, se detectó VNO en 10 pools de mosquitos que incluían 

hembras de Cx. pipiens, Ae. caspius y Cx. modestus (Engler et al., 2013).En Grecia, las 

especies dominantes durante el verano son: Ae. caspius, Cx. pipiens y Cx. modestus y 

tres especies de Anopheles spp. Las dos primeras especies están presentes en todo el 
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país, mientras que Cx. modestus y Anopheles spp. se encuentran en los humedales, y 

especialmente en los campos de arroz (Engler et al., 2013). En el caso de Suiza, nunca se 

ha detectado VNO en mosquitos, pero debido a la presencia de casos positivos en el 

norte de Italia, se ha establecido un sistema de vigilancia del VNO y otros virus 

transmitidos por mosquitos, sobre todo en el sur del país, pero con intención de 

implementarlo en todo el territorio. En 2011/2012, fueron capturados un total de 

16.982 mosquitos del género Culex (principalmente Cx. pipiens), 4.597 Aedes vexans y 

3.938 Ae. albopictus. En ninguno de los grupos de mosquitos se aisló el VNO, pero sí 

secuencias del VUSU, aunque no fueron secuencias relacionadas con casos humanos 

(Engler et al., 2013). En el caso de Reino Unido, un solo artículo ha informado de la 

detección del VNO en aves silvestres seropositivas (Folly et al., 2020). Los resultados 

nunca se repitieron en la vida silvestre y no ha habido casos humanos o equinos. En 

cuanto a las especies de mosquitos capturadas como posibles candidatos para la 

transmisión del VNO en este país han sido los siguientes; Aedes cinereus, Aedes cantans, 

Ae. detritus, Aedes punctor, Anopheles plumbeus, Coquillettidia richiardii, Cx. pipiens, 

Culex pipiens molestus, Culex torrentium, Cs. annulata, Culiseta litorea, Culiseta 

morsitans, Cx. modestus y Ae. vexans. Sin embargo, en ninguno de estos individuos se 

han aislado secuencias de estos flavivirus (VNO ni VUSU) (Engler et al., 2013; Medlock 

et al., 2007). En Alemania, se han llevado a cabo amplios estudios de vigilancia sobre 

miles de aves silvestres y domésticas y de equinos (Seidowski et al., 2010; Ziegler et al., 

2012), así como sobre mosquitos. Entre las varias decenas de miles de mosquitos que 

se han procesado, varias especies de mosquitos, que se han reportado, son nuevas en 

Alemania, tales como Ae. albopictus, Ae. japonicus, Anopheles daciae y Culiseta 

longiareolata (Kronefeld et al., 2012; Werner et al., 2012). En 2010, el VUSU fue aislado 

en mosquitos Cx. pipiens atrapados en la ciudad de Weinheim (Jöst et al., 2011). Durante 

el verano de 2011, se observó una mortalidad considerable de aves silvestres y en 

cautividad en el suroeste de Alemania, analizando 168 aves muertas y detectando ARN 

de VUSU en 80 individuos de seis especies. Por lo tanto, se demostró que la mortalidad 

de las aves estaba asociada con la aparición del VUSU (Becker et al., 2012).  

En el caso de España, existen numerosos estudios sobre la presencia y distribución 

de posibles vectores competentes del VNO y otros flavivirus, así como la detección de 

éstos en los mosquitos. En un estudio realizado entre los años 2001-2005 en las 

provincias de Huelva, Tarragona, Barcelona y Girona por Aranda et al., (2008) se 

analizaron 72.895 mosquitos hembra, los cuales pertenecieron a 20 especies de los 

géneros Anopheles, Aedes, Culex, Culiseta, Coquillettidia y Uranotaeina. Según la lista 

de especies de mosquitos españoles (Bueno-Marí et al., 2012), las 20 especies 

capturadas representaban el 37% de todas las especies presentes en el país (Encinas 

Grandes, 1982; Padrós, 1997; Eritija et al., 2000). La especie más abundante fue Ae. 

caspius (40,9%), seguida de Cx. pipiens (32,3%), Culex theileri (10,9 %), Anopheles 

atroparvus (6,6 %) y Cx. modestus (4,6%). Más de la mitad (56,3%) del total de mosquitos 

capturados se capturaron en Huelva, seguida de Girona (22%), Tarragona (12%) y 
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Barcelona (9,6%). En este mismo estudio se amplificaron secuencias de flavivirus en 111 

de los 4723 grupos de mosquitos analizados. Las secuencias de flavivirus identificadas 

fueron virus específicos de insectos, como el virus Kamiti River. Huelva fue la provincia 

donde se obtuvieron mayor número de grupos de mosquitos positivos (64), seguida de 

Girona (36), Tarragona (8) y Barcelona (3). La especie con mayor número de grupos de 

mosquitos positivos fue Cx. theileri con un total de 50, seguido de Ae. capius con 29, Ae. 

vexans con 16, y Cx. pipiens con 9 (Aranda, et al., 2008).   

Años más tarde, el VUSU fue detectado en un grupo con 3 mosquitos hembra de la 

especie Cx. pipiens capturados en agosto de 2006 en el delta de Llobregat (Busquets et 

al., 2008). Además, en 2011 (Vázquez et al. 2011b), confirmaron, por primera vez en 

España, la circulación y primera detección del linaje 1 del VNO y del VUSU en mosquitos 

Cx. perexiguus, lo que evidencia a este mosquito como un vector importante de estos 

flavivirus en nuestro país, como también ya fue descrito en Israel (Orshan et al., 2008). 

Las secuencias del VNO y el VUSU detectadas en este estudio fueron muy similares a las 

de VNO detectadas en águilas reales en 2007 (Jiménez-Clavero et al., 2008) y las de 

VUSU españolas detectadas en Cx. pipiens en Cataluña en 2006 (Busquets, et al., 2008). 

Hasta ahora, no se han detectado infecciones en humanos por el VUSU, pero sí en 

animales en España, al igual que se han descrito casos de enfermedad por VNO en 

humanos, aves y caballos (ECDC, 2022b, 2022a). Aunque ambos virus podrían haber sido 

reintroducidos por aves migratorias repetidamente en la región mediterránea, el hecho 

de que las secuencias encontradas sean muy homogéneas y su detección frecuente en 

los últimos años, podría sugerir una circulación endémica de estos virus. 
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5.2. DIAGNÓSTICO DE FLAVIVIRUS 

Además del estudio clínico y patológico de los pacientes (humanos y/o animales), las 

pruebas laboratoriales para el diagnóstico del VNO y otros flavivirus comprenden la 

serología, el aislamiento de virus y la RT-PCR (WOAH, 2022a). 

La respuesta para combatir la infección causada por el VNO es esencialmente una 

respuesta inmunitaria específica o humoral, mediada por anticuerpos (ACs), ya que la 

respuesta inmune no humoral o inespecífica, no limita la diseminación vírica, en 

particular al Sistema Nervioso Central (SNC) (Campbell et al., 2002), siendo los 

anticuerpos asociados a la inmunoglobulina M (IgM) los que limitan la diseminación 

vírica en el hospedador. En humanos, los anticuerpos contra el VNO comienzan a 

aparecer entre el cuarto y el séptimo día después de la infección y los anticuerpos IgM 

ya son detectables en los primeros momentos después de la aparición de los síntomas, 

alcanzando su máximo a las 2 semanas de la infección, para luego disminuir 

rápidamente a lo largo de varias semanas o meses (Barzon et al., 2013). En el 80% de los 

pacientes humanos, los anticuerpos detectables en suero y líquido cefalorraquídeo 

(LCR) están presentes a los 8 días (Gould & Fikrig, 2004) y en la mayoría de los sueros 

humanos, las IgM persisten durante un periodo más largo de lo esperado inicialmente, 

entre 50-250 días (Habarugira et al., 2020; WOAH, 2022b). Los anticuerpos IgM no 

atraviesan la barrera hematoencefálica, por lo que su presencia en el LCR refleja una 

producción intratecal o un daño en la propia barrera hematoencefálica (Tardei et al., 

2000). Los ACs relacionados con la inmunoglobulina G (IgG) aparecen pocos días 

después de la aparición de la IgM (Petersen et al., 2002; Roehrig et al., 2002; Shrestha 

& Diamond, 2004), generalmente 12 días después del inicio de los síntomas y pueden 

persistir durante años. Estos ACs eliminan eficazmente el virus y median la inmunidad 

protectora a largo plazo. La respuesta de las células T, mediada principalmente por 

linfocitos CD8+, también desempeña un papel crucial en la recuperación, especialmente 

en la eliminación del virus (Shrestha & Diamond, 2004). Además, se ha descrito que los 

interferones desempeñan un papel importante en la respuesta contra los flavivirus, ya 

que inhiben la infección in vitro (Anderson & Rahal, 2002) y los ratones deficientes en 

interferones muestran una mayor tasa de mortalidad tras una infección por el VNO 

(Lobigs et al., 2003). Por lo tanto, el diagnóstico de infección por VNO generalmente se 

basa en la demostración de anticuerpos específicos contra VNO en suero o LCR. La Figura 

3 dibuja una línea de tiempo de marcadores clínicos y de diagnóstico durante la 

infección humana por VNO. También se ha demostrado que el ARN del VNO se puede 

detectar en la orina durante mucho más tiempo y en concentraciones más altas que en 

la sangre o el LCR en personas con VNO en su forma febril o la forma neuro invasiva del 

VNO (Murray et al., 2010; Barzon et al., 2013). La duración de la detección del ARN del 

VNO en la orina parece depender del curso de la enfermedad y podría durar 20 días o 

más (Barzon et al., 2013). La implementación de las pruebas de ARN del VNO y el 
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aislamiento de las muestras de orina en los protocolos de rutina para el diagnóstico del 

VNO demostraron la utilidad de estas pruebas para la confirmación de los casos (Murray 

et al., 2010; Barzon et al., 2013, 2014; Kurolt et al., 2014).  

 

 

Figura 3. Representación gráfica en la línea temporal de la viremia y la respuesta inmune humoral frente 
al VNO (Rizzoli et al., 2015) 

 
Como ya se ha comentado, las pruebas serológicas siguen siendo el principal método 

de diagnóstico de la infección por el VNO, basadas en la detección de ACs (Davis et al., 

2001; Martin et al., 2002), pero la reactividad cruzada contra otros flavivirus limitan la 

especificidad de las pruebas (Calisher et al., 1989). Este hándicap hace que la prueba 

serológica de referencia recomendada por la Organización Mundial para la Sanidad 

Animal (WOAH, por sus siglas en inglés) para la detección del VNO siga siendo la prueba 

de neutralización del virus (VNT) (WOAH, 2022a). La VNT puede realizarse en diferentes 

tipos de placas, siendo la prueba de Neutralización por Reducción de Placas al 90% 

(PRNT90) una de las más utilizadas, según protocolos estandarizados (Lindsey et al., 

1976; Beaty et al., 1995). También se pueden usar placas de microtitulación de 96 

pocillos, la llamada micro-VNT (Llorente et al., 2019), la cual ha demostrado ofrecer 

resultados similares a los de la prueba PRNT90 (di Gennaro et al., 2014; WOAH, 2022b). 

La micro-VNT también requiere un menor volumen de muestra que la PRNT90, lo cual 

es muy relevante cuando se analizan sueros de aves, donde normalmente se dispone de 

bajos volúmenes de muestra. Además, el trabajo de Llorente et al., (2019) reforzó el 

hecho de que la VNT realizada en paralelo con flavivirus co-circulantes es más específica 
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que las pruebas ELISA para la detección de anticuerpos contra el VNO, apoyando la 

utilidad de esta técnica como método de confirmación. Además, este estudio corroboró 

que existen reacciones cruzadas en los métodos de diagnóstico serológico (incluida la 

prueba VNT) no solo entre flavivirus del mismo serocomplejo (VNO y VUSU), sino 

también de serocomplejos diferentes (VNO/VUSU y VBAG), como se observó 

anteriormente con otros flavivirus como el virus de la encefalitis japonesa y el virus de 

la encefalitis transmitida por garrapatas (Stiasny et al., 2013; Klaus et al., 2014). Estas 

observaciones también pueden ser relevantes cuando se trata de diagnóstico humano 

en áreas con co-circulación del VNO y otros flavivirus como la fiebre amarilla, la 

encefalitis japonesa, el Zika, el dengue o el virus de la encefalitis transmitida por 

garrapatas en viajeros que han visitado países endémicos y en personas vacunadas 

contra algunos de estos virus (Llorente et al., 2019).  

En los últimos años se han desarrollado métodos de enzimoinmunoanálisis de absorción 

(ELISA). Estas pruebas ELISA pueden clasificarse en tres tipos: IgG, MAC-ELISA y ELISA de 

bloqueo de epítopos. Los inmunoensayos recomendados son el ELISA de captura de 

anticuerpos IgM (MAC-ELISA) y el ELISA indirecto de IgG. Estas pruebas tienen la ventaja 

de ser rápidas, reproducibles y menos costosas que los métodos clásicos (aquellos 

basados en la detección del ARN viral). Además, algunas de ellas utilizan reactivos no 

infecciosos, lo que permite a los laboratorios que no tienen la capacidad de manipular 

el VNO realizar tanto pruebas primarias como cribados a gran escala. Gracias al MAC-

ELISA se pueden detectar infecciones agudas (muestras de suero tomadas entre los 8 y 

45 días después de la infección), ya que detecta los primeros anticuerpos tanto en el 

suero como en el LCR. La sensibilidad estimada del MAC-ELISA es del 91,7% y la 

especificidad del 99,2% para sueros equinos (Long et al., 2006). Tanto la detección de 

anticuerpos IgM en suero como en LCR son indicativos de infección (Tardei et al., 2000; 

Marfin & Gubler, 2001; Martin et al., 2002). El inicio de la síntesis de los ACs asociada a 

IgM puede incluso aparecer primero en el LCR (Tardei et al., 2000). Los resultados de 

MAC-ELISA se correlacionan cualitativamente bien con los resultados de la VNT; y la 

reactividad cruzada de IgM anti-VNO con otros virus del serocomplejo de las encefalitis 

japonesas es menos significativa que para los ACs asociados a IgG (Tardei et al., 2000; 

Martin et al., 2002). Sin embargo, el MAC-ELISA tiene dos grandes limitaciones; en 

primer lugar, si la muestra de suero se toma poco después de la infección, es posible 

que no se detecten los ACs asociados a IgM, lo que daría lugar a resultados falsos 

negativos, por lo que las muestras de suero en fase muy aguda deben analizarse para 

detectar ARN o virus (siempre que se haya mantenido la cadena de frío). En segundo 

lugar, dado que en algunos casos (sobre todo humanos), los anticuerpos IgM pueden 

persistir durante más de un año (Roehrig et al., 2003), la capacidad de MAC-ELISA para 

discriminar entre las infecciones actuales y las de temporadas anteriores es reducida. 

Para solventar eso, se desarrolló un ELISA de captura de IgA y se probó con un panel de 

sueros humanos (Prince & Lapé-Nixon, 2005), pero finalmente se descubrió que las IgA 
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del VNO persisten durante semanas o incluso meses en humanos, como las IgM (Prince 

et al., 2005). Por otro lado, el protocolo de la prueba ELISA-IgG indirecta para arbovirus 

también ha sido estandarizado para sueros humanos por el CDC para su aplicación en 

un gran número de laboratorios de EE. UU. (Johnson et al., 2000). Posteriormente, se ha 

adaptado para caballos (Davis et al., 2001) y para varias especies de aves (Ebel et al., 

2002). Además, se han propuesto protocolos ELISA e inmunofluorescencia (IFA) para 

determinar la avidez de IgG (Euroimmun AG, Luebek, Alemania y Panbio, Queensland, 

Australia) de un único suero para diferenciar entre infecciones recientes o pasadas (de 

Filette et al., 2012). Los nuevos avances en la detección serológica frente al VNO, señalan 

que, aunque las pruebas ELISA son más rápidas que la VNT, a veces requieren al menos 

2 días, ya que es necesario realizar la incubación durante la noche. De este modo, hay 

que mencionar dos métodos alternativos para una detección aún más rápida de ACs 

específicos anti-VNO. Uno es un inmunoensayo de fibra óptica de IgG anti-VNO, que 

utiliza biosensores y quimioluminiscencia (Herrmann et al., 2005). Esta técnica es 

especialmente rápida y también ha demostrado ser más sensible que el ELISA 

colorimétrico o quimioluminiscente clásico. El otro método se basa en la proteína E 

recombinante acoplada covalentemente a microesferas de poliestireno fluorescentes 

(Wong et al., 2003, 2004). La reacción se evalúa mediante la intensidad de fluorescencia 

de la microesfera medida por un citómetro de flujo simplificado. Una prueba primaria 

detecta los ACs asociados tanto a IgG como a IgM y una prueba complementaria con 

depleción de IgG puede detectar específicamente los ACs asociados a IgM. Este 

inmunoensayo basado en microesferas permite la detección de ACs humanos IgM e IgG 

tanto en suero como en LCR en 2,5 h, pero apenas diferencia los ACs anti-VNO de otros 

ACs anti-flavivirus. El mismo inmunoensayo basado en microesferas, acoplado con la 

proteína NS5, discrimina de forma más fiable entre las infecciones por el VNO y las 

infecciones por el virus del dengue o el virus de la encefalitis de St Louis (SLE), y también 

se puede utilizar para diferenciar entre la vacunación por flavivirus y la infección natural 

por el VNO, así como entre infecciones recientes y antiguas (Wong et al., 2003). En 

cuanto a las limitaciones de estos métodos están relacionadas con la variedad de 

especies (incluso salvajes) que albergan las infecciones por el VNO. Los conjugados anti-

especies no están disponibles para todos los hospedadores posibles (Dauphin & 

Zientara, 2007). Otra limitación de las pruebas ELISA, que ya se ha mencionado con 

anterioridad, es su dificultad para diferenciar específicamente el VNO de otros flavivirus, 

en particular de los virus de este mismo serocomplejo (VUSU). Por lo tanto, se está 

haciendo un esfuerzo considerable para desarrollar antígenos y/o formatos de prueba 

que puedan usarse para la detección específica de anticuerpos anti-VNO (de Filette et 

al., 2012). Estos también deben tener en cuenta la heterogeneidad de los perfiles de 

anticuerpos humanos contra la infección por el VNO (Chabierski et al., 2014). Para 

solventar la limitación de las pruebas ELISA para diferenciar entre flavivirus, se propone 

el uso de las Partículas Similares a Virus (VLP, por sus siglas en inglés) que se obtienen a 

partir de prM y proteínas E auto ensambladas y tienen propiedades estructurales y 
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fisicoquímicas similares a las partículas virales maduras (Holmes et al., 2005). El uso de 

estas VLP permite una mayor especificidad y el mismo grado de sensibilidad para 

algunos flavivirus a las pruebas ELISA (Holmes et al., 2005). Este resultado puede 

deberse a una mejor calidad y purificación de las VLP y a la presencia de cantidades 

proporcionalmente mayores de proteína E en las preparaciones de VLP. Para mejorar 

aún más la diferenciación entre flavivirus, se sugiere la alteración genética de epítopos 

específicos (localizados principalmente en el dominio II de la proteína E) en estas VLP 

(Holmes et al., 2005).  

Otras técnicas para la detección del VNO son la reacción en cadena de la polimerasa 

con transcripción inversa (RT-PCR), la detección de antígenos e inmunohistoquímica. La 

viremia suele ser detectable en pacientes humanos con fiebre del VNO durante los 

cuatro primeros días de la enfermedad (Goldblum et al., 1957). Sin embargo, la 

detección del virus o del ARN tiene sus limitaciones en el diagnóstico tardío (Lanciotti et 

al., 2000), puesto que la fase de viremia suele preceder a los signos clínicos, lo que 

dificulta la detección del virus tras el inicio de la enfermedad (Johnson et al., 2000). 

La RT-PCR en tiempo real es un ensayo de detección del virus rápido y fiable a partir 

de una amplia variedad de muestras (Lanciotti et al., 2000). Además, combinado con la 

extracción automatizada de ARN, la RT-PCR en tiempo real es útil para el diagnóstico a 

gran escala (Ostlund et al., 2001). La RT-PCR en tiempo real se utiliza desde 2003 como 

método de cribado en seres humanos (Lanciotti et al., 2000) y, sobre todo, para el 

cribado a gran escala de mosquitos/aves en los EE. UU., como predictores del riesgo 

potencial de transmisión a los seres humanos (Kauffman et al., 2003). A pesar de que se 

han desarrollado métodos de PCR para detectar los dos linajes principales del VNO 

(Jiménez-Clavero et al., 2006), un primer estudio de evaluación de calidad externa (ECE) 

en 2006 reveló que muchos laboratorios tenían problemas para detectar genomas del 

linaje 2 del VNO (Niedrig et al., 2006), un problema de gran preocupación ya que los 

virus de los linajes 1 y 2 estaban circulando conjuntamente en Europa. En una segunda 

ECE en 2011, los laboratorios participantes ya habían mejorado significativamente en 

este aspecto (Linke et al., 2011). Por eso, la multiplexación por PCR es muy útil en este 

aspecto, desarrollándose métodos de PCR multiplex capaz de detectar y diferenciar los 

linajes 1 y 2 del VNO y el VUSU (del Amo et al., 2013). También es esencial que los 

métodos de PCR actuales se verifiquen y actualicen constantemente para determinar su 

sensibilidad e idoneidad para detectar cepas de VNO emergentes para así poder hacer 

frente a la variabilidad genética observada de las cepas europeas. 

Otras pruebas que se pueden utilizar, aunque no son las más usadas en los programas 

de vigilancia, son la prueba de la inhibición de la hemaglutinización (IHA), que carece de 

inhibidores inespecíficos (Beaty et al., 1995) o la inmunohistoquímica, que sigue siendo 

una buena herramienta para la confirmación específica de la infección por el VNO en 

casos de encefalitis mortal o en la enfermedad de las aves, incluso cuando los antígenos 
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del VNO pueden estar presentes en bajas cantidades (Cantile et al., 2001). Se puede 

realizar a partir de diversos tejidos (Cantile et al., 2001; Jozan et al., 2003), pero su éxito 

depende de la calidad del mismo (Dauphin & Zientara, 2007). 

Por último, el desafío en el diagnóstico es la diversidad del VNO en Europa y la 

necesidad de comprobar continuamente la eficacia de las pruebas de laboratorio 

existentes para la detección de nuevas cepas o anticuerpos contra ellas (Llorente et al., 

2019). El principal desafío en la serología de VNO es desarrollar inmunoensayos de 

nueva generación que eviten las reacciones cruzadas con diferentes flavivirus y 

permitan una buena diferenciación de flavivirus, minimizando la necesidad de 

confirmación por la VNT (Llorente et al., 2019). Para eso, son necesarios grandes paneles 

de anticuerpos monoclonales bien caracterizados para diferentes epítopos flavivirales 

(Rizzoli et al., 2015). Sin embargo, estas técnicas requieren habilidades y equipos 

avanzados que no suelen estar disponibles en la mayoría de los laboratorios de 

diagnóstico de rutina (Llorente et al., 2019). Por esta razón, las pruebas ELISA y VNT 

siguen siendo necesarias para el cribado y la confirmación en los programas de vigilancia 

del VNO (Llorente et al., 2019). En el campo veterinario, las pruebas serológicas que 

diferencian los individuos infectados de vacunados tampoco están disponibles, por lo 

que siempre que sea posible, la inclusión de diferentes tipos de antígenos en los 

inmunoensayos ayudaría a evitar falsos negativos debido a la heterogeneidad de las 

respuestas inmunes humorales al VNO (Llorente et al., 2019).                              



43 

5.3. DISTRIBUCIÓN DE FLAVIVIRUS 
 

En la actualidad, los flavivirus están distribuidos por todo el mundo e infectan hasta 400 

millones de personas al año (Figura 4) (Pierson & Diamond, 2020). Entre estos virus ARN, 

el VNO adquiere especial relevancia por la cantidad de brotes epidémicos que ha 

producido en los últimos años a nivel mundial, tanto en seres humanos como en 

animales, (caballos y aves, principalmente). Es por ello por lo que es considerado como 

el arbovirus más extendido en el mundo (Madewell, 2020). En las últimas décadas ha 

cobrado una mayor importancia debido a su sorprendente capacidad de invadir nuevas 

zonas geográficas, causando en numerosas ocasiones brotes epidémicos de gran 

virulencia (WHO, 2020). Sin embargo, hay otros flavivirus como pueden ser el VUSU y el 

VBAG, en los que hay que poner el foco de atención, debido a que se están notificando 

cada vez más casos en personas y animales de distintas regiones del mundo (Pierson & 

Diamond, 2020).  

 

 

Figura 4. Distribución mundial de flavivirus donde se puede observar la situación del VNO (arriba) y en 
del VUSU (abajo) (Pierson & Diamond, 2020) 
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5.3.1. DISTRIBUCIÓN A NIVEL MUNDIAL 

El VNO se ha convertido en uno de los flavivirus zoonóticos más distribuido a nivel 

mundial (Crosbie et al., 2008). Fue descrito por primera vez en 1937 en Uganda 

(Smithburn et al., 1940), aunque hasta los años 1990 no se registraron casos esporádicos 

en humanos en Israel, Australia, Oriente Medio y África (Murgue et al., 2001). Sin 

embargo, entre 1994 y 1999, se registró un brote grave en Argelia, Marruecos, Túnez, 

Italia, Francia, Rumania, Israel y Rusia (Rossi et al., 2010). Históricamente, el VNO 

causaba brotes puntuales de enfermedad febril en regiones de África, Oriente Medio, 

Asia y Australia que no se asociaban a ninguna enfermedad humana grave. Sin embargo, 

en la década de 1990, la epidemiología de la infección cambió, asociando los casos de 

Europa del Este a una enfermedad neurológica (Hubálek & Halouzka, 1999). En 1999, el 

VNO entró en Norteamérica y causó siete muertes en la zona de Nueva York, así como 

una gran mortalidad aviar y equina (Hubálek & Halouzka, 1999). En EE. UU., algunas 

especies aviares fueron especialmente vulnerables, registrándose un gran número de 

muertes de cuervos (Corvus corax), arrendajos (Garrulus glandarius) y halcones (Falco 

spp.) durante la epidemia. En las dos últimas décadas, el VNO se ha extendido y circulado 

en el territorio continental de EE. UU., así como en Canadá, México, el Caribe y 

Sudamérica (Figura 4). Debido al aumento del área de distribución, el número de casos 

humanos ha seguido aumentando: en los EE. UU., se confirmaron 51.747 casos entre 

1999–2019 y más de 24.000 casos en équidos en un periodo de 10 años (Zeller & 

Schuffenecker, 2004; Pierson & Diamond, 2020). El 48% de estos casos en humanos 

causaron parálisis flácida aguda, meningitis y/o encefalitis y terminaron en 2.381 

muertes. En 2020 se declararon 731 casos, en 2021 fueron 2911 casos y en 2022 se 

registraron 1035 casos, de los cuales 737 (71%) se clasificaron como enfermedad neuro 

invasiva (como meningitis o encefalitis) y 298 (29%) como enfermedad no neuro invasiva 

(CDC, 2021, 2023). Basándose en el análisis serológico realizado en donantes de sangre, 

es probable que se produjeran entre 2 y 4 millones de infecciones totales en los EE. UU. 

entre 1999 y 2010 (Petersen et al., 2013).  

El VUSU también está dentro del grupo de las encefalitis japonesas, siendo detectado 

por primera vez en mosquitos del género Cx. neavei en Sudáfrica en 1959 (Woodall, 

1964). A continuación, el VUSU apareció en 1996 en Italia (según un análisis 

retrospectivo) y en Europa Central en 2001, donde se asoció con muertes en poblaciones 

aviares (Weissenböck et al., 2002). En 2015–2016, se notificó una actividad generalizada 

del VUSU en Alemania, Francia, Austria, Bélgica y los Países Bajos, con mortalidad 

observada en mirlos (Turdus merula) y búhos grises (Strix nebulosa) (Cadar et al., 2017). 

La infección por VUSU también puede afectar a humanos y los estudios de 

seroprevalencia sugieren que puede ser mayor que la del VNO en áreas de co-circulación 

(Pierro et al., 2013). La enfermedad neuro invasiva en humanos causada por el VUSU 

parece menos común que la causada por el VNO, aunque existen informes de 
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meningoencefalitis, meningitis y parálisis en Burkina Faso y la República Central Africana 

(Nikolay et al., 2011; Gaibani & Rossini, 2017). Dado que el VNO y VUSU están 

relacionados (~76% de identidad de aminoácidos), la distinción serológica puede ser un 

reto y, por lo tanto, es posible que la infección y la enfermedad por VUSU estén 

subestimadas (Figura 5) (Pierson & Diamond, 2020). 

 

Figura 5. Distribución mundial del VUSU. Los símbolos indican en qué especie se ha detectado el VUSU 
(hombre, aves, mosquitos o caballos). El método de identificación (molecular o serológico) se indica en 
colores para cada especie (Clé et al., 2019) 

 

En cuanto a la distribución mundial del VBAG, se identificó por primera vez en la 

República Centroafricana en 1966, a partir de un grupo de mosquitos Culex spp. (Gould 

& Solomon, 2008). Posteriormente, el VBAG se detectó en mosquitos Culex y Aedes spp. 

de otros países africanos (Camerún, Mauritania y Senegal) y asiáticos (India) (Traore-

Lamizana et al., 1994; Diallo et al., 2005). En el caso de la India, el descubrimiento del 

VBAG tuvo lugar durante las investigaciones sobre el brote de encefalitis de 1996 en el 

estado de Kerala (India), donde se aisló un arbovirus de un grupo de mosquitos Culex 

tritaeniorhynchus. Se caracterizó en un primer momento como un arbovirus 

perteneciente al serocomplejo de encefalitis japonesa, pero el análisis de la secuencia 

completa caracterizó el arbovirus como VBAG con un 94,80% de identidad nucleotídica 

con la cepa africana del VBAG DakAr B209 (Bondre, et al., 2009).  
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5.3.2. DISTRIBUCIÓN A NIVEL EUROPEO 
 

Desde principios del siglo XXI, estos virus se han extendido por toda Europa a países 

como Italia, Hungría, Rumanía, Austria, Croacia, Chipre o España (Barrett, 2018).  

En el caso del VNO, las encuestas epidemiológicas han demostrado su circulación 

desde la década de 1950 (Bardos et al., 1959). Sin embargo, el primer brote reconocido 

en humanos ocurrió entre 1962 y 1963 en la Camarga francesa (Joubert et al., 1970). En 

1996, ocurrió la primera gran epidemia de infección por el VNO en Europa, durante la 

cual Rumania identificó alrededor de 400 casos (Tsai et al., 1998). Desde entonces, se 

han notificado casos y brotes en países del sur, este y oeste de Europa (ECDC, 2015, 

2018). Entre 1996 y 2010 los brotes epidémicos fueron irregulares y limitados en el 

tiempo. En Francia, durante el año 2000 se detectaron ACs frente al VNO en équidos 

(Durand et al., 2002), en aves (Jourdain et al., 2007) y se confirmó su co-circulación en 

aves, mosquitos y caballos junto con el VUSU, recientemente (Constant et al., 2022). En 

Italia también se han detectado ACs en caballos (Autorino et al., 2002), en aves en co-

circulación con VUSU (Llopis et al., 2015), en seres humanos también de forma conjunta 

del VNO y el VUSU (Pierro et al., 2013), y en mosquitos (Calzolari et al., 2020). En 

Alemania, se ha confirmado el VNO en caballos (Bergmann et al., 2022; Ganzenberg et 

al., 2022) y en aves, tanto salvajes como residentes, en circulación conjunta con el VUSU 

(Ziegler et al., 2012; Michel et al., 2019). También, en Grecia, se ha detectado el VNO en 

caballos (Bouzalas et al., 2016), en mosquitos, tanto el linaje 1 como 2 (Papa et al., 2013; 

Patsoula et al., 2020) y en casos fatales de la forma neuro invasiva del VNO en seres 

humanos (Papa et al., 2010). En Hungría también se ha detectado el VNO en aves 

(Bakonyi et al., 2006; Erdélyi et al., 2007) y en seres humanos con co-circulación con 

VUSU (Nagy et al., 2019). En Croacia se ha detectado en seres humanos (Barbić et al., 

2012) y en caballos (Barbic et al., 2013); así como en Portugal, en mosquitos (Esteves et 

al., 2005) y en caballos (Barros et al., 2011). En Eslovaquia también se ha detectado en 

caballos y en aves (Csank et al., 2018) y en Serbia en otros mamíferos como cerdos, 

jabalíes y corzos (Escribano-Romero et al., 2015). 

En Europa el número de casos es más bajo que en otras regiones como Norteamérica 

(Murgue et al., 2001; Ward et al., 2006), aunque, durante el año 2018 se produjo el 

mayor brote originado por el VNO, con un total de 1503 casos humanos detectados en 

11 países del continente europeo (Bergmann et al., 2022). También se produjo una alta 

transmisión entre caballos, con un total de 285 casos (ECDC, 2018). Aunque parece que 

en este brote el linaje dominante fue el 2, cabe resaltar que el linaje 1 también ha sido 

responsable de brotes, como el de España en 2020, con 77 casos humanos y 137 casos 

en équidos (ECDC, 2020; Ministerio de Sanidad, 2020.)  
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En el año 2022 en la Unión europea se han declarado 965 casos humanos de infección 

por VNO en Italia (586), Grecia (284), Rumania (46), Hungría (14), Alemania (11), Croacia 

(8), Austria (6), España (5), Francia (4) y Eslovaquia (1). Además, se han notificado 73 

muertes, concentrándose en Italia (37), Grecia (31) y Rumanía (5). Los países vecinos de 

la UE han notificado 226 casos humanos de infección por el VNO en Serbia (226) y 12 

muertes en Serbia (12). Por su parte, en el caso de équidos, se han notificado 93 casos 

distribuyéndose en Italia (44), Alemania (15), Grecia (9), Croacia (8), España (6), Francia 

(5), Hungría (3), Portugal (2) y Austria (1). Finalmente, también se han notificado 314 

brotes entre aves, apareciendo en Italia (249), Alemania (51), España (9), Austria (2), 

Croacia (2) y Hungría (1) (Figura 6) (ECDC, 2022).  

Figura 6. Casos notificados en UE/EEE en la temporada de transmisión 2022. En rojo aparecen los casos 
notificados en seres humanos y en naranja los casos notificados en animales (ECDC, 2022) 

En cuanto a la distribución VUSU en Europa, algunos estudios retrospectivos 

destacan la posible circulación de este virus desde 1996 (Weissenböck et al., 1997). En 

2001, en Austria, fue el agente causal de un brote de mortalidad masiva en distintas 

especies de aves como el Mirlo euroasiático (Turdus merula), la Golondrina común 

(Hirundu rustica) y el Búho gris (Strix nebulosa) (Weissenböck et al., 2002). Desde 

entonces, este virus se ha distribuido rápidamente por toda Europa, especialmente por 

la cuenca del mediterráneo, detectándose en países como Francia, Alemania, España, 

Italia, la República Checa, Hungría, Bélgica y los Países Bajos, causando brotes de 
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muertes masivas en aves salvajes (Bakonyi et al., 2007; Jöst et al., 2011; Llorente et al., 

2013; Cadar et al., 2017; Eiden et al., 2018; Carletti et al., 2019; Hönig et al., 2019). El 

VUSU también se ha detectado en mosquitos y mamíferos, como caballos, perros, 

murciélagos, jabalíes o rumiantes salvajes (Cheng et al., 2018; Clé et al., 2019; Roesch et 

al., 2019.). En los humanos, ha sido identificado como el agente causal de algunos casos 

de enfermedades neurológicas en Austria, Italia y Hungría (Aberle et al., 2018; Carletti 

et al., 2019; Nagy et al., 2019), destacando aún más si cabe su potencial zoonótico y por 

ende su importancia para la salud pública. 

Finalmente, el VBAG, a diferencia del VNO y del VUSU, los cuales están ampliamente 

distribuidos por todo el continente europeo, hasta el momento sólo ha sido identificado 

en España (Agüero et al., 2011) como se verá en el siguiente apartado. 
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5.3.3.  DISTRIBUCIÓN A NIVEL ESPAÑOL 

La historia del VNO en España indica que probablemente circuló en los años 70´ en la 

zona del Delta del Ebro y otros lugares (Zeller & Schuffenecker, 2004; Chancey et al., 

2015). Al igual que ocurrió en el resto de Europa meridional, tras aquella oleada de las 

décadas 60’ y 70’, el virus se dejó de detectar, para reemerger en diversos lugares de la 

cuenca mediterránea tiempo después. Sin embargo, no es hasta 2003, cuando se 

detectó actividad local del virus en aves silvestres del bajo Guadalquivir (Zeller & 

Schuffenecker, 2004; Chancey et al., 2015). Desde entonces, esa actividad no ha cesado 

de detectarse en España, incluyendo la detección del linaje 1, aunque también se ha 

detectado el linaje 2 y secuencias de ARN próximas al linaje 4, en mosquitos de Huelva 

y en Cataluña en 2006 y en 2017, respectivamente (García-Bocanegra et al., 2011a; 

Gamino & Höfle, 2013; Busquets et al., 2019). En 2004 se declaró el primer caso humano 

diagnosticado de enfermedad por el VNO en nuestro país, concretamente en una 

persona diagnosticada en Cataluña, pero que había estado de vacaciones durante el 

periodo inmediatamente anterior a su diagnóstico en un pueblo de Badajoz (Kaptoul et 

al., 2007). El primer aislamiento del virus se realizó en 2007 en dos águilas reales (Aquila 

chrysaetos) enfermas localizadas en Castilla-La Mancha (Jiménez-Clavero et al., 2008). 

Los primeros mosquitos positivos al virus se detectaron en la zona del bajo Guadalquivir-

Odiel en 2008 (Vázquez et al., 2011b). Pero la eclosión definitiva ocurrió el 10 de 

septiembre de 2010, cuando se declararon los primeros focos de enfermedad equina 

por el VNO en la provincia de Cádiz, concomitante con 2 casos humanos en la misma 

zona (De la Calle et al., 2012).  

Desde entonces, todos los años se vienen declarando casos equinos en el suroeste 

de Andalucía, entre finales de agosto y noviembre (temporada de transmisión) (MAPA, 

2022). En diferentes estudios, se ha detectado este virus en aves y mosquitos del sur de 

España (López et al., 2008; Vázquez et al., 2010; Vázquez et al., 2011b; Llorente et al., 

2013; Ferraguti et al., 2016) y en caballos en el centro y sur de España, incluido el Parque 

de Doñana (Jiménez-Clavero et al., 2010; García-Bocanegra et al., 2011b; García-

Bocanegra et al., 2012; Abad-Cobo et al., 2016, 2017; García-Bocanegra et al., 2018). 

También se han detectado anticuerpos en otros mamíferos y en animales de zoológico 

(Gutiérrez-Guzmán et al., 2012; García-Bocanegra et al., 2016; García-Bocanegra, 

Jurado-Tarifa, et al., 2018; Caballero-Gómez et al., 2020). 

En la mayoría de los casos notificados en caballos y aves, así como en los estudios de 

seroprevalencia y vigilancia entomológica realizados en nuestro país ha sido detectado 

el linaje 1 del VNO (Jiménez-Clavero et al., 2007, 2010; García-Bocanegra et al., 2011b; 

Vázquez et al., 2011b). No obstante, el linaje 2 también se ha detectado en nuestro país 

en azores (Accipitir gentilis) en Cataluña (Busquets et al., 2019).  
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En la temporada del año 2020, en España se notificaron 77 casos humanos (71 en 

Andalucía y 5 en Extremadura) y 8 muertes (García San Miguel et al., 2020; MAPA, 2022). 

Por lo tanto, podemos considerar al VNO como endémico, principalmente en el sur del 

país, debido a las condiciones favorables de estas zonas para el mantenimiento y 

circulación del virus (Sánchez-Gómez et al., 2017). A continuación, en este mapa en el 

que parecen los municipios en los que se ha detectado casos en humanos y focos en 

equinos y aves, podemos observar los últimos casos detectados del VNO en España 

(Figura 7). 

 

Figura 7. Municipios con casos acumulados en humanos y focos equinos y focos en aves durante las 
temporadas 2010-2022 en España (Saravia Campelli et al., 2022) 

 

Estudios de seroprevalencia que se han realizado en Mallorca, han encontrado que 

alrededor del 6,4% de los équidos analizados presentaban anticuerpos frente al VNO 

(Vanhomwegen et al., 2017). Del mismo modo, en el Parque de Doñana (Huelva) se 

detectó una seropositividad del 8,3% y 2,6%, en 2005 y 2007, respectivamente, en 

caballos silvestres (Jiménez-Clavero et al., 2007, 2010). García-Bocanegra et al. (2012) 

observaron que el 7,1% de los caballos en diferentes zonas de Andalucía presentaron 

anticuerpos frente al VNO. En el centro de España, el 1,3% de los caballos fueron 

seropositivos frente al VNO (Abad-Cobo et al., 2017).  

En el caso del VUSU, se ha demostrado su circulación en España al detectarlo en 

mosquitos Cx. pipiens en pantanos y humedales en Cataluña (Busquets et al., 2008) y 

también en mosquitos del género Cx. perexiguus (Vázquez et al., 2011b), además de en 
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zorzales (Turdus philomelos) en el sur de España en 2012 (Höfle et al., 2013). Por último, 

anticuerpos frente al VUSU han sido detectados también en España en caballos 

(Vanhomwegen et al., 2017), en ciervos (García-Bocanegra et al., 2016) y aves 

autóctonas (Figuerola et al., 2007; Höfle et al., 2013; Llorente et al., 2013; Ferraguti et 

al., 2016; Jurado-Tarifa et al., 2016).  

Finalmente, en algunos estudios en el sur de España, se han detectado anticuerpos 

frente al VBAG en la perdiz roja (A. rufa) y faisanes (P. colchicus) en la provincia andaluza 

de Cádiz, identificando a este flavivirus como el causante del brote epidémico en estas 

especies que tuvo lugar en 2010 en estas dos especies (Agüero et al., 2011), no habiendo 

sido detectado en otras regiones de España (Llorente et al., 2013). En 2019, volvió a ser 

detectado en perdices rojas (A. rufa) coinfectadas con el VBAG y Plasmodium spp. (Höfle 

et al., 2022). 



 

RESULTADOS 
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Resumen 

El Virus del Nilo occidental (VNO) es un flavivirus transmitido por mosquitos y está 

ampliamente distribuido por Europa, pudiendo causar complicaciones neurológicas, 

tales como meningoencefalitis o encefalitis en seres humanos, équidos y aves. En 

España, se ha detectado su circulación tanto en mosquitos, aves y caballos en diferentes 

regiones, pero nunca había sido estudiado en profundidad en la región de Extremadura. 

Por lo tanto, el objetivo principal de este trabajo fue evaluar la presencia y distribución 

del VNO en équidos en la región extremeña, incluyendo también algunas zonas de 

provincias fronterizas, como Huelva, Salamanca y Toledo. Además, se analizó la posible 

presencia de otros flavivirus, como el VUSU y los posibles factores de riesgo asociados 

con infecciones causadas por ambos. 

Entre 2018 y 2019, se recogieron muestras de sangre de 766 équidos mediante 

venopunción de la vena yugular (743 caballos, 6 mulos y 17 burros), de los cuales 41 

habían sido vacunados previamente contra el VNO, siendo excluidos del estudio. Las 

muestras de sangre se centrifugaron a 1000 g durante 10 min a 4 °C dentro de las 

siguientes 24 h después de la recolección, y el suero se almacenó a -20 °C hasta su 

posterior análisis (Kit INGEZIM West Nile IgM, y kit INGEZIM West Nile COMPAC, 

Ingensa, España). Todos los sueros positivos o dudosos fueron consecutivamente 

analizados mediante pruebas de neutralización viral (VNT) para su confirmación. Se llevó 

a cabo una micro-VNT frente al VNO (VNO Eg-101, GenBank nº de acceso AF260968) y 

frente al VUSU (VUSU SAAR-1776, GenBank® nº de acceso AY453412). 

De los 725 équidos incluidos en el estudio, 199 presentaron anticuerpos contra el 

VNO en el análisis serológico mediante la técnica ELISA de competición (kit INGEZIM 

West Nile COMPAC, Ingenasa, España) (27,45%), mientras que 22 fueron dudosos 

(3,03%). Por su parte, fueron detectados anticuerpos IgM (Kit INGEZIM West Nile IgM, 

Ingensa, España) contra el VNO en 16 caballos (2,21%) y en 3 animales el resultado fue 

dudoso (0,41%). Todos estos sueros, tanto positivos como dudosos, fueron analizados 

mediante pruebas de neutralización viral (VNT) para su confirmación. Se llevó a cabo 

una micro-VNT frente al VNO (VNO Eg-101, GenBank nº de acceso AF260968) y frente 

al VUSU (VUSU SAAR-1776, GenBank® nº de acceso AY453412). Además, de uno de los 

équidos con sintomatología que murió a los pocos días de la extracción de sangre, los 

tejidos recogidos (bazo, pulmón, hígado, corazón, riñón, cabello, cerebro y cerebelo) 

durante la necropsia fueron sometidos a una PCR-RT para aislar e identificar el linaje del 

VNO. Se confirmaron como positivos un total de 143 caballos, lo cual arroja una 

seroprevalencia global del 19,72%. Además, se corroboraron anticuerpos específicos 

contra el VUSU en 11 muestras. Sin embargo, en 24 équidos no fue posible determinar 

la especie de flavivirus específica implicada. Se confirmaron como positivos un total de 

143 caballos, lo cual arroja una seroprevalencia global del 19,72%. Además, se 

corroboraron anticuerpos específicos contra el VUSU en 11 muestras. Sin embargo, en 
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24 équidos no fue posible determinar la especie de flavivirus específica implicada. En el 

caballo fallecido con sintomatología nerviosa, se detectó en el cerebro y cerebelo el 

linaje 1 del VNO. 

En cuanto a los factores de riesgo asociados con la seroprevalencia de VNO y VUSU 

en équidos de las áreas estudiadas, los modelos de efectos mixtos lineales generalizados 

mostraron que la edad (mayor seroprevalencia en adultos que jóvenes) y el tipo de capa 

(los de capas claros mostraron mayor prevalencia que los de capas oscuras) fueron los 

factores que mayor influencia tuvieron en dicha seroprevalencia. En el caso del VUSU el 

único factor que estuvo relacionado fue la raza, ya que en razas puras la seroprevalencia 

del VUSU fue mayor que en caballos cruzados, especialmente en caballos pura sangre 

inglés y pura raza árabe.  

Nuestros hallazgos reflejan el alto contacto del VNO con équidos de Extremadura y 

regiones adyacentes, mostrando unos niveles mucho mayores en esta región que en 

otros estudios realizados hasta la fecha en otras zonas de nuestro país. La presencia de 

caballos con anticuerpos anti-IgM frente a VNO confirmó una circulación activa del virus 

entre los équidos del oeste de España en 2018 y 2019. Se constata también la co-

circulación de los VNO y VUSU en estas áreas. Con estos resultados observados, está 

claro que en toda la zona de estudio deben fomentarse los programas de vacunación 

equina para reducir el riesgo de VNO, puesto que tan sólo el 5,25% de los équidos 

muestreados estaban vacunados frente al VNO; así como mejorar los protocolos de 

vigilancia de Salud Pública para detectar casos en humanos de encefalitis o 

meningoencefalitis no diagnosticados.  
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Resumen 

El VNO es un flavivirus emergente transmitido generalmente por mosquitos del género 

Culex spp. Se mantiene en un ciclo de vida endémico donde las aves actúan como 

hospedadores y reservorio principal del virus. Los seres humanos y los équidos son 

susceptibles de infectarse también, y ocasionalmente, pueden sufrir cuadros 

neurológicos que varían desde un cuadro asintomático hasta producir un cuadro 

neurológico grave que puede acabar en la muerte. Sin embargo, al contrario que las 

aves, ellos no pueden transmitir el virus a otros vectores, ya que la viremia en estos 

hospedadores accidentales es corta y la titulación de anticuerpos que pueden alcanzar 

también es baja, por lo que actúan como fondos de saco epidemiológico. Los casos 

esporádicos de VNO registrados en caballos y aves salvajes en Extremadura durante la 

temporada de los años 2016 y 2017 motivaron el inicio de este estudio de 

seroprevalencia en aves salvajes, centrado en aquellos animales que llegaban a 

diferentes centros de recuperación de la región extremeña.  

El estudio se desarrolló entre octubre de 2017 a diciembre de 2019, recabando 391 

muestras de aves silvestres de 56 especies diferentes que llegaron a dos Centros de 

Fauna Salvaje: “Los Hornos” y “AMUS” (Asociación Centro de Acción por el Mundo 

Salvaje), en las provincias de Cáceres y Badajoz, respectivamente. Se tomaron 2 ml de 

sangre de la vena yugular o de la braquial, dependiendo de la especie. Las muestras de 

sangre se centrifugaron a 1000 g durante 10 min a 4 °C dentro de las siguientes 24 h 

después de la recolección, para separar el suero, que se almacenó a -20 °C hasta su 

posterior análisis. El análisis de los sueros se llevó a cabo mediante pruebas ELISA (kit 

INGEZIM West Nile COMPAC, Ingenasa, España) para detectar la presencia de 

anticuerpos específicos frente al VNO, los cuales fueron confirmados posteriormente 

mediante micro-VNT contra el VNO (cepa VNO E101, GenBank nº de acceso AF260968), 

el VUSU (cepa VUSU SAAR-1776, GenBank nº de acceso AY453412) y VBAG (VBAG 

GenNank, nº de acceso KR108244). Además, en las aves con sintomatología nerviosa se 

tomaron muestras de diferentes órganos y tejidos para intentar aislar ARN viral y 

detectar el linaje del VNO implicado mediante una dúplex RT-PCR. 

Los resultados evidenciaron que el 18,23% de las aves fueron seropositivas, 

pertenecientes a 18 especies diferentes. Entre las aves con mayor seroprevalencia, 

destacaron las del orden Pelecaniformes, con el 33,33%, Accipitriformes, con el 25,77% 

y Strigiformes, con el 22,92%. Por primera vez en Europa se detectan anticuerpos anti-

VNO en una cigüeña (Ciconia ciconia). El análisis de la dúplex RT-PCR en tiempo real en 

aves sintomáticas confirmó el linaje 1 del VNO en un buitre leonado y en 2 mochuelos 

europeos. Mediante la VNT y siempre que se dispuso de muestra suficiente, los sueros 

positivos y dudosos al ELISA específico para el VNO también fueron testados para otros 

flavivirus, como el VUSU y el VBAG, ya que se han descrito reacciones cruzadas mediante 

ELISA entre estos patógenos y el VNO. Se confirmó la seropositividad de cuatro muestras 
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al VUSU (el 1,04%), correspondientes a tres especies; un búho real (Bubo bubo), un 

buitre leonado (Gyps fulvus) y una avutarda (Otis tarda), siendo en esta última la primera 

detección en Europa. Ninguno de los sueros fue positivo para el VBAG. 

Lamentablemente no fue posible determinar el flavivirus específico mediante VNT en 

16 muestras, el 4,17%. Este es el primer estudio que se ha llevado a cabo en aves 

silvestres en Extremadura, gracias al cual se ha podido confirmar una alta prevalencia 

del VNO en aves, así como su co-circulación con el VUSU en esta región geográfica. 

Además, la detección de este virus en 19 especies diferentes, algunas de ellas 

consideradas especies amenazas o en peligro de extinción, pone de manifiesto las 

implicaciones ecológicas y la amenaza para la biodiversidad de estas poblaciones que 

pueden representar estos flavivirus en la actualidad. Debido al importante papel que 

juegan las aves en la transmisión del VNO, estos hallazgos revelan que los programas de 

vigilancia y control establecidos para este flavivirus deberían ser reforzados para 

minimizar los efectos que estos pueden tener sobre los seres humanos y los équidos. 
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Resumen 

El virus del Nilo occidental (VNO) es un flavivirus en cuyo ciclo epidemiológico las aves 

actúan como hospedadores y reservorio principal del virus, especialmente las aves 

migratorias. Los seres humanos y los caballos son susceptibles de infectarse también, 

pero no pueden transmitir el virus a otros vectores, ya que la viremia es corta y la 

titulación de anticuerpos que pueden alcanzar también es baja, por lo que actúan como 

fondos de saco epidemiológico. En estudios anteriores en el oeste de España se han 

realizado estudios de seroprevalencia en aves silvestres enfermas sintomáticas y en 

caballos. Sin embargo, no se habían realizado estudios en poblaciones de aves silvestres 

sanas y asintomáticas, provocando una pérdida muy valiosa de información de lo que 

ocurre en estos hospedadores amplificadores del VNO. Por lo tanto, el objetivo principal 

de este estudio fue conocer el posible contacto de estas aves con el virus en la región 

extremeña, mediante la toma de muestras en especies de aves silvestres sanas del 

Orden Paseriformes, aprovechando la época de anillado de las mismas. Se analizaron un 

total de 645 ejemplares de 14 familias y unas 20 especies diferentes, en zonas 

preferentemente periurbanas. 

Las muestras se tomaron entre diciembre de 2018 y octubre de 2019, recogiendo 40 

l de sangre de la vena yugular. Las muestras de sangre se centrifugaron a 11.000 rpm 

durante 10 min a 4 °C dentro de las siguientes 24 h después de la recolección, para 

separar el suero, que se almacenó a -20 °C hasta su posterior análisis. Para detectar la 

presencia de anticuerpos específicos en suero frente al VNO, se realizó la prueba ELISA 

(kit INGEZIM West Nile COMPAC COMPAC, Ingenasa, España), confirmándose a 

continuación mediante micro-VNT frente a 2 flavivirus; el VNO (VNO E101, GenBank nº 

de acceso AF260968), el VUSU (VUSU SAAR-1776, GenBank nº de acceso AY453412).  

De las 645 muestras, 75 (11,6%) fueron positivas a ELISA, mientras que 51 (7,9%) 

fueron dudosas. Como limitación de nuestro estudio cabe destacar el reducido volumen 

de las muestras de sangre disponible, debido al pequeño tamaño de las aves, por lo que 

tan solo se pudieron someter a la prueba de VNT 104 de los 126 sueros que fueron 

positivos/dudosos por ELISA. De esos 104 sueros, se pudieron confirmar por VNT 20 

positivos a VNO (19,23%) y uno a VUSU (0,96%). Sin embargo, 61 muestras fueron 

clasificadas como positivas a flavivirus indeterminado. Del total de las muestras positivas 

por VNT, 48 lo fueron en especies exóticas, 30 en aves migratorias nativas y 4 en 

residentes, sin encontrar diferencias significativas entre ellas. Este trabajo permitió 

detectar por primera vez en Europa la presencia de anticuerpos específicos frente al 

VNO en el bengalí rojo (Amandava amandava) y el ruiseñor bastardo (Cettia cetti) y 

anticuerpos específicos frene al VUSU en el obispo corniculado (Euplectes afer). No se 

encontraron diferencias en la exposición entre las aves exóticas residentes, nativas 

exóticas y nativas residentes.  
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La presencia tanto de VNO como de VUSU en especies residentes e individuos 

migratorios jóvenes antes de su primera migración, demuestra su circulación 

generalizada en las poblaciones de Paseriformes del sur de Europa durante todo el año, 

con las implicaciones que ello supone tanto para la Salud Pública como para la Sanidad 

Animal. Serían necesarios más estudios para caracterizar los linajes de ambos virus 

presentes en estas aves y para determinar su origen potencial, patogenicidad y el riesgo. 

Esta circulación, junto con la densidad, la proximidad a ambientes antropogénicos y la 

frecuencia de contacto con humanos de los paseriformes enfatizan la importancia de 

incluir estas especies silvestres en los programas de vigilancia como posibles reservorios 

de estos arbovirus. 
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Resumen 

El virus Usutu (VUSU) es un arbovirus zoonótico emergente, con un incremento en el 

número de casos tanto en animales como en seres humanos en los últimos años en 

Europa y, por ende, en España. Para poder anticiparnos a los brotes causados por estos 

flavivirus, resulta fundamental conocer tanto las especies de vectores como los 

hospedadores aviares que están actuando en el ciclo epidemiológico del mismo. Se han 

llevado a cabo numerosos estudios de seroprevalencia, tanto en aves como en caballos, 

así como algunos estudios de vigilancia entomológica en los que se ha detectado el linaje 

África 2 del VUSU en mosquitos Culex pipiens y Culex perexiguus en Cataluña y en 

Andalucía, respectivamente. Sin embargo, la mayor parte de los estudios sobre flavivirus 

siguen centrándose solo en el VNO, dejando fuera de foco al VUSU, con quien comparte 

importantes características en cuanto a hospedadores, sintomatología, ciclo y modo de 

transmisión. Tal es así, que los hallazgos de detección del VUSU suelen ser colaterales a 

los estudios de VNO, al existir una importante reacción cruzada en los métodos de 

diagnóstico más utilizados para su detección. 

Por lo tanto, combinar en los programas de vigilancia entomológica ambos flavivirus 

ofrece importantes beneficios y contribuye a mejorar nuestro conocimiento sobre su 

epidemiología y las interacciones potenciales que podrían afectar en la transmisión de 

ambos patógenos en condiciones naturales. El objetivo principal de este trabajo fue 

analizar la posible circulación del VUSU tanto en mosquitos y aves de las mismas áreas 

de zonas periurbanas de Extremadura. Esto permitiría confirmar la presencia de un ciclo 

endémico de este patógeno en los mismos hábitats y ecosistemas de ambos 

hospedadores.  

Se seleccionaron cinco áreas de muestreo en Extremadura, con hábitats adecuados 

para mosquitos y aves silvestres. Los mosquitos se capturaron desde mayo hasta 

noviembre de 2020, mientras que las muestras de sangre de aves se tomaron de febrero 

a diciembre de 2020, y de marzo a mayo de 2021. La presencia del genoma del VUSU en 

los mosquitos se evaluó mediante una tríplex PCR-RTr, la cual permite detectar y 

diferenciar el VNO-Linaje1, el VNO-Linaje2 y el VUSU. Para la caracterización de los 

grupos positivos al VUSU, se utilizaron dos PCR genéricas anidadas para detectar el 

genoma de flavivirus localizado en la región del gen NS5. En el caso de las aves, las 

muestras de suero se procesaron mediante un kit ELISA de bloqueo (INGEZIM West Nile 

COMPAC, Ingensa, España) para la detección de anticuerpos específicos frente al VNO, 

siendo confirmados los resultados positivos/dudosos mediante micro-VNT contra el 

VNO (VNO E101, GenBank nº de acceso AF260968), el VUSU (VUSU SAAR-1776, GenBank 

nº de acceso AY453412) y VBAG (VBAG GenBank, nº de acceso KR108244). 

En total fueron capturados 5991 mosquitos, de 13 especies diferentes, incluyendo 

aquellos que son conocidos como vectores más importantes de flavivirus (Cx. pipiens, 

Cx. perexiguus y Culex univittatus). Estos fueron agrupados en grupos en función de la 
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especie, fecha de captura y trampa en un total de 433 grupos de mosquitos, de los cuales 

en dos grupos de mosquitos de Cx. pipiens se detectó el VUSU. Se realizaron dos análisis 

filogenéticos sobre la base de fragmentos de los nucleótidos 1030 y 238 del gen NS5 

utilizando el método de Máxima Verosimilitud (ML). El análisis filogenético mostró que 

la secuencia obtenida se agrupó con otras secuencias pertenecientes al linaje África 3 

del VUSU, previamente detectado en África y varios países europeos. De hecho, la 

secuencia obtenida en los Cx. pipiens de Extremadura difiere de secuencias españolas 

anteriores obtenidas de mosquitos capturados en Cataluña y Andalucía (en 2006 y 2009 

de Cx. pipiens y Cx. perexiguus, respectivamente). 

En cuanto a las aves, de las 1413 aves analizadas, se encontraron anticuerpos 

específicos para el VUSU en 17 individuos (1,2%; 10 machos y 7 hembras) de ocho 

especies diferentes, en tres de ellas se ha detectado por primera vez, Lanius senator, 

Luscinia megarhynchos y Amandava amandava. La mayoría de las aves seropositivas 

fueron adultas, salvo cuatro individuos, dos rabilargos asiáticos (Cyanopica cyanus), un 

bengalí rojo (A. amandava) y un carbonero común (Parus major). 

Se trata de la primera detección del linaje África 3 del VUSU en España. Este hallazgo, 

junto con la positividad encontrada en aves residentes en zonas rurales y periurbanas, 

especialmente en algunos ejemplares juveniles, indicaría una circulación activa de este 

virus y su posible mantenimiento en un ciclo endémico en esta región del suroeste de 

España. La circulación de este virus en nuevas especies de aves próximas a las áreas 

urbanas representa una amenaza para la Salud Pública, siendo necesario incluirlo en los 

diagnósticos diferenciales de los pacientes con síntomas compatibles. Por lo tanto, sería 

conveniente establecer programas de vigilancia específicos para este virus en aves y 

mosquitos en esta región que incluyan áreas urbanas y periurbanas, con el objetivo de 

recoger información sobre la evolución y distribución de este virus para así poder 

prevenir posibles brotes de este flavivirus emergente. 
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FIGURE S1. Phylogenetic analysis of a 238-nucleotide fragment of the NS5 gene using 
the Maximum Likelihood method and Kimura 2-parameter model. This analysis involved 
43 nucleotide sequences. The sequence obtained in this study is highlighted in red 
(accession no. ON838179), the Spanish USUV sequence obtained from birds is marked 
with a black square and the obtained from mosquitoes with a black triangle. The percentage 
of replicate trees in which the associated taxa clustered together in the bootstrap test 
(1000 replicates) are shown next to the branches. Taxon information indicated in the 
branches includes the country of origin, isolation/detection year, host, and GenBank 
accession number. USUV genetic sub-lineages are indicated on the right. 
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Resumen 

Las enfermedades vectoriales ocasionan al año un gran número de muertes en 

numerosos hospedadores a nivel mundial. Entre aquellos vectores de mayor 

importancia se encuentran los culícidos, pues transmiten arbovirus zoonóticos tan 

importantes como el dengue, Zika, chikunguña, el VNO y el VUSU, que afectan tanto a 

animales como a seres humanos. En la actualidad los cambios ambientales y sociológicos 

como el calentamiento global, la modificación de los ecosistemas y la globalización están 

favoreciendo la propagación de dichos vectores a diferentes regiones del mundo donde 

antes no se encontraban y, por ende, al patrón de distribución de estos patógenos. El 

conocimiento de la composición local de mosquitos, así como su distribución geográfica 

y estacional, es un paso crucial hacia el desarrollo e implementación de estrategias 

apropiadas para controlar las poblaciones de mosquitos vectores y, posteriormente, las 

enfermedades infecciosas transmitidas por mosquitos Desgraciadamente, en algunas 

regiones españolas como Extremadura hay escasos trabajos en ciudades y zonas 

urbanas, por lo que se llevó a cabo una vigilancia activa entomológica para determinar 

la presencia, abundancia y distribución de mosquitos en dos zonas ciudades de 

Extremadura.  

Se establecieron dos planes de vigilancia entomológica, una para culícidos adultos y 

otra específica para Aedes albopictus (mosquito tigre). La captura de culícidos adultos 

se realizó entre los meses de mayo de 2021 y abril de 2022 mediante trampas tipo CDC, 

BD–Sentinel, BG–Pro y ovitrampas, en un total de 20 puntos de muestreo, 9 en la ciudad 

de Badajoz y 11 en Cáceres. Se colocaron en diversas zonas urbanas y periurbanas como 

parques, jardines, riberas o paseos verdes con abundante vegetación y fuentes de agua. 

Para el mosquito tigre se procedió con el uso de ovitrampas en cuatro puntos en 

Extremadura, dos por cada ciudad entre los meses de mayo a noviembre del 2021, 

coincidiendo con los meses de mayor actividad vectorial. El número total de trampas en 

toda Extremadura fue de 13. 

Se capturaron e identificaron un total de 8298 mosquitos adultos y 52 huevos de la 

familia Culicidae, correspondientes a 4 géneros y 18 especies diferentes (0,67% al 

género Anopheles, 2,03% al género Aedes, el 2,63% a Culiseta y 94,50% al género Culex). 

La especie más capturada fue Culex pipiens s.l. (86%), seguida de Culex theileri (8,16%), 

Culiseta longiareolata (2,31%), Aedes caspius (1,57%) y Anopheles maculipennis s.l. 

(0,66%). Se constata una amplia diversidad de mosquitos en zonas urbanas y 

periurbanas de Extremadura, siendo la especie Cx. pipiens la de mayor distribución y 

abundancia. Además, se registran por primera vez Aedes vexans, Aedes vittatus, Ae. 

albopictus, Culex europaeus, Culex laticinctus y Culiseta subochrea en el municipio de 

Cáceres, mientras que en Badajoz lo hacen Aedes pulcritarsis, Cx. europaeus y 

Cx. laticinctus.  
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Hay que destacar que como resultado de esta vigilancia y confirmado por análisis 

molecular, se ha podido confirmar la presencia por primera vez en zonas urbanas de 

algunas las especies Culex univitatus y Culex perexiguus que son importantes vectores 

de flavivirus, como el VNO. De hecho, Cx. perexiguus fue el principal protagonista en el 

foco producido por esta arbovirosis que se produjo en Andalucía y Extremadura en el 

verano de 2020. Además, se detecta también por primera vez huevos de Ae. albopictus 

(mosquito tigre) en la estación de autobuses de la ciudad de Cáceres, ampliándose los 

municipios donde se ha detectado esta especie invasora desde 2018 en Extremadura. 
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7. DISCUSIÓN 

 

Este es el primer estudio integral que se lleva a cabo para observar la circulación de 

flavivirus en varios eslabones de la cadena epidemiológica en la región de Extremadura. 

En el caso de los équidos, la seroprevalencia total de VNO obtenida fue del 19,7%. Esta 

seroprevalencia es mucho mayor que las conocidas hasta esta fecha en estudios 

similares realizados en diferentes zonas de España. Así, nuestros datos son más elevados 

que el 8,3% obtenido entre caballos salvajes en Huelva entre los años 2005 y 2008 

(Jiménez-Clavero et al., 2010), el 7,1% obtenido en équidos en diferentes provincias de 

Andalucía algunos años más tarde (García-Bocanegra, Jaén-Téllez, et al., 2012), el 6,6% 

observado en équidos en Baleares (Vanhomwegen et al., 2017), o el 1,35% obtenido 

entre 2011 y 2013 por Abad-Cobo et al. (2017) en caballos en regiones del centro de 

España. Lo mismo ocurre al comparar con otros países europeos, teniendo en cuenta el 

3% de seroprevalencia obtenida por Barros et al. (2011) en Portugal, el 8,5% obtenido 

en el sur de Francia (Durand et al., 2002), el 3,43% obtenido en Croacia (Barbić et al., 

2012) o el 0,78% en el Norte de Italia (Pierro et al., 2013). Sin embargo, esta 

seroprevalencia se aproxima más a las observadas en otros países africanos de la cuenca 

mediterránea, como el 31,1% en équidos de Marruecos (Benjelloun et al., 2017) o el 

17,4% en Argelia (Lafri et al., 2017). Cabe señalar que nuestro estudio fue desarrollado 

entre los años 2018 y 2019, y que el año 2018 fue considerado por el ECDC como una 

de las temporadas más cruentas y con mayor número de casos notificados en Europa, 

tanto en animales como en seres humanos (ECDC, 2018). Esta situación se confirma con 

los resultados de seroprevalencia obtenidos en otros países europeos en fechas 

posteriores, como, por ejemplo, Alemania, donde obtuvieron un 13,77% en 2020 

(Bergmann et al., 2022).  

En cuanto a lo observado con el VUSU, nuestro estudio arrojó una seroprevalencia 

del 1,52% en équidos. Este valor coincide con los datos de los que disponemos hasta el 

momento en otras zonas con respecto a este flavivirus, aunque son escasos. Así, 

observamos un 1,2% en caballos muestreados en las islas Baleares (Vanhomwegen et 

al., 2017) o un 2,9% en Croacia (Barbic et al., 2013). Sin embargo, en países como Italia 

o Polonia se han registrado seroprevalencias mucho mayores; 89,2% en 2008 y 7,8% en 

2009 en Italia (Savini et al., 2011) o un 27,98% en Polonia (Bażanów et al., 2018). Estos 

valores de seroprevalencias del VUSU suelen ser menores que los observados en el caso 

del VNO, y podría deberse a que los équidos son menos susceptibles al VUSU (Clé et al., 

2019), y eso implica que los títulos de anticuerpos que son inducidos por este flavivirus 

sean menores (Hassine et al., 2014). No obstante, estas menores prevalencias podrían 

explicarse también por el hecho de que no existe un método de detección serológico 

específico frente al VUSU, utilizándose aquellos kits de ELISA preparados para la 

detección de anticuerpos frente al VNO, obteniendo resultados positivos frene al VUSU 

debido a las reacciones cruzadas entre estos flavivirus, y de ahí también la necesidad de 
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confirmar los resultados mediante la técnica VNT. Por tanto, creemos que los niveles de 

seroprevalencia observados para el VUSU seguramente están infravalorados y 

realmente sean bastante mayores que los obtenidos en el presente estudio. 

De los 13 équidos que presentaron sintomatología o sospecha de enfermedad aguda 

por VNO, cinco presentaron anticuerpos específicos IgM y cuatro fueron IgG positivos, 

confirmando positividad por VNT en ocho de ellos. Uno de estos animales sintomáticos 

murió y se confirmó que el linaje 1 estaba implicado en la infección. Estos resultados 

concuerdan con los casos de VNO notificados en España, ya que, hasta la fecha, el linaje 

1 es el único que ha estado implicado en équidos (García San Miguel et al., 2020), a pesar 

de que el linaje 2 ha sido identificado en Europa en varias ocasiones, aunque solo en 

aves, seres humanos y en mosquitos (Bakonyi et al., 2006; Savini et al., 2012; Papa et 

al., 2013; Christova et al., 2020). En nuestro país, el linaje 2 ha sido detectado solo en 

aves en Cataluña (Busquets et al., 2019), así como una rama evolutiva del linaje 4 en 

mosquitos (Vázquez et al., 2010).  

Al estudiar los factores de riesgo implicados en la presencia de VNO en los équidos, 

parece que la edad es uno de los factores más importantes, encontrando mayores 

seroprevalencias en animales de mayor edad que en los jóvenes, hecho que concuerda 

con otros estudios similares (Hubálek et al. 2014). Lo mismo ocurre con la capa del 

animal, presentando un mayor riesgo los animales de capas claras que los animales de 

capas oscuras. Esto puede ser debido a que Culex spp. suele ser atraído más por los 

colores claros porque la luz en los animales de este color produce mayor reflejo que en 

los animales de color oscuro haciendo que estos sean más atractivos para los vectores 

(Wen et al., 1997; Kim et al., 2021). En el caso del VUSU se ha observado como factor de 

mayor riesgo determinadas razas como la pura sangre inglés o la pura raza árabe, 

probablemente por sus hábitos de entrenamiento y de práctica de cría, en la cual es más 

habitual que estas razas estén más horas al aire libre y, por tanto, hay más probabilidad 

de contacto con el vector (Selim et al., 2021). 

En el caso de las seroprevalencias observadas en aves procedentes de dos centros de 

recuperación extremeños, este valor fue del 18,23% para el VNO y del 1,04% para el 

VUSU, mientras que todas las aves fueron negativas para el VBAG, un virus con escasos 

reportes en nuestro país, pero responsable de un brote con mortalidad elevada en aves 

de cazas en el sur de Andalucía (Agüero et al., 2011). Es de destacar los resultados 

positivos en animales menores de un año, lo que indica una circulación activa del VNO 

en Extremadura. Estos datos frente al VNO son más elevados que los observados en 

otros trabajos, como el 2,2% obtenido por López et al. (2011) en aves de centros de 

recuperación en el sur de España o el 2,8% obtenido en EE. UU. (Randall et al., 2012). Es 

cierto que estas aves presentaban algún tipo de sintomatología, entre ellas patologías 

como politraumatismos causados por accidentes de tráfico o por armas de fuego, así 

como desorientación o estupor u otro tipo de sintomatología nerviosa. Por tanto, 
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pudiera haber un cierto sesgo de los resultados si los comparamos con los obtenidos en 

aves silvestres sanas. Entre estas aves, 14 de ellas presentaban sintomatología nerviosa 

compatible con los signos presentados en las infecciones ocasionadas por flavivirus. En 

todas ellas, se confirmó la presencia del VNO, tanto mediante serología como mediante 

el VNT. Todas ellas acabaron falleciendo, por lo que durante la necropsia se recogieron 

muestras de tejidos de diferentes órganos para realizar RT-PCR y en 3 de ellas se aisló el 

linaje 1 del VNO. Cabe señalar que estas tres muestras pertenecían a mochuelos 

europeos (Aethene noctua), siendo la primera vez que se detectaba este linaje en esta 

especie aviar, aunque es conocido su presencia en otras muchas especies de aves 

(Figuerola et al., 2007; Höfle et al., 2008). Como factores de riesgo asociados a la 

presencia de VNO en estas aves, al igual que ocurría en el caso de los équidos, se 

encuentra la edad, siendo mayor en individuos adultos que en juveniles, ya que estos 

animales han tenido más tiempo para contactar con los vectores y por lo tanto aumenta 

la probabilidad de infección con flavivirus (Martínez-De La Puente et al., 2018). Del 

mismo modo que en caballos, el color también parece ser un factor de riesgo, 

apareciendo mayores niveles de seroprevalencia en aves de colores claros que en 

colores oscuros, hecho que también se ha observado en otros estudios similares (Yan et 

al., 2017).  

Este estudio también incluyó el análisis de aves aparentemente sanas del grupo de 

los paseriformes, cuyo hábitat eran zonas urbanas y periurbanas de Extremadura y así 

poder conocer la situación epidemiológica de las mismas. Nos centramos en especies de 

aves del orden Passeriformes porque son el grupo más numeroso en zonas urbanas y 

periurbanas y están en contacto muy estrecho con poblaciones humanas y equinas. Tras 

los análisis pertinentes, finalmente se obtuvo una seroprevalencia global del 3,1% para 

el VNO y del 0,16% para el VUSU. Estos datos de aves sanas en Extremadura son 

menores que los resultados obtenidos en otros países europeos, como el 4,8% 

observado en Francia (Jourdain et al., 2007), el 12,7% en Croacia (Vilibic-Cavlek et al., 

2019b), el 7,6% en Serbia (Vilibic-Cavlek, et al., 2019a), el 5,9% en la República Checa 

(Hubálek, 2008) o el 4,29% en Italia (Llopis et al., 2015). Si comparamos nuestros datos 

con los observados en otras zonas de España, se observaron seroprevalencias más bajas 

en distintas regiones de Andalucía, como el 0,38% de Ferraguti et al. (2016), el 0,67%, 

detectado por Jurado-Tarifa et al. (2016) o el 1% de García-Bocanegra et al. (2011a). En 

Cataluña se obtuvieron también seroprevalencias más bajas, como el 1,47% en aves 

nativas (Alba et al., 2014). En el año 2008 se publicaron 2 estudios en Andalucía, donde 

se observaron seroprevalencias más elevadas que las de nuestro estudio, especialmente 

en aves migratorias (7,5% y 5,23% en estudios de López et al. (2008) y Figuerola et al., 

(2008), respectivamente). 

Estos valores de seroprevalencia en aves sanas son muchos menores que los 

obtenidos en las aves procedentes de los centros de recuperación, posiblemente como 

ya comentamos con anterioridad, por el sesgo que supone analizar animales ya 
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enfermos, muchos de ellos con sintomatología nerviosa compatible con infección por 

VNO o VUSU. Además, según algunos autores Hubálek et al. (2014), aquellas aves 

infectadas por flavivirus suelen tener menor actividad y, por tanto, es menos probable 

que caigan en las redes utilizadas para su captura, por lo que también podría haber un 

sesgo en dichas capturas. A pesar de estas limitaciones, y al igual que se observó en los 

équidos, en Extremadura se confirma una clara circulación vírica del VNO entre las aves 

silvestres, y del VUSU por primera vez en esta región. 

En vista de los resultados observados en la vigilancia activa de los hospedadores 

vertebrados del VNO y del VUSU, parecía que el siguiente paso necesario debía ser 

instaurar una vigilancia entomológica en estas zonas. Por un lado, se realizó una 

vigilancia entomológica en zonas rurales, coincidentes con los puntos de muestreos 

donde se realizaron las extracciones de muestras de sangre en équidos y en aves entre 

los meses de abril de a noviembre de 2018. Se colocaron dos tipos de trampas (CDC y 

BG–Sentinel), en 7 localidades de la provincia de Cáceres y en 11 localidades de la 

provincia de Badajoz. Aunque este estudio está pendiente de ser publicado, se han 

analizado más de 13000 mosquitos pertenecientes a 16 especies, Aedes berlandi, 

Ae. caspius s.l., Aedes echinus, Aedes geniculatus, Ae. vexans, An. atroparvus, 

An. maculipennis s.l., An. maculipennis s.s., Cs. annulata, Cs. longiareolata, Cs. 

subochrea, Cx. hortensis, Cx. pipiens s.l., Cx. theileri, Cx. perexiguus y Cx. univittatus. El 

análisis de 643 grupos de mosquitos mediante RT-PCR ha permitido detectar varios 

grupos de mosquitos positivos al VNO, en concreto ARN del linaje 1 en mosquitos de la 

especie Cx. pipiens y del subgrupo Univittatus, y también 13 grupos de mosquitos 

positivos a VUSU en esas mismas especies. Esta sería la primera vez que se detecta la 

presencia del linaje 1 del VNO en mosquitos en Extremadura, a pesar de que ya ha sido 

detectado en el sur de España en mosquitos Cx. perexiguus (Vázquez et al., 2011b). 

En años más recientes, en concreto en la temporada 2020-2021 se realizó un nuevo 

muestreo de mosquitos y aves en las mismas zonas de áreas periurbanas de la ciudad 

de Badajoz, donde se había detectado ambos flavivirus en caballos en áreas periféricas. 

Este estudio permitió detectar, por primera vez en España, el linaje África 3 del VUSU en 

mosquitos de la especie Cx. pipiens. Este linaje ya había sido detectado en mosquitos en 

Uganda (Mossel et al., 2017), Israel (Mannasse et al., 2017) y en el sur de Francia (Eiden 

et al., 2018; Constant et al., 2022). También ha sido detectado en Turdus merula en 

Alemania, Bélgica (Cadar et al., 2017), Francia ( Eiden et al., 2018), Austria (Weidinger et 

al., 2020), República Checa (Hönig et al., 2019), Holanda (Oude Munnink et al., 2020; 

Giglia et al., 2021), Reino Unido (Folly et al., 2020) y Luxemburgo (Snoeck et al., 2022). 

Por tanto, se corrobora la importancia de nuestra región como hábitats idóneos para 

numerosas aves migratorias y, por tanto, del riesgo de establecimiento y de circulación 

endémica de estos virus en las poblaciones residentes. Precisamente, la seroprevalencia 

obtenida en las aves capturadas en estas áreas periurbanas en los años 2020 y 2021 fue 

del 1,2% frente al VUSU, destacando que el 75% de las aves muestreadas eran residentes 
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locales y muchos individuos juveniles resultaron seropositivos, lo que sugiere que existe 

una circulación activa del VUSU en dichas áreas, al igual que lo observado en el caso del 

VNO, por lo que parece que existe una co-circulación de ambos flavivirus en la región 

extremeña y en los mismos vectores (Busquets et al., 2008; Vázquez et al., 2011a; 

Zannoli & Sambri, 2019; Bravo-Barriga, et al., 2021a; Guerrero-Carvajal et al., 2021; 

Napp et al., 2021; Santos et al., 2022) . Tal y como han demostrado estudios recientes 

(Casades-Martí et al., 2023), la presencia de aves en zonas cercanas a núcleos urbanos 

o estables incrementa el riesgo de infección por estos flavivirus ya que podría 

incrementar el número de vectores competentes infectados. Por lo tanto, sería 

altamente recomendable que el VUSU sea incluido en los programas de vigilancia y de 

los diagnósticos diferenciales en el caso de enfermedades neurológicas, tanto en seres 

humanos como en équidos. 

Avanzamos más en estudios entomológicos dirigiéndolos a zonas urbanas 

propiamente dichas, en concreto en parques y jardines de las ciudades de Cáceres y 

Badajoz. Los estudios de vigilancia de vectores evidenciaron una clara abundancia de Cx. 

pipiens, representando el 86% de las capturas del total de mosquitos. Esta especie es 

muy cosmopolita y la más abundante y ampliamente distribuida tanto en Extremadura 

como por el resto de España (Bueno-Marí et al., 2012; Bravo-Barriga et al., 2016). 

Además, también se detectó la presencia por primera vez en zonas urbanas, de 

ejemplares del subgrupo Univittatus, Cx. univittatus y Cx. perexiguus. Estas tres especies 

son altamente competentes en la transmisión del VNO y VUSU (Mixão et al., 2016), si 

bien parece que Cx. perexiguus tiene mayor predilección por ambientes rurales, 

principalmente por humedales (Roiz et al., 2015). También se registran por primera vez 

Ae. vexans, Ae. vittatus, Ae. albopictus, Cx. europaeus, Cx. laticinctus y Cs. subochrea en 

el municipio de Cáceres, mientras que en Badajoz lo hacen Ae. pulcritarsis, Cx. 

europaeus y Cx. laticinctus (Bueno-Marí et al., 2012; Bravo-Barriga et al., 2016), siendo 

necesarios estos estudios entomológicos para ampliar el conocimiento de los posibles 

vectores que puede haber en zonas urbanas, así como sus densidades. Además, se 

detecta también por primera vez huevos de Ae. albopictus (mosquito tigre) en la 

estación de autobuses de la ciudad de Cáceres, ampliándose los municipios donde se ha 

detectado esta especie invasora desde 2018 en Extremadura (Bravo-Barriga et al., 

2019). Esta especie, Ae. albopictus, es posible que en un corto espacio de tiempo se 

establezca y es un riesgo no solo por las molestias que ocasiona y que es vector de otros 

virus importantes, sino que puede ser posible vector secundario de VNO (de Wispelaere 

et al., 2017).  

Afortunadamente, ninguno de los grupos de mosquitos analizados mediante RT-PCR 

fue positivo para flavivirus en zonas estrictamente urbanas (datos no publicados), 

aunque es necesario mantener la vigilancia en las diferentes temporadas, debido a que 

son zonas de riesgo, al coexistir vectores competentes y hospedadores susceptibles y 

amplificadores del virus (aves).  
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La gran densidad de aves de la región extremeña (abundantes zonas ZEPA), la gran 

cabaña de équidos existente, la presencia de los vectores de flavivirus en todos los 

hábitats muestreados, así como las concentraciones de agua (región de España con el 

mayor número de kilómetros de costa de agua dulce) y las favorables temperaturas 

estivales, son factores que contribuyen a hacer de esta región una de las de mayor riesgo 

de infección por estos arbovirus, como así se ha demostrado durante la vigilancia activa 

desarrollada en este trabajo. Así mismo, y debido a que existe una circulación activa, es 

importante incluir tanto al VNO como al VUSU en los diagnósticos diferenciales de 

aquellas personas y équidos que padezcan enfermedades con sintomatología nerviosa 

en las épocas en las que el vector se encuentra activo. Creemos conveniente destacar la 

necesidad de mantener la revacunación en los équidos de esta región, ya que tan sólo 

el 5,25% de los animales muestreados estaban vacunados en el momento de realizar la 

vigilancia en este trabajo (2028-2019). Tras el brote de VNO acontecido en nuestro país 

en el año 2020, los procesos de vacunación se dispararon en équidos, si bien, como ya 

hemos mencionado, sería importante realizar la revacunación anual con el fin de 

mantener el estatus inmunitario favorable frente al VNO en estos animales cada año.  

La alta prevalencia en muchas especies de aves y los niveles de infectividad en los 

mosquitos hace que sea necesario una vigilancia activa en aves, así como establecer un 

mecanismo de alerta temprana para poder, varias semanas antes de que se produzca 

un brote, reforzar el control de mosquitos, reducir la posible circulación del virus y evitar 

que se contagie a los humanos.
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8. CONCLUSIONES

En base a los resultados obtenidos, se han extraído las siguientes conclusiones relevantes: 

1. Se ha detectado una alta seroprevalencia del virus del Nilo occidental en équidos de

Extremadura, tanto individualmente (19,72%), como a nivel de rebaño (63,77%), lo que 

demuestra la necesidad de promulgar la vacunación y revacunación anual de estos 

animales en la región extremeña. 

2. La presencia de caballos con anticuerpos IgM frente al virus del Nilo occidental

confirmó una circulación activa del virus en las temporadas 2018 y 2019. El linaje 1 ha 

sido el único detectado circulando en esta región.  

3. Se evidencia una alta seroprevalencia del virus del Nilo occidental en aves enfermas

llegadas a centros de recuperación de Extremadura (18,23%), durante el periodo 2017–

2019, así como en aves sanas de áreas periurbanas en el año 2020 (2,55%), evidenciando 

el riesgo que esto supone para la Salud Pública. 

4. Se detectan por primera vez caballos y aves seropositivos al virus Usutu en

Extremadura, lo que indica una co-circulación con el virus del Nilo occidental y la 

necesidad de hacer diagnóstico diferencial para ambos flavivirus en casos de 

meningoencefalitis. 

5. Se han detectado, por primera vez en Europa, algunas especies de aves seropositivas

tanto al virus del Nilo occidental (Cigüeña negra) como al virus Usutu (avutarda común, 

alcaudón común, ruiseñor común y bengalí rojo), lo que supone un paso adelante en el 

conocimiento epidemiológico de estos arbovirus en Europa. 

6. Se ha detectado una seroprevalencia del virus del Nilo occidental del 3,1% y del virus

Usutu del 0,16% en áreas rurales de la provincia de Badajoz tanto en aves exóticas 

residentes como nativas migratorias y nativas residentes. Además, anticuerpos frente al 

virus del Nilo han sido evidenciados en individuos juveniles, lo cual implica una circulación 

activa de este virus en la región en las temporadas 2018 y 2019. 

7. Se detecta por primera vez en España el linaje Africa 3 del virus Usutu en mosquitos

Culex pipiens, indicando una circulación activa de este arbovirus en áreas cercanas a la 

ciudad de Badajoz, lo que debería promover la inclusión de este virus en los diagnósticos 

diferenciales de las meningoencefalitis humanas y animales de la zona.  
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8. Se constata una amplia diversidad de mosquitos en zonas urbanas y periurbanas de

Extremadura, con la identificación de 18 especies englobadas en 4 géneros (Culex, Aedes, 

Anopheles y Culiseta), siendo la especie Culex pipiens la más ampliamente distribuida, 

importante vector de flavivirus. 

9. Se detectan por primera vez en los mismos hábitats de zonas urbanas de

Extremadura especies del subgrupo Univittatus (Culex perexiguus y Culex univittatus) 

principales vectores del virus del Nilo occidental en el sur peninsular. Esto evidencia el 

posible riesgo de transmisión de esta arbovirosis en áreas urbanas y periurbanas, con una 

implicación elevada en la Salud pública y animal. 
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