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RESUMO 
Os poliomavírus humanos JC (JCV) e BK (BKV) pertencentes a família 
Polyomaviridae, são ubíquos na população humana. Seguida da infecção 
primária, a reativação destes vírus pode ocasionar nefropatia e rejeição do 
enxerto em pacientes transplantados renais. Além da importância clínica 
desses vírus, estudos têm sido feitos em diversas regiões do mundo no sentido 
de avaliar a detecção de JCV e BKV como possíveis indicadores de poluição 
fecal em ambientes hídricos. Este interesse surgiu após ser demonstrado que 
esses vírus são eliminados pela urina de seres humanos, além de ter sido 
observado que a ausência dos marcadores microbiológicos tradicionais na 
água não garante a ausência de vírus neste mesmo ambiente. Este estudo foi 
conduzido para acessar a distribuição e circulação do JCV e BKV em pacientes 
transplantados renais e indivíduos saudáveis e em águas superficiais de Porto 
Alegre, Rio Grande do Sul. Para alcançar este objetivo duas reações em 
cadeia da polimerase do tipo nested (nPCRs) foram otimizadas. Dentre as 
amostras clínicas 92 urinas constituíram o grupo de pacientes transplantados 
renais, enquanto que 88 urinas foram coletadas de indivíduos saudáveis, 
estabelecendo o grupo controle. As amostras ambientais foram coletadas de 
um grande corpo hídrico, o Arroio Dilúvio, e da maior estação de tratamento de 
esgoto (ETE) da região, a ETE São João – Navegantes, ambos localizados em 
Porto Alegre. Desta amostragem, 14 foram coletadas no arroio e 16 na ETE, 
totalizando 30 amostras de águas superficiais. O DNA das amostras foi 
extraído e submetido às nPCRs. Os produtos de amplificação foram 
selecionados, sequenciados e submetidos à análise filogenética. Entre as 
amostras de urina, o DNA de BKV foi encontrado em maior frequência nos 
pacientes transplantados renais (65,2 %) do que nos indivíduos saudáveis 
(32,9 %) (p<0,001). Por outro lado o JCV foi igualmente detectado em ambos 
os grupos de indivíduos. Considerando todas as amostras de água analisadas, 
40 % foram positivas para JCV, enquanto 20 % foram positivas para BKV. 
Todos os genótipos de JCV e BKV encontrados nas amostras de água foram 
também encontrados nas amostras de urina, enquanto o contrário não foi 
observado. Este trabalho reforçou a importância da detecção do BKV em 
transplantados renais para impedir o desenvolvimento de complicações pós-
transplante induzidas por este vírus. Além disso, foi demonstrada a importância 
dos poliomavírus, principalmente do JCV, como contaminante no ambiente 
hídrico, o que sugere que esse vírus poderia ser escolhido como um marcador 
adicional de poluição fecal de origem humana em águas superficiais.  
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ABSTRACT 
The human polyomaviruses JC (JCV) and BK (BKV), members of the 
Polyomaviridae family, are widespread in the human population. Following the 
primary infection, virus reactivation may lead to nephropathy and graft rejection 
in renal transplant patients (RTPs). In addition, JCV and BKV have been 
evaluated as potential indicators of fecal pollution in environmental waters. This 
is particularly interesting because these viruses are excreted by human urine, 
and because the absence of the traditional microbial indicators of environmental 
does not ensure the absence of human’s pathogenic viruses in water. This 
study was carried out to access the distribution of BK and JC polyomaviruses in 
urine samples collected from RTPs and healthy individuals and in superficial 
waters of Porto Alegre, Rio Grande do Sul. To achieve these objectives two 
nested polymerase chain reactions (nPCRs) were optimized. Ninety two and 88 
urine samples were collected from RTPs and healthy individuals, respectively. 
The environmental samples were collected from a large canalized water stream, 
Arroio Dilúvio, and from a large sewage treatment plant (STP), the STP São 
João – Navegantes, both located in Porto Alegre. Fourteen samples were 
collected from Arroio Dilúvio and 16 from the STP, in total 30 superficial water 
samples were analyzed. The viral DNA was extracted and submitted to the 
nPCRs. The amplicons were selected, sequenced and submitted to 
phylogenetic analysis. A higher frequency of BKV was found in the urine 
samples of RTPs (65.2 %) comparing with the control group (32.9 %) (p<0.001). 
JCV DNA was equally detected in both groups. Considering all the water 
samples analyzed, 40 % were JCV positive, while 20 % of the samples were 
BKV positive. All the JCV and BKV genotypes found in the water samples were 
found in the urine samples, and the opposite was not observed. This study 
strengthens the importance of BKV detection in RTPs to prevent the developed 
of pos-transplant complications. Analyzing the water samples, both 
polyomaviruses were found, and JCV was more frequent as a fecal 
contaminant, being a possible choice as an additional indicator of human fecal 
pollution in superficial waters. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

Os poliomavírus JC (JCV) e BK (BKV) são vírus humanos 

classificados no gênero Polyomavirus, família Polyomaviridae e que se 

encontram amplamente distribuídos em humanos. Os seus genomas são 

compostos de DNA de 5128 e 5153 pares de bases (pb) (JCV e BKV) e não 

são envelopados, apresentando baixa variabilidade genômica e alta resistência 

no meio ambiente. As infecções estabelecidas pelo BKV e JCV ocorrem 

provavelmente durante a infância e persistem indefinidamente mesmo em 

indivíduos saudáveis uma vez infectados. É estimado que em torno de 35 a 90 

% da população mundial adulta seja soropositiva para JCV e BKV. Embora 

sejam encontrados em indivíduos saudáveis, esses poliomavírus têm sido 

comumente relacionados com infecções virais oportunistas em indivíduos 

imunocomprometidos. Dentre as doenças mais comumente descritas estão: a 

cistite hemorrágica e nefropatia, e leucoencefalopatia multifocal progressiva 

(PML), como consequências das infecções por BKV e JCV, respectivamente. 

Em pacientes transplantados renais, estes vírus, especialmente alguns 

genótipos de BKV, ocasionam complicações importantes, podendo levar 

inclusive à falência do rim enxertado. Além disso, tais poliomavírus têm 

demonstrado potencial oncogênico.  
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Dentre as diversas formas de transmissão do JCV e BKV, a via urino 

oral tem se destacado. Tal característica contribui na ampla distribuição destes 

vírus reportada por estudos sorológicos. Porém quando analisada a excreção 

destes vírus pela população, a frequência de positivos tende a variar, já que a 

imunossupressão é o gatilho para a multiplicação, e assim para a excreção, 

destes vírus. Determinar a viruria - excreção pela urina - do JCV e BKV em 

diferentes grupos de indivíduos, saudáveis ou não, pode reforçar a associação 

destes agentes infecciosos com a ocorrência de determinadas manifestações 

clínicas e a busca por ferramentas diagnósticas para detecção destes 

patógenos. 

Considerando a principal via de excreção viral, a via urinária, e a 

resistência a condições ambientais adversas, esses vírus têm sido encontrados 

amplamente em diferentes corpos hídricos, e ambos poliomavírus têm sido 

investigados como possíveis marcadores de poluição cloacal e contaminação 

por esgoto residencial em vários países.  

No Brasil, estudos sobre a distribuição dos poliomavírus vêm sendo 

desenvolvidos, entretanto, poucos estudos avaliaram a prevalência e 

caracterização do BKV e JCV em amostras de urina e de água superficiais. 

Estas informações geram maior preocupação quando relacionamos a 

variedade de doenças que estes patógenos causam com sua disseminação 

inapropriada em corpos hídricos de consumo humano. A detecção do JCV e 

BKV em amostras clínicas e ambientais é realizada basicamente por técnicas 

moleculares, as quais apresentam maior sensibilidade em relação às técnicas 

clássicas de detecção viral, e ainda eliminam o viés da dificuldade atual no 
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isolamento destas espécies em cultivo celular. Desta forma a detecção e 

caracterização do DNA do JCV e BK tanto nas amostras de urina dos pacientes 

transplantados e indivíduos saudáveis quanto nas amostras de águas 

superficiais auxiliarão no conhecimento acerca da distribuição destes vírus na 

população do município de Porto Alegre. 

1.1 – Objetivo geral 

Este estudo objetivou a detecção e caracterização molecular dos 

poliomavírus JC e BK em amostras de urinas de pacientes transplantados 

renais e indivíduos saudáveis e em águas superficiais do município de Porto 

Alegre, iniciando um estudo da avaliação dos poliomavírus como possíveis 

marcadores de poluição cloacal. 

1.2 – Objetivos específicos 

A – Padronizar reações de nested PCR para detecção e 

caracterização molecular dos poliomavírus JC e BK. 

B – Verificar e comparar a frequência destes poliomavírus em urinas 

coletadas de um grupo de transplantados renais e de um grupo de indivíduos 

saudáveis, no município de Porto Alegre. 

C – Estabelecer uma estimativa preliminar da frequência do JCV e 

BKV em águas superficiais, coletadas no município de Porto Alegre. 

D – Caracterizar molecularmente parte das amostras de águas e 

urinas positivas para os vírus em estudo.  
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2. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

2.1 – Taxonomia 

Os poliomavírus JC (JCV) e BK (BKV) pertencem à família 

Polyomaviridae ausente de ordem e constituída de um único gênero, 

Polyomavirus (ICTV, 2011). Estes vírus foram inicialmente classificados como 

membros da família Papovaviridae, cujo nome referia-se a: papilomavírus de 

coelho (pa), poliomavírus murino (po) e Simian vacuolating virus 40 (SV40) 

(Cole & Conzen, 2001). Atualmente, de acordo com o Comitê Internacional de 

Taxonomia de Vírus (ICTV), o gênero Polyomavirus é dividido em 13 espécies 

(ICTV, 2011). Até o momento cinco espécies bem descritas foram identificadas 

como poliomavírus humanos: poliomavírus BK (Gardner et al., 1971), 

poliomavírus JC (Padgett et al., 1971), poliomavírus KI  (KIV) (Allander al., 

2007), poliomavírus WU (WUV) (Gaynor et al., 2007), e poliomavírus Merkel 

Cell (MCV) (Feng et al., 2008). Mais recentemente foram descritos outros 

quatro poliomavírus humanos: poliomavírus humanos 6 e 7 (HPyV6 e HPyV7) 

(Schowalter et al., 2010), poliomavírus associado a tricodisplasia espinosa (Van 

der Meijden et al., 2010) e poliomavírus humano 9 (HPyV9) (Scuda et al., 

2011). Porém, as características destas espécies ainda estão sendo 

estudadas. Com exceção do JCV e BKV, cujos genomas apresentam muitas 

similaridades, os outros poliomavírus humanos parecem ser bastante distintos. 
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As demais espécies infectam roedores, aves, coelhos e primatas não-

humanos. Esta variedade de espécies tem instigado o estudo taxonômico desta 

família buscando uma melhor classificação. Johne et al. (2011) sugerem a 

subdivisão da família Polyomaviridae em três gêneros: Orthopolyomavirus (que 

inclui JCV, BKV, e SV40), Wukipolyomavirus (contendo os novos poliomavírus 

humanos), e Avipolyomavirus, o qual infecta aves (Johne et al., 2011). Tal 

classificação ainda não foi assentida pelo ICTV. 

2.2 – Histórico 

O Mouse polyomavirus, conhecido atualmente como poliomavírus 

murino (MPyV), e o SV40 foram os primeiros poliomavírus descritos. O MPyV 

foi isolado em 1953 durante estudos em ratos que apresentavam diversos 

tumores (Gross, 1953; Stewart, 1955), sendo essa característica a  responsável 

pelo uso da palavra polioma; poly – muitos e oma – tumor. Já o SV40 foi 

reportado pela primeira vez em 1960 como um contaminante presente nos 

estoques das vacinas de poliomielite viral (Sweet & Hilleman, 1960). Desde sua 

descoberta, ambos os vírus têm sido utilizados extensivamente como modelos 

de estudo da replicação viral de membros dessa família. Oncogênese e outros 

mecanismos celulares também foram descritos baseados em estudos 

realizados com estes vírus, principalmente pelo fato de apresentarem 

propriedades oncogênicas e seu genoma se assemelhar ao ácido 

desoxirribonucleico (DNA) minicromossomal (Hundesa et al., 2006). 

Em 1971, foram descritos os primeiros poliomavírus que infectam 

somente humanos, JCV e o BKV. Eles receberam este nome em função das 

iniciais dos pacientes dos quais eles foram isolados pela primeira vez (Gardner 
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et al., 1971; Padgett et al., 1971). O JCV foi isolado a partir do tecido cerebral 

de um paciente com Leucoencefalopatia Multifocal Progressiva (PML) e 

Linfoma de Hodgkin (Padgett et al., 1971). No mesmo ano, Gardner et al., 

(1971) isolaram o BKV da urina de um paciente submetido ao transplante renal. 

Os poliomavírus humanos, KIV e WUV foram descobertos em 2007, 

em aspirados de nasofaringe (Allander et al., 2007; Gaynor et al., 2007), 

enquanto o MCV foi isolado a partir de um tipo raro e agressivo câncer de pele 

(Feng et al., 2008). Sobre os últimos quatro poliomavírus humanos descritos, o 

HPyV 6 e o HPyV7 foram detectados em 2010 como pertencentes à microbiota 

da pele (Schowalter et al., 2010), enquanto que o HPyV9 e o poliomavírus 

associado a tricodisplasia espinosa estão relacionados respectivamente com 

pacientes transplantados renais e com uma rara doença de pele (Scuda et al., 

2011; Van der Meijden et al., 2011). Estes dois últimos poliomavírus humanos 

foram os mais tardiamente descobertos, reportados ambos em 2011. 

2.3 – Organização estrutural e genômica 

O JCV e BKV, assim como todos os poliomavírus humanos, são 

pequenos, medindo aproximadamente 45 nm de diâmetro, não envelopados e 

com genoma de dupla fita de DNA circular composta de aproximadamente 5 

mil pares de bases (pb) (Shah, 1996; Neu et al., 2009). Seu genoma é 

empacotado com histonas celulares, formando um minicromossomo viral 

(Meneguzzi et al., 1978) que se assemelha estruturalmente a cromatina celular 

do hospedeiro (Müller et al., 1978). Semelhanças genômicas entre o BKV e o 

JCV conferem e eles aproximadamente 72 % de similaridade (Frisque et al., 

1979). 
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O genoma do JCV e BKV é dividido em três regiões: região 

codificante inicial, a qual codifica o antígeno tumoral grande (LT-ag) e o 

antígeno tumoral pequeno (st-ag); região codificante tardia, a qual codifica as 

proteínas do capsídeo viral (VP1, VP2 e VP3) e a agnoproteína não-estrutural; 

e a região de controle não codificante (NCCR), a qual contém os promotores 

virais e a origem de replicação. Estes vírus também codificam um antígeno T 

auxiliar que é derivado de um splicing alternativo do transcrito do LT-ag, 

também conhecido como TAg truncado (truncTag) (Bollag et al., 1989). (Figura 

1). 

 

FIGURA 1. Organização do genoma dos poliomavírus humanos (HPyV). As regiões 
inicial e tardia dos genes são transcritas em direções opostas e a partir das fitas 
complementares de DNA. Fonte: Moens et al., 2011. 
 

O capsídeo destes vírus é icosaédrico contendo 5- e 6- eixos 

simétricos (Shah et al., 1996). Este capsídeo é formado pela maior proteína do 

Região inicial Região tardia 
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capsídeo, VP1, organizada em 72 pentâmeros (Stehle et al., 1996). Cada um 

destes pentâmeros interage com a cadeia C- terminal de uma das menores 

proteínas do capsídeo, VP2 ou VP3 (Chen et al., 1998). Estas duas proteínas 

menores, VP2 e VP3, circundam a única molécula de DNA viral do 

poliomavírus. 

Enquanto as proteínas VP1, VP2 e VP3 compõem a estrutura do 

vírus, as proteínas T (LT-ag, st-ag e truncTAg) estão envolvidas com a 

replicação viral. O LT-ag forma um complexo que se liga à origem de 

replicação do DNA viral e age como uma helicase, abrindo e desenrolando o 

DNA para iniciar a transcrição das regiões tardias (Mastrangelo et al., 1989; 

Wang & Simmons, 2009). LT-ag também tem demonstrado atuar na condução 

da célula hospedeira para a fase S, prevenindo a repressão do seu ciclo celular 

(Bollag et al., 1989; Kelley & Georgopoulos, 1997; Van Aalderen et al., 2012). A 

função da st-ag ainda é pouco elucidada, mas em MPyV sabe-se que esta 

proteína complementa a ação da LT-ag no direcionamento da progressão do 

ciclo celular por diferentes mecanismos (Berger & Wintersberger, 1986; Van 

Aalderen et al., 2012). Já a função da truncTag permanece desconhecida. A 

agnoproteína por sua vez é uma proteína não-estrutural que medeia a 

montagem dos vírions. Especialmente no JCV, esta proteína é capaz de inibir 

reparos na dupla fita de DNA, devendo assim aumentar a taxa de produção e 

de mutações dos vírions (Myhre et al., 2010).  

2.4 – Classificação genotípica do JCV 

A caracterização molecular do JCV tem sido utilizada 

extensivamente para conhecimento da evolução e migração das populações já 
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que diferentes subtipos desta espécie raramente infectam o mesmo hospedeiro 

humano (Sugimoto et al., 1997; Stoner et al., 2000). No Brasil poucos estudos 

foram desenvolvidos utilizando o JCV como marcador da migração 

populacional ou sua associação com grupos étnicos (Fink et al., 2010; Fumian 

et al., 2010; Cayres-Vallinoto et al., 2012). 

A genotipagem do JCV pode ser realizada de três formas distintas: a 

partir da região de 610 pb que compreende as extremidades 3` dos genes VP1 

e antígeno T (Ault & Stoner, 1992); a partir de uma região de 215 pb, próxima à 

extremidade 5` do gene VP1 (Agostini et al., 1997a); ou a partir da toda 

sequência codificante do genoma do JCV, em torno de 4854 pb (Agostini et al., 

1997b). A região de 610 pb, que fica em torno da posição de 1800-2400 pb no 

genoma viral, é a mais polimórfica, sendo considerada assim a mais importante 

para estudos filogenéticos (Hatwell & Sharp, 2001). 

Sugimoto et al. (1997) e Jobes et al. (1998) classificaram o JCV em 

tipos e subtipos com base na sequência genômica do vírus. A classificação 

realizada por Jobes et al. (1998) divide o JCV em 8 principais tipos, 1, 2, 3, 4, 

5, 6, 7 e 8 e os subtipos 1A, 1B, 2A, 2B, 2C, 3A e 3B. Os tipos 1 e 4 são 

encontrados na Europa; os tipos 2 e 7 na Ásia; o tipo 8 é descrito em Papua 

Nova Guiné; e os tipos 3 e 6 na África. Apenas o tipo 5 não foi descrito como 

pertencendo a uma região em particular, pois aparece como sendo um 

recombinante dos outros tipos (Jobes et al., 1998; Stoner et al., 2000). Esta 

classificação realizada por Jobes vem sendo usada nos estudos filogenéticos 

de JCV atualmente (Shackelton et al., 2006; Glass & Venter, 2009; Fink et al., 
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2010; Boukoum et al., 2012), enquanto a classificação proposta por Sugimoto 

et al. (1997) encontra-se em desuso. 

2.5 – Classificação genotípica do BKV 

Apesar dos estudos desenvolvidos sobre a classificação genotípica 

do BKV, sua diversidade tem sido menos associada à migração da população 

humana do que o JCV (Yogo et al., 2009; Zhong et al., 2009). Entretanto, a 

caracterização molecular do BKV tem sido realizada para determinar a relação 

de diferentes genótipos com manifestações clínicas nos indivíduos (Moens & 

Van Ghelue, 2005; Sharma et al., 2006). Todavia, ainda não foi estabelecida 

uma relação definitiva entre genótipo e doença. 

A avaliação filogenética do BKV é realizada principalmente através 

do gene VP1, já que este é responsável pela variedade antigênica entre os 

isolados de BKV (Jin et al., 1993). Os isolados de BKV são classificados em 

quatro genótipos, designados tipos I, II, III e IV (Sharma et al., 2006). O tipo I é 

o mais prevalente mundialmente e é dividido em quatro subtipos (Ia, Ib-1, Ib-2 e 

Ic) (Takasaka et al., 2004; Ikegaya et al., 2006; Zheng et al., 2007). Já o tipo IV 

tem sua distribuição geográfica limitada ao leste asiático, enquanto que os tipos 

II e III são pouco distribuídos mundialmente (Nishimoto et al., 2007; Zheng et 

al., 2007; Zhong et al., 2009). 

2.6 – Ciclo replicativo 

A replicação dos poliomavírus é amplamente dependente de fatores 

da célula hospedeira (Hirsch & Steiger, 2003). O ciclo replicativo se inicia 

através da adsorção das partículas virais à superfície celular. Esta etapa ocorre 

pela ligação da proteína VP1 com os ácidos siálicos ligados a glicoproteínas ou 
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aos gangliosídeos GDrb e GTrb, presentes na membrana celular do hospedeiro 

(Low et al., 2006; Dugan et al., 2007). Após a ligação inicial o vírus atravessa a 

membrana celular por endocitose mediada por receptores. Tais receptores 

estão presentes em locais apropriados da membrana lipídica, enriquecidos de 

colesterol e, como mencionado anteriormente, gangliosídeos (Singh et al., 

2010). Um processo de acidificação ocorre dentro do endossoma, causando a 

clivagem da VP1, expondo as proteínas VP2 e VP3 e, consequentemente, o 

ácido nucleico viral. Estas duas proteínas virais levam à entrada do genoma no 

núcleo celular, através da interação com importinas (Nakanishi et al., 2007). 

No núcleo será iniciada a replicação do DNA viral e a transcrição dos 

genes precoces (funcionais e reguladores) e tardios (estruturais) do vírus (Cole 

& Conzen, 2001). Primeiramente, são sintetizadas as proteínas precoces e 

após as proteínas tardias, que irão constituir a estrutura do vírus. Na 

sequência, ainda no núcleo da célula infectada, ocorre a montagem das novas 

partículas virais. As proteínas estruturais associam-se para formar capsômeros, 

os quais agregam-se em torno do ácido nucleico viral replicado, formando o 

nucleocapsídeo. 

Após as partículas virais deixarem o núcleo, estas são envolvidas 

por endossomas que se fundem com a membrana plasmática do hospedeiro 

liberando assim os vírions para o meio extracelular (Cole & Conzen, 2001) 

(Figura 2). 

Dependendo do tipo celular afetado, há duas formas do poliomavírus 

infectar as células. As células que permitem a replicação do DNA viral, 

conhecidas como células permissivas, irão favorecer a produção de novos 
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vírions, enquanto que nas células não permissivas, que por sua vez não 

permitem a multiplicação viral, ocorrerá transformação celular ou oncogênese 

(White & Khalili, 2004). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
FIGURA 2. Representação esquemática do ciclo replicativo dos poliomavírus em uma 
célula permissiva. O ciclo inicia-se com a ligação do vírus ao receptor da célula (1). 
Após tal interação o vírus é endocitado para o interior da célula (2). O vírus é 
transportado para o núcleo (3) ocorre a desencapsidação e seu genoma é exposto (4) 
para expressão dos genes precoces (5). Apenas após a síntese das proteínas (6) 
precoces e duplicação do DNA viral (7) é que ocorrerá a expressão (8) e síntese das 
proteínas tardias (9), permitindo a formação de novos vírions (10). Os vírions são 
então liberados do núcleo (11) e conduzidos para o exterior da célula (12) 
completando a infecção (13). Fonte: Fields Virology 4 th Edition. 

 

2.7 - Epidemiologia 

Os poliomavírus JC e BK têm como único hospedeiro natural os 

humanos, e estão amplamente distribuídos entre a população mundial. Estudos 

sorológicos indicam que a infecção primária é adquirida durante a infância e é 

usualmente assintomática (Kean et al., 2009). Em torno de 35 % a 90 % dos 

adultos são soropositivos para JCV e BKV no mundo (Shah et al., 1973; 

Bodaghi et al., 2009; Egli et al., 2009a; Khanna et al., 2009). Soropositividade 
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para BKV ocorre em 90 % das crianças entre 5 e 9 anos enquanto para o JCV 

ocorre em 50 a 60 % das crianças com mais de 10 anos de idade (Knowles, 

2006). Estudos sorológicos indicam ainda que deva ocorrer exposição às cinco 

espécies de poliomavírus (BKV, JCV, KIV, WUV, MCV) durante a infância, 

sendo a ocorrência de infecções por BKV a mais prevalente (Kean et al., 2009). 

A frequência destes vírus já foi estabelecida em diversas populações no 

mundo. Os estudos epidemiológicos incluem desde pacientes 

imunodeprimidos, em função de doenças imunológicas ou transplante de 

órgãos, até indivíduos saudáveis (Kean et al., 2009). 

Os principais modos de transmissão destes vírus incluem a via 

urino-oral e a via respiratória (Goudsmit et al., 1982; Abedi Kiasari et al., 2008; 

Lin et al., 2008). Outros potenciais modos de transmissão para estes vírus, 

atualmente discutidos, incluem as rotas transplacentária (Pietropaolo et al., 

1998; Bofill-Mas et al., 2000; Zheng et al., 2004), percutânea (transmissão por 

transfusão de sangue e órgãos), venérea (Hirsch & Steiger, 2003) e inclusive 

por contato pela pele (Schowalter et al., 2010). Tanto os indivíduos 

comprometidos imunologicamente, quanto os indivíduos saudáveis são 

veículos para excreção e transmissão destes vírus (Kitamura et al., 1990; Egli 

et al., 2009b; Boothpur & Brennan, 2010). 

2.8 – Manifestações clínicas 

Embora o JCV e BKV estejam bastante distribuídos na população 

humana, seus papéis como agentes etiológicos em manifestações clínicas tem 

sido objeto de discussão (Weimberg & Mian, 2010). Doença clínica associada 

ao JCV e BKV foi demonstrada em imunossuprimidos, nos quais ocorre o 
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descontrole da infecção pelo JCV e BKV, resultando na manifestação evidente 

das doenças (Eash et al., 2006; Boothpur & Brennan, 2010). 

Durante a infecção primária esses vírus podem infectar células 

epiteliais e endoteliais de diversos órgãos (Fishman, 2002) e, a seguir, podem 

desenvolver latência no trato urinário, linfócitos B, glândulas salivares e nas 

células epiteliais da próstata (Shinohara et al., 1993; Knowles et al., 2003; 

Jeffers et al., 2009; Comar et al., 2011). Na infecção pelo JCV, após um 

contexto de profunda imunossupressão, o vírus pode ainda se distribuir pelo 

sistema nervoso central infectando oligodendrócitos e astrócitos (Silverman & 

Rubinstein, 1965). 

Os fatores que controlam o equilíbrio entre latência e reativação 

destes vírus ainda não estão bem elucidados (Gardner, 1977). Entretanto, é 

sabido que as reativações não são induzidas somente pela imunossupressão 

significativa, como ocorre nos pacientes transplantados (Kahan et al., 1980; 

Gardner et al., 1984; Arthur et al., 1988), mas também por outros fatores, como 

gravidez (Coleman et al., 1980), diabetes, idade avançada (Tajima et al., 1990), 

doenças neoplásicas (Zheng et al., 2008), e infecção pelo vírus da 

imunodeficiência humana (HIV) (Berger et al., 1987). 

2.8.1 – Leucoencefalopatia multifocal progressiva 

O JCV é o agente causador da leucoencefalopatia multifocal 

progressiva (PML) Esta é uma doença neurológica progressiva rara e 

subaguda. Sua progressão se dá pela desmielinização de células do sistema 

nervoso central (Kean et al., 2009). 
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A PML tem sido associada com o desenvolvimento da AIDS 

(Síndrome da Imunodeficiência Adquirida) há mais de 20 anos, apresentando-

se como parte da ampla variedade de complicações decorrentes desta 

síndrome (Berger et al., 1987). Além de ocorrer em pacientes com AIDS, a 

PML também pode se desenvolver em outros indivíduos que apresentam 

outras desordens, tais como: tuberculose, sarcoidose, doenças 

linfoproliferativas, entre outras (Berger & Major, 1999). 

Os primeiros sintomas da doença são decorrentes de lesões 

multifocais assimétricas que podem levar a prejuízos na fala, visão e na 

organização mental. À medida que a doença progride pode-se desenvolver 

cegueira, paralisia entre outras anormalidades, podendo levar a morte de 3 a 6 

meses após o início dos sintomas (Berger & Major, 1999). 

2.8.2 - Poliomavírus e oncogenicidade 

Os poliomavírus JC e BK e também o SV40 são associados com a 

ocorrência de tumores em humanos (White et al., 2005; Cheng et al., 2009). 

Em estudos com animais estes vírus demonstraram ação oncogênica (Shah, 

1996). Em humanos o JCV também tem sido relacionado com tumores gliais 

(astrocitomas, ependimomas, oligodendrogliomas, glioblastomas) (Croul et al., 

2003; White et al., 2005). 

2.8.3 – Estenose uretral e cistite hemorrágica 

Estenose uretral e cistite hemorrágica são outras duas patologias 

renais fortemente associadas à infecção pelo BKV. A estenose uretral ocorre 

principalmente nos pacientes transplantados renais (Coleman et al., 1978), e 

seu desenvolvimento está diretamente relacionado com a viremia destes 
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pacientes (Geddes et al., 2011). Esta doença, assim como a nefropatia, 

destacada a seguir, é considerada uma das complicações pós-transplante. 

A cistite hemorrágica é uma condição clínica que acomete 

principalmente os pacientes transplantados de medula óssea (Gaziev et al., 

2010). Além do BKV outros vírus vinculados com a imunossupressão, tais 

como: o citomegalovírus e o adenovírus, também podem desencadear esta 

doença. A forma mais severa da cistite hemorrágica é a falência do rim em 

função do desenvolvimento secundário da nefropatia (Gaziev et al., 2010). A 

doença pode ter uma remissão natural, se isso não ocorrer se faz uso do 

tratamento de suporte, já que não há tratamento específico (Harkensee et al., 

2008). 

2.8.4 – Nefropatia 

Na última década, o aumento da variedade e qualidade de 

imunossupressores utilizados nos transplantes renais tornou o BKV o maior 

desencadeador de rejeição do rim na população transplantada (Dall & 

Hariharan, 2008). A nefropatia associada à poliomavírus (PVAN) é a principal 

doença resultante da infecção por esse vírus em pacientes transplantados 

renais. Por outro lado, a associação do JCV com a PVAN não foi comprovada 

(Saundh et al., 2010). 

Esta patologia tem demonstrado ser a maior causa de falência do 

enxerto em pacientes transplantados renais (Saundh et al., 2010), sendo 

responsável por em torno de 5 % dos casos de rejeição principalmente no 

primeiro ano após o transplante (Hirsch et al., 2002). Os pacientes não 

apresentam nenhum outro sintoma a não ser a diminuição da função renal. A 
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PVAN pode ainda desenvolver-se em rins não transplantados de pacientes que 

receberam transplante de outros órgãos, como coração e pulmão, e também de 

pacientes HIV positivos (Verghese et al., 2009). 

O desenvolvimento da PVAN tem sido associado com uma 

variedade de agentes imunossupressores em combinação com diferenças 

quantitativas da imunossupressão (Barri et al., 2001; Hirsch et al., 2002). O 

desenvolvimento da doença é inicialmente observado através da viruria, 

precedida pela viremia e, após, pelos danos renais irreversíveis, podendo 

então levar à perda do rim transplantado (Babel et al., 2009). Sendo assim, 

detectar e acompanhar a viruria, principalmente nos pacientes transplantados 

renais, é a principal forma de detecção precoce do desenvolvimento da PVAN. 

Um estudo recente sugere ainda que a reativação precoce do BKV, até cinco 

dias após o transplante de rim, é um fator de risco importante para o 

desenvolvimento da PVAN (Saundh et al., 2012). 

O monitoramento de poliomavírus no paciente transplantado permite 

a alteração do tratamento imunossupressor e a restauração da resposta imune 

antiviral do paciente (Ramos et al., 2002; Randhawa et al., 2009). 

2.9 – Pacientes transplantados renais 

O paciente transplantado renal necessita de rigoroso 

acompanhamento médico e realizações de exames clínicos e laboratoriais 

periodicamente. Tais cuidados são tomados devido ao grande número de 

rejeições do enxerto e também de complicações infecciosas que podem 

acometer estes indivíduos (Castro, 2006). 
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A rejeição do rim transplantado, principal complicação pós-

transplante, é manejada pelo uso de medicação imunossupressora por toda a 

vida do paciente. Entretanto, é a indução desta imunossupressão no paciente 

que o faz ficar pré-disposto a infecções por microorganismos (Castro, 2006). 

Dentre as infecções que podem ser desencadeadas estão as de 

origem fúngica, bacteriana e viral. Enquanto que para prevenir infecções 

bacterianas e fúngicas utilizam-se antibióticos e antifúngicos de amplo 

espectro, o combate contra as infecções virais tem demonstrado ser ineficaz 

nos transplantados (Castro, 2006). 

Os principais agentes causadores de infecções virais neste grupo de 

indivíduos são os poliomavírus JC e BK, adenovírus, citomegalovírus e alguns 

vírus da família Herpesviridae (Helanterä et al., 2010; Carratalà et al., 2012) 

2.9.1 – Poliomavírus no transplante renal 

Nas últimas duas décadas, a disponibilidade de um grande número 

de drogas imunossupressoras auxiliou significantemente na redução dos casos 

de rejeição aguda do órgão transplantado. Entretanto, o mesmo fato acabou 

por ocasionar um aumento das complicações causadas por agentes virais nos 

pacientes transplantadores renais, destacando-se a PVAN (Kwak et al., 2002). 

É sabido que a excreção de poliomavírus na urina está diretamente 

associada à PVAN nos transplantados. Diferentes frequências de detecção de 

DNA de BKV e JCV na urina de pacientes transplantados já foram descritas: 

30,5 % (Pires et al., 2011), 61,4 % (Baldanti et al., 2007) e 33 % (Priftakis et al., 

2000). A variação da frequência de excreção dos vírus nos diferentes estudos 

realizados dificulta a padronização de um protocolo para o tratamento e 
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acompanhamento destes pacientes. Em função disso, a elaboração de 

protocolos para a prevenção e controle da PVAN tem sido realizada, estudando 

a população local. 

Para a determinação inicial da PVAN, é realizada a detecção do 

DNA dos poliomavírus em sangue e/ou urina por PCR qualitativa ou 

quantitativa, em combinação com a citologia urinária. No entanto, o diagnóstico 

definitivo somente é obtido através de biópsia do tecido renal e 

imunohistoquímica (Drachenberg & Papadimitriou, 2006). 

2.10 – Técnicas moleculares para detecção de JCV e BKV 

Com base na impossibilidade de isolamento de JCV e na limitação 

do isolamento de BKV em cultivos celulares (Acott et al., 2006), a detecção 

desses vírus em amostras clínicas e ambientais tem sido realizada através da 

detecção de DNA viral. Para detecção de poliomavírus o método de PCR 

oferece vantagens, tais como rapidez, alta sensibilidade e especificidade (Fong 

& Lipp, 2005a). Além disso, a PCR permite a diferenciação dos vírus através do 

uso de oligonucleotídeos espécie específicos. Esta técnica molecular, 

amplamente utilizada, permite diversas variações que possibilitam aumentar a 

especificidade e/ou sensibilidade da reação, podendo inclusive facilitar a 

caracterização de diferentes espécies apenas pela avaliação do tamanho do 

produto amplificado pela reação. Uma variação da PCR que permite tal 

caracterização, e concomitante aumento da sensibilidade, é a nested-PCR 

(nPCR) (Kämmerer et al., 1994). 
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2.11 – Distribuição do poliomavírus em ambientes aquáticos  

Como descrito anteriormente, o JCV e BKV são ubíquos na 

população e, amplamente excretados pela urina. Desta forma, altas 

concentrações destes vírus já foram encontradas em esgotos de diferentes 

cidades, mesmo em localizações amplamente divergentes. (Bofill-Mas et al., 

2000; Fumian et al., 2010).  

O poliomavírus não apresenta envelope, característica que permite 

maior resistência a condições extremas do meio ambiente, tais como as 

enfrentadas em um corpo hídrico. Em estudo realizado por Bofill-Mas et al. 

(2001) foi demonstrada a estabilidade do BKV e JCV tanto em amostras de 

esgoto quanto nas de urina por 92 dias, mesmo após adição de DNAse, o que 

prediz a presença de vírus infeccioso nas amostras, ou ao menos íntegro. No 

mesmo estudo foi avaliada a resistência do JCV ao baixo potencial de 

hidrogênio iônico (pH), fator que favorece a transmissão pela rota de infecção 

urino-oral. Neste experimento, os vírions de BKV foram lisados logo após 

entrarem em contato com a solução de pH 1 a 3, enquanto os JCV sofreram 

lise apenas após 30 minutos (min). Em pH 5, ambos pareceram manter-se 

intactos (Bofill-Mas et al., 2001).  

A detecção e avaliação da presença de poliomavírus como um 

marcador de poluição cloacal em fontes de água de esgoto pode oportunizar a 

avaliação e monitoramento dos diferentes poliomavirus que são prevalentes em 

determinadas áreas geográficas (Bofill-Mas et al., 2000).  

Atualmente diversos vírus têm sido estudados e avaliados em 

variadas fontes de água como novos indicadores de poluição fecal. Neste 
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grupo de vírus se destacam os vírus entéricos, conhecidos por causarem entre 

outras manifestações clínicas, gastroenterites, serem transmitidos 

principalmente pela rota fecal-oral, e apresentarem resistência ao tratamento 

habitual da água (Fong et al. 2005b; Kokkinos et al. 2010; La Rosa et al. 2010; 

Prado et al. 2011). Embora os indicadores microbianos de qualidade da água 

atuais, coliformes totais e fecais (WHO, 2008), provaram ser úteis no acesso da 

qualidade da água no passado, atualmente reconhece-se que a ausência de 

detecção destas bactérias não prediz ausência de vírus (Jiang & Chu, 2004; 

Fong et al., 2005b). 

De acordo com as características descritas sobre o BKV e JCV, 

diversos estudos têm sido conduzidos na busca destes vírus como possíveis 

indicadores de poluição fecal da água assim como os vírus entéricos. Além de 

serem candidatos para o monitoramento da poluição fecal, o JCV e BKV, por 

serem estritamente infecciosos ao homem, podem também ser utilizados no 

rastreamento de poluição fecal humana (McQuaig et al., 2006; Gibson et al., 

2011). O JCV foi primeiramente sugerido como um vantajoso indicador de 

poluição cloacal da água em 2000 (Bofill-Mas et al., 2000), desde então 

diversos grupos tem estudado o comportamento do JCV e também do BKV nos 

ambientes aquáticos (Bofill-Mas et al., 2006; Hundesa et al., 2006; Fumian et 

al., 2010; Moresco et al., 2012; Souza et al., 2012; Sidhu et al., 2012). A 

frequência de poliomavírus encontrada nesses trabalhos variou de 3 % a 96 %, 

porém as metodologias utilizadas e os tipos de amostras processadas foram 

distintas. 

.
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3. MATERIAIS E MÉTODOS 

 

3.1 – Coleta das amostras 

3.1.1 – Urinas dos pacientes transplantados renais 

A amostragem de urinas oriundas dos pacientes transplantados 

renais foi constituída de amostras de urina destinadas ao descarte. Um total de 

92 urinas foi coletado de forma aleatória de pacientes submetidos ao 

transplante renal no Complexo Hospitalar Santa Casa de Misericórdia de Porto 

Alegre, Rio Grande do Sul, Brasil. A idade dos pacientes variou entre 1 e 79 

anos, destes, 63 % eram homens e 37 % mulheres. O período de coleta 

ocorreu entre Março e Novembro de 2007. Após coletadas, as urinas foram 

extraídas e armazenadas sob refrigeração (-20 °C), onde permaneceram até o 

processamento das mesmas. A coleta destas amostras foi aprovada pelo 

comitê de ética local do Complexo Hospitalar Santa Casa de Misericórdia de 

Porto Alegre.  

3.1.2 – Urinas de indivíduos saudáveis 

As amostras de urina do grupo de indivíduos saudáveis, também 

intitulado grupo controle, foram gentilmente cedidas por indivíduos não 

transplantados e sem sintomas de doença renal, residentes em Porto Alegre. 
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Os voluntários foram instruídos a coletar urina total em frascos 

estéreis próprios para coleta de urina. As coletas foram realizadas no mês de 

Janeiro de 2012. A faixa etária dos pacientes foi de 3 a 80 anos, sendo que 56 

% eram mulheres e 44 % homens. Todos os voluntários preencheram e 

assinaram o termo de consentimento livre e esclarecido (ver Apêndice). 

3.1.3 – Amostras de águas 

Um total de 30 amostras de água foi coletado da região de Porto 

Alegre. Essas amostras foram compostas de águas superficiais oriundas do 

Arroio Dilúvio, e da estação de tratamento de esgoto (ETE) São João - 

Navegantes. 

O Arroio Dilúvio é um canal de água que atravessa a cidade de 

Porto Alegre, capital do Rio Grande do Sul, constituída de aproximadamente 

1.500.000 habitantes. A extensão canalizada do Arroio Dilúvio percorre uma 

distância de 13,8 quilômetros, desaguando no lago Guaíba, que é a principal 

fonte de abastecimento de água de Porto Alegre (Porto Alegre, 2011). Durante 

seu percurso o arroio recebe águas de escoamento natural, efluentes cloacais 

de importante parcela da população, além de efluentes de diversos 

estabelecimentos de saúde incluindo hospitais de grande porte (Faria et al., 

1994). Em 1998, 446 mil habitantes de Porto Alegre, o correspondente a um 

terço da população da cidade, contribuíam para o descarte de efluentes no 

Arroio Dilúvio (Menegat, 2006), reforçando assim a interferência da população 

na constituição deste corpo hídrico. 

As amostras coletadas do Arroio Dilúvio totalizaram 14, sendo estas 

coletadas em 5 diferentes pontos do curso do arroio. Estes pontos foram 
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denominados 1, 2, 3, 4 e 5; o ponto 1 corresponde à nascente e o ponto 5 ao 

ponto mais a jusante em direção ao Lago Guaíba (Figura 3). As coletas foram 

realizadas em Janeiro, Abril e Setembro de 2009. 

 

FIGURA 3. Imagem de satélite de Porto Alegre demonstrando os pontos de coleta no 
Arroio Dilúvio. Da fonte (Ponto 1, Leste) a foz (Ponto 5, Oeste) (demonstrados com 
pontos por setas brancas). Figura feita com o auxílio do Google Earth Protm. Fonte: 
Vecchia et al., 2012a. 

 

O Departamento Municipal de Água e Esgotos (DMAE) é o órgão 

responsável pela captação, tratamento e distribuição de água, bem como pela 

coleta e tratamento do esgoto sanitário em Porto Alegre. Este órgão consta 

com nove ETEs. A ETE São João – Navegantes realiza o tratamento de esgoto 

de 11 bairros da cidade, totalizando 150 mil habitantes beneficiados, da zona 

norte da capital (DMAE, 2012). Nesta ETE o processo de tratamento de esgoto 

implementado é o de Lodos Ativados. Nesse processo, o ar é injetado em um 



 
 

25 
 

 
 

tanque de aeração contendo esgoto, e a matéria orgânica é degradada por 

bactérias na presença do oxigênio dissolvido. O termo "lodo ativado" refere-se 

à suspensão "ativa" de microrganismos que decompõem a matéria orgânica 

solúvel. Os sólidos resultantes do processo são desidratados em leitos de 

secagem. A ETE São João é a ETE de maior porte existente em Porto Alegre 

atualmente. 

Dezesseis amostras constituem as coletas realizadas nesta ETE 

Mensalmente duas amostras foram coletadas entre o período de Março a 

Outubro de 2009, oito referentes ao afluente, ponto de entrada do esgoto na 

ETE, e as outras oito amostras ao efluente, ponto de saída do esgoto da ETE 

(Figura 4). 

 

FIGURA 4. Vista aérea da estação de tratamento de esgoto ETE São João – 
Navegantes. Ao fundo, à direita, tanques de aeração, local de coletas das amostras. 
Fonte: DMAE, 2012. http://www2.portoalegre.rs.gov.br/dmae/default. php. 
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O protocolo desenvolvido para a coleta das águas seguiu normas 

padrões baseadas em informações da CETESB, Guia de coleta e preservação 

de amostras de água, e da COGERH, Recomendações e cuidados na coleta 

de amostras de água. 

Após a coleta, as amostras foram colocadas protegidas da luz solar 

e mantidas em gelo (na temperatura entre 2 e 8 °C), até a chegada ao 

laboratório. Em seguida, a amostra foi identificada conforme o ponto de 

amostragem e sua localização e data da coleta. 

3.2 - Concentração e purificação das amostras 

Para os ensaios de concentração viral foi utilizado o método de 

filtração baseado na adsorção-eluição. Este método foi baseado no descrito por 

Katayama et al. (2002), com modificações. Para isso foram acoplados aos 

aparatos de filtração membranas de ésteres de celulose HA negativamente 

carregadas, com poros de 0,45 µm, 47 mm de diâmetro (Millipore). 

Brevemente, às amostras de água, no volume de 500 mL, foram adicionados 

0,3 g de MgCl2 (25 mM) e o pH foi ajustado em 5,0 utilizando uma solução 1N 

de H2SO4. Após, a mistura resultante teve sua passagem forçada pela 

membrana HA, em carcaça de acrílico esterilizada, em pressão de vácuo de 

760 mmHg, em um fluxo de filtração de aproximadamente 100 mL/min. 

Aproveitando este mesmo sistema de vácuo, a membrana foi lavada com 87,5 

mL de uma solução 0,5 mM de H2SO4 pH 3,0. A seguir foi realizada a eluição, 

durante a qual, ainda sob pressão negativa, foram adicionados na membrana 

2,5 mL de uma solução de NaOH (pH 10,5). O filtrado resultante foi então 

neutralizado com 12,5 µL de 50 mM H2SO4 e tampão TE (10 mM de Tris, pH 



 
 

27 
 

 
 

7,4 e 1 mM de EDTA, pH 8,0) 100X concentrado. Por fim esse material foi 

aliquotado, a partir do copo coletor e mantido a -70 °C até o processamento. 

3.3 – Extração de DNA 

3.3.1 – Extração de DNA total das amostras de urina 

O protocolo de extração do DNA viral das amostras de urina foi 

baseado no descrito por Sambrook & Russell (2001). Inicialmente as amostras 

foram transferidas para frascos tipo falcon de 50 mL e centrifugadas a 3.500 

rpm por 10 min (Centrífuga Sigma 2-16PK). Após a centrifugação, 500 µL do 

sobrenadante foi adicionado a um tubo de reação. A este foi adicionado igual 

volume de fenol (Invitrogen), homogeneizado e deixado à temperatura 

ambiente por 5 min para então ser centrifugado a 1.300 rpm por 5 min 

(Centrífuga Sigma 1-14). Ao sobrenadante resultante desta primeira etapa 

foram adicionados 800 µL de etanol absoluto (Pro-analysis). Este foi 

homogeneizado, armazenado a -20 °C por 30 min e então centrifugado a 

13.000 rpm por 30 min (Centrífuga Sigma 1-14) para precipitação e formação 

do sedimento de ácido nucleico. O DNA precipitado foi então ressuspendido 

em 50 µL de TE com 10 % de RNAse (New England Biolabs) e armazenado a -

70 °C até o processamento  

3.3.2 – Extração das amostras de água 

Para extração de ácidos nucléicos virais, foi utilizado o kit comercial 

RTP DNA/RNA Virus Mini Kit (Invitek), de acordo com as especificações do 

fabricante. Para isso, 400 µL de cada amostra foram utilizados. Após a 

finalização do processo de purificação de ácidos nucleicos, o material eluído foi 

armazenado em freezer – 70 °C para posterior análise. 
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3.4 – Reação em Cadeia da Polimerase (PCR) 

Para realizar a identificação simultânea dos poliomavírus JC e BK, 

foram utilizados oligonucleotídeos já descritos na literatura (Bofill-Mas et al., 

2000). Estes oligonucleotídeos (PF 5’- AACATTTTCYCCTCCTG -3’ e PR - 5’- 

TATTGCMCCAGGAGGT -3’) posicionados em 1352–1367pb e 2132–2148pb 

do genoma, se baseiam nas sequências dos genes que codificam o antígeno T 

e a proteína VP1 destes vírus, amplificando uma região conservada para 

ambos os poliomavírus. A base degenerada Y, presente no oligonucleotídeo 

forward corresponde às bases nitrogenadas T e C, enquanto que a base 

degenerada M presente no oligonucleotídeo reverse corresponde às bases 

nitrogenadas A e C. Tais genes estão disponíveis no banco de dados do 

National Center for Biotechnology Information (NCBI; 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov). Os produtos resultantes desta reação de 

amplificação são de 797 e 773 pb para o genoma de BKV e JCV, 

respectivamente. 

3.4.1 – Otimização das condições de amplificação da PCR 

A fim de determinar o menor número possível de genomas de 

poliomavírus presentes nas amostras estudadas foi necessário otimizar a PCR 

descrita por Bofill-Mas et al. (2000). A padronização da técnica foi realizada 

utilizando-se uma amostra de urina sabidamente positiva para BKV e diferentes 

concentrações de MgCl2 (1,0 a 3,0 mM) e de oligonucleotídeos (0,2 a 0,4 µM). 

Paralelamente foram testadas diferentes temperaturas de anelamento dos 

oligonucleotídeos (42 a 46 ºC). 
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A condição ótima de amplificação para uma reação de 25 µl foi 

obtida com 3 mM de MgCl2 (Invitrogen); 0,4 µM de cada oligonucleotídeo (IDT); 

1,5 U de Taq DNA polimerase (Invitrogen); 10 % de tampão de PCR 

(Invitrogen) e 0,6 mM de deoxinucleosideos trifosfatos (ABgene) por reação. 

Foi utilizado 1 µL de DNA molde por reação. 

As reações foram realizadas em termociclador Mastercycler 

Eppendorf sob as seguintes condições: 5 min de desnaturação inicial a 94 °C, 

seguidos de 35 ciclos de 1 min a 94 °C (desnaturação); 1 min a 42 °C 

(anelamento); 1 min e 15 s a 72 °C (extensão) e uma etapa final de extensão 

de 5 min a 72 °C. Os produtos foram analisados apenas após a realização das 

outras duas reações de nPCR, descritas abaixo. Tal procedimento foi seguido a 

fim de evitar contaminações pelo manuseio dos tubos de reação oriundos desta 

primeira PCR, já que os mesmos foram utilizados como DNA molde para as 

próximas reações. A técnica de análise destes produtos encontra-se descrita 

em conjunto com a das reações de nPCR. 

3.4.2 – Construção do controle interno 

O controle interno (CI) utilizado nesta PCR é um fragmento de DNA 

que pode ser amplificado com os mesmos oligonucleotídeos utilizados para 

amplificar o fragmento alvo, diferenciando-se do mesmo pelo menor tamanho. 

Para a construção do CI foi selecionado um produto de amplificação 

inespecífico obtido durante as etapas de otimização da PCR. Este produto, de 

541 pb, foi clonado no plasmídeo pCR®2.1 (Kit TOPO TA Cloning®, 

Invitrogen). O processo de clonagem seguiu-se através das seguintes etapas: 

ligação do inserto com o vetor (pCR 2.1) com auxílio da enzima T4 DNA ligase; 
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inserção do clone por transformação em células de Escherichia coli DH5α 

competentes; multiplicação das células transformadas em meio LB (Luria 

Bertani) com ampicilina (50 µg/ml) a 37 °C; e extração do DNA plasmidial pelo 

método de minipreparação descrito por Sambrook & Russel (2001). Após o 

clone resultante foi submetido ao sequenciamento, demonstrando ter 100 % de 

identidade com um segmento do genoma humano que codifica parte de uma 

proteína presente nos cílios das células humanas.  

3.4.3 – Sensibilidade da PCR 

A sensibilidade da PCR foi determinada utilizando diluições decimais 

seriadas de quantidades conhecidas de moléculas do CI. As diluições do CI 

foram submetidas à PCR nas condições otimizadas e o limite de detecção foi 

determinado considerando a maior diluição em que foi observada amplificação 

do CI.  

3.4.4 - Detecção de resultados falso-negativos e falso-positivos 

Para cada reação de PCR das amostras uma quantidade fixa de 

controle interno (65 moléculas) foi adicionada visando detectar resultados falso-

negativos. Para detectar resultados falso-positivos, devido a possíveis 

contaminações, a cada 10 reações de amplificação de amostras foram 

adicionados controles negativos, os quais continham água ao invés de DNA. 

3.5 – Nested PCR para JC e BK poliomavírus 

A diferenciação entre os produtos de amplificação de BKV e JCV foi 

realizada através de duas novas reações de amplificação, uma para BKV e 

outra para JCV, utilizando os produtos obtidos na primeira PCR. Para isso 

foram utilizados dois pares de oligonucleotideos, específicos para cada vírus, 



 
 

31 
 

 
 

baseados nos iniciadores já reportados por Bofill-Mas et al. (2000). A detecção 

do DNA de BKV foi realizada utilizando os oligonucleotídeos: PF 5’-

CCAGGGGCAGCTCCCAAAAAG-3’ e PR 5’-

AGTAGATTTCCACAGGTTAGGTCCTC3’, que geram um produto de 296 pb. 

Os oligonucleotídeos JCV específicos foram: PF 5’-

TAAAGCCTCCCCCCCAACAGAAA-3’ e PR 5’-

ACAGTGTGGCCAGAATTCCACTACC-3’, e o tamanho do produto originado foi 

de 215 pb. Ambos os pares de oligonucleotídeos permitem a amplificação de 

parte da sequência do gene da proteína VP1 das duas espécies de 

poliomavírus, BKV (nt 1486 ao 1782) e JCV (nt 1710 ao 1924). Tal sequência 

tem por característica fornecer importantes informações filogenéticas sobre 

estes vírus, devido à grande variabilidade antigênica desta região observada 

nas duas espécies de poliomavírus.  

3.5.1 – Otimização das condições de amplificação das nested 

PCRs 

As reações de nPCR foram padronizadas visando principalmente 

altas especificidade e sensibilidade. Para isto, várias concentrações de MgCl2 

(1,0 a 3,0 mM) e de oligonucletídeos (0,2 a 0,4 µM) foram testadas em 

diferentes temperaturas de anelamento (58, 59, e 60 ºC). 

A condição ótima de amplificação numa reação de 25 µl foi obtida 

com 1 mM de MgCl2 (Invitrogen); 0,2 µM de oligonucleotídeo direto (IDT); 0,2 

µM de oligonucleotídeo reverso (IDT); 0,6 mM de deoxinucleosideos trifosfatos 

(ABgene); 1,5 U de Taq DNA polimerase (Invitrogen) e 10 % de tampão de 
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PCR (Invitrogen) por reação. Além disto, em todas as reações foi utilizado 1 µL 

da reação da primeira PCR como DNA molde. 

A temperatura e o tempo de cada etapa da reação foram os 

seguintes: uma etapa inicial de desnaturação a 95 °C por 5 min, seguida de 35 

ciclos contendo: uma etapa de desnaturação a 94 °C por 1 min, uma de 

anelamento a 60 °C por 1 min e uma de extensão a 72 °C por 1 min; além 

disto, uma etapa final de extensão a 72 °C por 5 min foi realizada.  

Os resultados de todas as reações de PCR foram analisados por 

eletroforese em gel de agarose a 1,5 % contendo brometo de etídeo (0,5 

µg/mL), visualizados sob luz ultravioleta (UV) e comparados com marcador de 

peso molecular conhecido [100 bp DNA ladder (BioLabs)]. 

3.6 – Sequenciamento dos produtos das nested PCRs 

A fim de confirmar a especificidade da PCR e realizar a 

caracterização molecular dos amplificados, o sequenciamento de alguns 

produtos, selecionados ao acaso, foi realizado. 

Os produtos que apresentaram alta concentração de amplificado, 

avaliada pela presença intensidade dos fragmentos de DNA no gel de agarose, 

foram sequenciados diretamente, já os produtos que apresentaram fragmentos 

de DNA menos intensos foram clonados antes de serem enviados para 

sequenciamento. O kit de clonagem utilizado foi o TOPO TA Cloning® 

contendo o vetor pCR®2.1 (Invitrogen). Em seguida da clonagem foi realizado 

o plaqueamento em agar LB com 50 µg/mL de ampicilina (Merck), e as 

colônias presentes após a incubação (24 h a 37 ºC), foram multiplicadas sob 

agitação em meio LB contendo 50 µg/mL de ampicilina durante 12 horas a 
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37ºC. Finalmente o DNA plasmidial foi extraído pelo método de minipreparação 

descrito por Sambrook & Russel (2001). 

O próximo passo foi o envio do DNA plasmidial em tubos de 

microcentrífuga de 0,5 mL contendo 6 µL de: 30 a 45 ng (quando produto de 

PCR) ou 100 a 250 ng (quando plasmídeo) de DNA molde e 3,2 pmol de 

oligonucleodídeo ao Laboratório ACTGene Análises Moleculares LTDA (Centro 

de Biotecnologia, UFRGS, Porto Alegre, RS) para sequenciamento, foram 

enviados, pelo menos, dois tubos de cada amostra (um com o oligonucleotídeo 

direto e o outro com o reverso). Os oligonucleotídeos enviados correspondem 

aos das reações de nPCR específicos para cada poliomavírus. 

O sequenciamento foi realizado em sequenciador automático ABI-

PRISM 3100 Genetic Analyzer armado com capilares de 50 cm e polímero 

POP6 (Applied Biosystems), de acordo com as recomendações do fabricante. 

Os DNA-moldes foram marcados utilizando-se os oligonucleotídeos e o 

reagente BigDye Terminator v3.1 Cycle Sequencing RR-100 (Applied 

Biosystems). As reações de marcação foram realizadas em termociclador 

GeneAmp PCR System 9700 (Applied Biosystems). Os dados de 

sequenciamento foram coletados utilizando-se o programa Data Collection v 

1.0.1 (Applied Biosystems) utilizando variados parâmetros. 

3.7 – Análise das sequências e construção das árvores 

filogenéticas 

A análise das sequências foi realizada através do software Basic 

Local Alignment Search Tool (BLAST; http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/). As 

sequências de JCV e BKV utilizadas como referência foram obtidas do banco 
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de dados do GenBank (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/). Foi utilizado o 

programa editor de alinhamento de sequências BioEdit. A análise filogenética 

foi conduzida utilizando o MEGA 5.0 (Tamura et al., 2011) pelo método de 

distância neighbor-joining para as árvores de BKV (Saitou & Nei, 1987) e o 

método UPGMA (Unweighted Pair-Group Method) e maximum likelihood para 

as árvore de JCV (Sneath & Sokal, 1973; Tamura et al., 2011), usando os 

parâmetros de distância Kimura 2 (Kimura, 1980). As significâncias estatísticas 

dos ramos foram mensuradas com suporte de bootstrap para 500 réplicas 

(Felsenstein, 1985). 

3.8 – Estatística 

A análise estatística foi realizada no Departamento de Estatística do 

Instituto de Matemática da UFRGS. Esta análise foi conduzida para avaliar a 

presença ou não de JCV e/ou BKV nas amostras de urinas de ambos os 

grupos de indivíduos estudados, e também para avaliação das variáveis sexo e 

idade em relação aos grupos e vírus. As variáveis foram resumidas, por grupo 

de estudo, pelas estatísticas descritivas pertinentes: frequência absoluta (n) e 

relativa (%). 

O nível de significância adotado foi de 0,05 (α = 5 %) ou menor que 

este, e níveis descritivos (p) inferiores a esse valor foram considerados 

significantes. 

Para avaliação da presença de um ou ambos os vírus, ou ausência 

deles em cada grupo, foi utilizado o teste qui-quadrado. Já para a variável 

contínua, idade, utilizou-se o teste t de Student.  
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4. RESULTADOS 

 

4.1 – Utilização do controle interno na PCR 

O CI adicionado em todas as amostras da primeira PCR originou um 

fragmento de 541 pb. A presença do CI na ausência do produto viral foi 

interpretada como ausência de DNA viral ou, pelo menos, ausência de DNA em 

quantidades detectáveis por este método. Por outro lado, a ausência de 

ambos, o produto viral e o CI, implicaram em uma falha na amplificação, o que 

poderia ser considerado um resultado falso negativo, possivelmente por algum 

erro ou inibição da técnica.  

4.2 – Sensibilidade da PCR 

A sensibilidade da PCR foi determinada através das amplificações 

de diluições seriadas na base 10 do CI. Foi possível visualizar o produto de 

amplificação no gel de agarose até a adição mínima de 6 moléculas do CI 

(Figura 5, coluna 6). Entretanto, como a banda visualizada no gel de agarose 

quando adicionado apenas 6 moléculas de CI foi pouca intensa, estipulou-se 

adição de 65 moléculas de CI para fácil observação do funcionamento da 

técnica. Desta forma podemos observar que o menor limite de detecção do 

teste de PCR utilizado neste trabalho esteve posicionado entre 65 e 6 

moléculas (Figura 5). 
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FIGURA 5. Imagem do gel de agarose a 1,5 % demonstrando a amplificação de 
quantidades conhecidas do CI. 1: Marcador de 100 pb (Fermentas); 2: 65000; 3: 6500; 
4: 650; 5: 65; 6: 6; 7: 0 moléculas de CI; 8: controle negativo. 

 

4.3 – Detecção de JCV e BKV 

4.3.1 - Pacientes transplantados renais e indivíduos saudáveis 

Os resultados referentes à detecção de DNA de JCV e BKV das 

amostras de urina dos indivíduos saudáveis (n=88) e dos pacientes 

transplantados renais (n=92) estão demonstrados na Tabela 1. 

 
TABELA 1. Frequência de JCV e BKV nos grupos de pacientes transplantados 
renais e controle. 
 

 Transplantados n (%) Controle n (%) 

Apenas JCV 7/92 (7,6 %) 18/88 (20,5 %)a 

Apenas BKV 25/92 (27,2 %) 15/88 (17,0 %) 

Co-infecção 

Ausência de vírus 

35/92 (38,04 %)a 

25/92 (27,2 %) 

14/88 (15,9 %) 

41/88 (46,6 %)a 

                a Os dados foram estatisticamente significantes (p<0,05) 
 

Das 180 urinas analisadas, 41,1 % e 49,4 % foram positivas para 

JCV e BKV respectivamente, incluindo todos os indivíduos envolvidos no 

estudo. Entretanto, enquanto que o BKV foi detectado em 32,9 % das amostras 
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do grupo controle, foi encontrada frequência significativamente maior desse 

vírus no grupo de pacientes transplantados renais (65,2 %, p<0,001). Diferente 

do encontrado com o BKV, o JCV foi detectado em 36,4 % das amostras do 

grupo controle, enquanto 45,6 % dos pacientes transplantados renais foram 

positivos. Quando avaliada apenas a presença do JCV, foi observada 

frequência significativamente maior no grupo controle do que no grupo de 

pacientes transplantados renais (p<0,05). A frequência da detecção de ambos 

os vírus na mesma amostra, sugerindo co-infecção, difere significantemente 

entre os grupos (15,9 % e 38 % para o grupo controle e transplantados, 

respectivamente; p<0.05). Quando a positividade de um ou ambos os vírus 

foram analisadas, em 53,4 % dos indivíduos saudáveis (47/88) foi possível 

detectar DNA de JCV e/ou BKV, enquanto que nos pacientes transplantados 

renais 72,8 % (67/92) foram positivos para um ou ambos os vírus. Já a 

ausência de DNA viral foi associada positivamente com o grupo controle 

(p<0.05). Na Figura 6 demonstração do padrão de bandas das PCRs. 
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FIGURA 6. Imagem demonstrando os produtos de amplificação das PCRs. Produtos 
das urinas positivas para JC e BK poliomavírus. Oito microlitros da reação de 25 µL 
foram submetidos à eletroforese em gel de agarose 1,5%. Coluna 1: Marcador de 100 
pb (Fermentas); 2 e 3: produtos de amplificação da primeira PCR, 773 ou 797 pb; 4 e 
5: produtos de amplificação da nPCR para BKV; 6 e 7: produtos de amplificação da 
nPCR para JCV; 8 controle negativo.  

 

4.3.1.1 – Correlação entre presença de poliomavírus, idade e 

gênero dos indivíduos. 

No grupo de pacientes transplantados renais a frequência de JCV na 

urina foi significantemente maior nos homens (57,4%, 31/54) do que nas 

mulheres (31,3%, 10/32) (p<0,05). Entre os indivíduos positivos para JCV 

pertencentes ao grupo controle, a média de idade foi de 37.3 anos enquanto 

que a média de idade dos pacientes negativos para JCV foi de 29.3 anos 

(p<0,05).  

Não foram encontradas relações entre a presença de DNA de BKV 

na urina de ambos os grupos estudados e a idade ou gênero dos indivíduos 

testados. 

4.3.2 – Águas superficiais 

Amostras de água superficial do Arroio Dilúvio foram coletadas em 

cinco pontos que percorrem o canal de água. As coletas foram realizadas em 

três períodos diferentes do ano. Do total de 14 amostras de água avaliadas, 
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cinco foram positivas para BKV e oito para JCV, destas, quatro foram positivas 

para ambos os vírus (Tabela 2). 

 
TABELA 2. Frequência de BKV e JCV nas amostras de águas coletadas no 
Arroio Dilúvio, Porto Alegre. 
 

Data da coleta Janeiro    Abril Setembro 

Poliomavírus BK JC BK JC BK JC 

Pontos do arroio P#1 +a + - + + + 

P#2 + a - - - - - 

P#3 - - - + - - 

P#4 - + a + + a + a + a 

P#5 - - - + N/T N/T 
                   aAmostras sequenciadas. + (Detectado) - (Não detectado) N/T (Não testado).  

 

Das 16 amostras de água coletadas na ETE São João durante oito 

meses, quatro foram positivas para JCV e apenas uma foi positiva para BKV. 

Foi demonstrado maior frequência de vírus nas amostras do efluente (Tabela 

3). 

 
TABELA 3. Detecção de JCV e BKV nas amostras de água coletadas da ETE 
São João - Navegantes, Porto Alegre. 
 

Pontos de coleta Afluente  Efluente  
Poliomavírus BK JC BK JC 
Datas da coleta Março - - - + 

Abril - - - - 
Maio - - - - 
Junho - - - - 
Jullho - + a + a + a 
Agosto - - - + a 
Setembro - - - - 
Outubro - - - - 

                      aAmostras sequenciadas. + (Detectado) - (Não detectado). 
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O JCV foi mais frequentemente encontrado do que o BKV em todas 

as amostras de água testadas (40 % de amostras positivas para JCV enquanto 

20 % de amostras BKV positivas)  

4.4 – Caracterização molecular do JCV e BKV nas amostras 

clínicas e ambientais  

Vinte e sete produtos das amostras clínicas de 296 e 215 pb, 

referentes ao BKV e JCV respectivamente, foram selecionados para 

sequenciamento. As sequências obtidas foram confirmadas pela comparação 

com as outras disponíveis no GenBank usando o programa BLAST. Destas 

amostras de urina, 15 são sequências de JCV e 12 de BKV. Os resultados das 

análises filogenéticas para JCV e BKV estão demonstrados nas Figuras 7 e 8, 

respectivamente, em conjunto com as amostras de água, descritas a seguir e 

também caracterizadas. Os variantes do JCV detectados nas amostras clínicas 

foram agrupados em quatro diferentes tipos, 1, 2, 3 e 4. As sequências de BKV 

obtidas no estudo são representativas dos tipos I e II.  

As amostras de água positivas para JCV e BKV foram selecionadas 

e conduzidas à caracterização molecular. JCV dos tipos 1 e 3 foram 

identificados (Figura 7), enquanto que todos os BKV identificados foram 

caracterizados como pertencendo ao tipo 1 (Figura 8). 
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FIGURA 7. Análise filogenética de sequências nucleotídicas de 215pb referentes à 
região VP1 do JC poliomavírus. Foram alinhadas 43 sequências nucleotídicas para 
elaboração desta árvore. Das sequências do estudo 15 pertencem às urinas e 6 às 
amostras de água. Os genótipos de JCV encontrados foram comparados com outros 
previamente reportados. Os triângulos pretos representam as amostras clínicas; 
seguido do número de identificação da amostra está representada a qual grupo 
pertence (control = grupo controle; case = grupo transplantados). Os quadrados pretos 
representam as amostras de água analisadas. 
 
 
 

 



42 
 

 

 BK39
 BK_3562_RC_case

 FJ648782(C_188-2)
 AB263913(CAF-5)

 FJ648778(C_208-3)
 DQ989804(PittNP5)

 AB263914(CAF-9)
 AB263926(KEN-1)
 AB263928(KEN-4)
 AB263938(ZAF-1)
 DQ305492(UT)
 NC_001538

 BK_3066_F_case
 BK1
 BK_C74_RC_control

 DQ989808(PittVR10)
 DQ989802(PittNP4)

Ia

 ABK104
 BK_2826_RC_case

 AB263927(KEN-3)
 AB263932(NER-1)
 AY628228(BKV_CAP-h5)

 BK2
 BK_1691_RC_case

 AB211374(KOM-5)
 AB263937(VNM-9)
 AY628229(BKV_CAP-h8)
 AY628226(BKV_CAP-h2)
 AB263922(GBR-6)

 BK_C45_RC_control
 AB211373(KOM-1)

 AB211369(Dik)
 AY628225(BKV_HI-u5)

 AB263933(PHL-6)
 AY628224(BKV_CAP-m18)
 AB263934(PHL-7)
 AB263929(MMR-6)

 BK_C9_RC_control
 AY628237(BKV_HI-u6)
 AB211371(WW)
 DQ989809(PittVM2)

Ib

 AB263930(NEC-12)
 AB263931(NEC-8)
 AB211375(KOM-6)
 AB217921(THK-9a)

Ic

 BK16
 DQ989801(PittVM4)
 AB260032(FIN-10)

 BK_1305_RC_case
 BK_2567_RC_case

I

 AB211387(KOM-2)
 Z19535(IV)
 AB211389(RYU-3)
 AB260033(FIN-2)
 AB260034(FIN-4)

IV

 FJ648781(C_143-4)
 FJ648779(C_02-1)
 FJ648780(C_77-4)

 AB211386(KOM-3)
 M23122(AS)

III

 EF376992(J/1025/05)
 Z19536(SB)

 BK_2503_PF_case
 BK_3308_RC_case
 BK_3478_RC_case

II

100

83
61

83

78

58

99

69
97

69
69

0.01  
 
FIGURA 8. Análise filogenética de sequências nucleotídicas de 296pb referentes à 
região VP1 do poliomavírus BK. Foram alinhadas 62 sequências nucleotídicas para 
elaboração desta árvore. Das sequências do estudo, 12 pertencem às urinas e 5 às 
amostras de água. Os genótipos de BKV encontrados foram comparados com outros 
previamente reportados. Os triângulos pretos representam as amostras clínicas; 
seguido do número de identificação da amostra está representada a qual grupo 
pertence (control = grupo controle; case = grupo transplantados). Os quadrados pretos 
representam as amostras de água analisadas. 
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5. DISCUSSÃO 

 

5.1 – Detecção do JCV e BKV em pacientes transplantados 

renais e indivíduos saudáveis 

Os poliomavírus BKV e JCV são ubíquos em humanos e são 

excretados pela urina de indivíduos imunocompetentes e imunossuprimidos. 

Especialmente em pacientes submetidos a transplante renal esses vírus, 

especialmente o BKV, tem sido relacionado com desenvolvimento de doença 

renal e complicações pós - transplante. Sendo assim, um dos objetivos desse 

estudo foi identificar DNA de BKV e JCV na urina de pacientes submetidos a 

transplante renal e em indivíduos saudáveis. 

No presente estudo o DNA do JCV e/ou do BKV foi encontrado com 

maior frequência nos pacientes transplantados renais (72,8 %) do que nos 

indivíduos saudáveis (53,4 %), indicando que esses indivíduos estavam 

excretando vírus no momento das coletas. A excreção viral em taxas mais altas 

nos pacientes transplantados provavelmente está relacionada com a terapia 

imunossupressora à qual estes pacientes são submetidos (Machado et al., 

2011; Rota et al., 2011), já descrita em trabalhos prévios. Na Itália, 61,4 % dos 

pacientes transplantados foram positivos para poliomavírus (Baldanti et al., 

2007), enquanto foram encontrados 33 % de pacientes positivos na Suécia 

(Priftakis et al., 2000). No Brasil, em trabalho semelhante, Pires et al. (2011)  
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detectaram DNA de BKV e de JCV na urina de 22,4 % (30/134) dos indivíduos 

saudáveis, e em 30,5 % (18/59) dos pacientes transplantados renais da região 

norte do Brasil. Neste estudo 38 % dos pacientes transplantados renais foram 

positivos para ambos os poliomavírus, indicando co-infecção com os dois vírus. 

A frequência de co-infecções em indivíduos saudáveis foi mais baixa (15,9 %). 

Altas taxas de co-infecção para estes poliomavírus foram previamente 

reportadas no Brasil em estudo com pacientes HIV positivos (Nali et al., 2012). 

Nali et al., (2012) encontraram excreção simultânea do JCV e BKV em 56 % 

dos pacientes investigados. Entretanto estes achados diferem de outros 

disponíveis na literatura, os quais tem demonstrado taxas muito menores. 

Priftakis et al. (2000) encontraram 3,5 % de co-infecção em transplantados 

renais, enquanto um estudo desenvolvido em Saint Louis, EUA, reportou a 

ocorrência de co-infecção em apenas 1,5 % dos pacientes (Cheng et al., 2011). 

Variações nos resultados de detecção viral podem ser devido a diferenças na 

sensibilidade das técnicas de detecção, diferenças de aspectos clínicos e 

estado imunológico dos indivíduos testados, ou mesmo diferenças 

demográficas dos pacientes. 

Amostras positivas para BKV, associadas ou não à presença de 

JCV, foram significativamente mais frequentes no grupo de transplantados do 

que nos indivíduos saudáveis. Resultados similares sobre a detecção de BKV 

foram recentemente descritos por Montagner et al. (2010). Estes autores 

encontraram 61,7 % de urinas positivas para BKV coletadas de pacientes 

transplantados renais na região sul do Brasil. Pires et al. (2011) também 

encontraram significativa diferença na detecção de BKV; enquanto 27,1 % dos 
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transplantados foram positivos, apenas em 2,2 % do grupo controle foi 

detectado BKV. 

Quando a presença somente de DNA do JCV nas urinas foi 

analisada, essa foi significantemente maior nos indivíduos saudáveis do que 

nos transplantados. Tal resultado está de acordo com outros obtidos em 

estudos com a população italiana e portuguesa (Rodrigues et al., 2007; Costa 

et al., 2009). Entre os pacientes submetidos ao transplante de rim, o JCV foi 

mais prevalente em homens do que em mulheres, enquanto que no grupo 

controle uma maior frequência do JCV esteve relacionada com os indivíduos 

mais velhos (p<0.05). Estas associações entre gênero, idade e viruria do JCV 

já foram reportadas por outros pesquisadores (Rodrigues et al., 2007).  

O rastreamento e a caracterização molecular de poliomavírus em 

pacientes transplantados renais se torna uma eficiente maneira de reduzir o 

desenvolvimento da nefropatia e a consequente rejeição do enxerto, através, 

então, do ajuste precoce da terapia imunossupressora. Esta providência pode 

melhorar a qualidade de vida destes pacientes. 

5.2 – Detecção do JCV e BKV em águas superficiais 

A Identificação de vírus patogênicos para humanos no ambiente 

hídrico tem sido uma das metas para a melhora do controle microbiológico da 

água há alguns anos (Fong & Lipp, 2005a). Os poliomavírus JC e BK são 

considerados possíveis candidatos a este controle, em função da resistência 

que apresentam no ambiente, da via de excreção e da importância clínica. 

Sendo assim, e considerando-se que não há dados disponíveis sobre a 

distribuição de poliomavírus em águas superficiais de Porto Alegre, esse 
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estudo foi desenhado para determinar a presença desses vírus em amostras 

de água do arroio Dilúvio e da ETE Navegantes, além de definir quais os 

genótipos de JCV e BKV que ocorrem nessas águas. 

Quando analisada a presença do JCV nas amostras do Arroio 

Dilúvio (8/14), a frequência encontrada correspondeu a 57,14 % das amostras, 

enquanto que 35,7 % das amostras foram BKV positivas. Comparando este 

resultado com dados sobre a presença de outros vírus nestas mesmas 

amostras do Arroio Dilúvio (Vecchia et al., 2012a), o JCV apresentou 

considerado destaque. Vecchia et al. (2012a) observaram que 64,28 % das 

amostras de água foram positivas para enterovírus, 28,57 % foram positivas 

para torque teno vírus e 21,43 % para adenovírus. De acordo com estes dados 

a taxa de detecção do JCV só foi menor do que a encontrada para o 

enterovírus.  

Foi possível observar uma maior frequência de poliomavírus nos 

pontos de coleta 1 e 4 do percurso do arroio (Figura 3). No ponto 1 estão 

localizadas as nascentes do arroio. Devido à baixa densidade de edificação 

nesta região os cursos de seus afluentes são, na maior parte dos casos, ainda 

naturais. Esta característica permite classificar este ponto como pertencendo a 

uma zona de baixo impacto ambiental (Menegat, 2006). Todavia, sabe-se que 

contaminações do lençol freático são possíveis. Sendo assim a constante 

frequência de JCV neste ponto observada nesse estudo, sugestiva de 

contaminação por dejetos de humanos, não condiz com a classificação 

inicialmente estipulada para esta zona. O ponto 4, por sua vez, é o último ponto 

anterior ao deságue no Lago Guaiba. Este ponto se encontra numa zona 
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classificada como de alto impacto ambiental, principalmente em função da 

intensa urbanização, incluindo edificação de vários hospitais (Menegat, 2006). 

Tais características justificam a alta frequência de JCV neste ponto. 

Foi observada uma associação entre a presença do JCV com o 

segundo período de coleta, transcorrido em Abril. Neste mês, de acordo com o 

Instituto Nacional de Meteorologia (INMET) o nível de precipitação foi reduzido 

quando comparado com os outros meses de coleta. Enquanto nos meses de 

Janeiro e Setembro o nível de precipitação foi de 169 e 293 mmHg, 

respectivamente, no mês de Abril foi apenas de 31 mmHg (INMET, 2009). 

Assim a baixa precipitação parece ter influenciado na maior detecção de JCV 

no arroio.  

Com relação às águas coletadas da ETE, das 16 amostras avaliadas 

cinco foram positivas, quatro para JCV (25 %) e uma para BKV (6,25 %). 

Quando as mesmas amostras de água foram submetidas à detecção de ácidos 

nucléicos de vírus entéricos, em estudo prévio, a maior taxa de detecção 

observada foi de adenovírus, encontrado em 37,5 % das amostras (6/16) 

(Vecchia et al., 2012b). Das cinco amostras positivas, apenas uma pertence ao 

afluente. Este resultado pode estar relacionado com a maior carga orgânica e 

também com a presença das partículas sólidas no esgoto da entrada da ETE, 

já que os vírus podem se adsorver nestes materiais, dificultando sua detecção 

pela metodologia utilizada. A carga orgânica pode também inibir diretamente a 

detecção molecular dos vírus, todavia a adição do CI neste trabalho visou à 

identificação da inibição das amplificações e a reavaliação das amostras 

inibidas. Em concordância com este resultado, Vecchia et al. (2012b) obteve 
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maior frequência de adenovírus, enterovírus e torque teno vírus no esgoto pós-

tratamento do que no esgoto de entrada da ETE. Esses dados sugerem que o 

sistema utilizado para tratamento do esgoto está sendo ineficaz no que diz 

respeito à eliminação de vírus presentes no afluente. Quando comparados os 

resultados de detecção de vírus aqui obtidos com os resultados de Vecchia et 

al. (2012a), em cada ponto de coleta no Arroio Dilúvio e na ETE, observou-se 

que o JCV e o enterovírus foram encontrados nas mesmas amostras coletadas. 

Por outro lado, não houve relação entre a frequência de detecção dos outros 

identificados. 

O mês de Julho, no qual a média de temperatura é menor, foi o 

único mês no qual ambas as amostras de esgoto foram positivas para JCV. A 

correlação entre a presença do poliomavírus, e também de outros vírus 

entéricos, com baixas temperaturas, já foi reportada anteriormente (Fongaro et 

al., 2012). 

A presença de vírus em amostras de água superficial no Brasil tem 

sido relatada em alguns trabalhos. Esses estudos focam na detecção de vírus 

entéricos e de poliomavirus em diversos tipos de água. Moresco et al (2012) 

analisaram 132 amostras de águas coletadas em 11 praias da ilha de 

Florianópolis, Santa Catarina, para a presença de vírus entéricos e 

poliomavírus. Dentre os analisados, o vírus mais prevalente foi o adenovírus 

humano (55 %) enquanto que o JCV foi detectado em apenas 3 % das 

amostras (Moresco et al., 2012). Porém, em um estudo mais recente também 

realizado por este grupo, foi avaliada contaminação viral em uma Lagoa do 

município de Florianópolis e a percentagem de amostras positivas para JCV foi 
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de 21 % (Fongaro et al., 2012). Já este resultado se aproxima do encontrado 

no presente trabalho. Em outro estudo, desenvolvido no Rio de Janeiro, foi 

acessada a frequência do poliomavírus JC através de uma nPCR em amostras 

de água coletadas em uma ETE. Noventa e seis e 43 % das amostras de água 

pré- e pós - tratamento de esgoto, respectivamente, foram JCV positivas 

(Fumian et al., 2010). Tais resultados indicam eficácia no tratamento de esgoto 

da ETE em questão, diferente do observado no presente estudo.  

Os resultados de detecção de vírus em amostras de água podem ser 

influenciados por diversos fatores, incluindo, diferenças nos métodos de 

concentração de vírus, diferenças na sensibilidade dos métodos moleculares e 

inclusive diferenças na composição do ambiente aquático avaliado (Girones et 

al., 2010). Particularmente quando comparado o presente estudo com o 

reportado nas praias de Florianópolis, as diferenças dos resultados podem ser 

atribuída às diferenças das amostras de água. Enquanto este estudo avaliou 

amostras de efluentes e esgoto, Moresco et al. (2012) avaliaram águas 

oceânicas, sendo a salinidade um possível interferente nos resultados (Girones 

et al., 2010). 

JCV e BKV são ubíquos nas amostras de água de esgoto não 

tratado e de lodo das fossas sépticas da Flórida e Califórnia; EUA. Em estudo 

conduzido por McQuaig et al. (2010), uma frequência similar dos dois vírus foi 

encontrada nestas águas. A frequência de JCV e BKV descrita aqui corrobora 

com estudos prévios, os quais reportam uma ampla detecção de poliomavírus 

humanos em amostras ambientais. A maioria destes outros estudos utilizaram 

principalmente qPCR ou nPCR para detecção dos poliomavírus e trabalharam 
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com amostras de água residuais. Entre outros locais já estudados, estão 

também: Cairo, Egito; Patras, Grécia; Barcelona, Espanha; Nancy, França; 

Pretoria, África do Sul; Umea, Suécia; Tokyo, Japão; Califórnia e Washington, 

EUA e Alemanha (Bofill-Mas et al. 2000; Albinana-Gimenez et al. 2006; Bofill-

Mas et al. 2006; Rafique & Jiang 2008; Hamza et al., 2009; Haramoto et al. 

2010). 

5.3 – Caracterização molecular do JCV e BKV nas amostras 

clínicas e ambientais 

Os oligonucleotídeos utilizados na nPCR anelam-se a uma região 

conservada que codifica a maior proteína do capsídeo destes poliomavírus, a 

VP1, a qual é responsável pela variabilidade antigênica entre os isolados de 

JCV e BKV. A amplificação desta região genômica permitiu a detecção dos 

dois vírus (Jin et al., 1993; Luo et al., 2009), enquanto que a análise por 

sequenciamento permitiu a caracterização de cada espécie identificada em 

diferentes genótipos. No Brasil, o presente estudo é um dos primeiros que 

trabalham com determinação de genótipos de poliomavírus circulantes na 

população e em águas superficiais. Especificamente no caso do BKV, a sua 

caracterização em subtipos tem ganhado importância pelo possível 

envolvimento de determinados genótipos do BKV com o desenvolvimento da 

nefropatia (Moens & Van Ghelue, 2005). Apesar disso, poucos grupos que 

trabalham com identificação de BKV tem realizado sua genotipagem.  

A análise filogenética das amostras BKV positivas mostrou a 

presença dos tipos I e II nas urinas, enquanto nas amostras de água apenas o 

tipo I foi encontado. Este tipo pode ser classificado em três principais subtipos: 
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I/a, I/b e I/c. Um estudo que sugere a relação entre os subtipos de BKV e a 

migração populacional, detectou primeiramente na população europeia e 

americana o subtipo I/b, o qual foi encontrado no presente estudo (Zhong et al., 

2009). Dentro do tipo I, o subtipo a foi também encontrado, enquanto que as 

outras amostras não puderam ser caracterizadas em subtipos, permanecendo 

apenas como pertencentes ao tipo I. O subtipo I/a pertence ao primeiro 

genoma de BKV caracterizado nos EUA (Howley et al., 1975; Seif et al., 1979).  

Zalona et al. (2011) foram os primeiros pesquisadores a demonstrar 

os genótipos circulantes do BKV no Brasil. Este grupo detectou BKV em 

pacientes transplantados renais no Rio de Janeiro e encontrou os tipos I, II e III, 

fortalecendo assim os achados deste estudo. 

O JCV tem sido estudado como um marcador de migração da 

população humana devido a seu envolvimento como agente infeccioso no 

homem desde o surgimento das populações modernas, 100,000–200,000 anos 

atrás (Stoner et al., 2000). Em consequência disto, a caracterização molecular 

deste vírus em determinadas áreas geográficas tem permitido conhecer a 

diversidade populacional do local estudado (Rafique & Jiang, 2008). Os tipos 

de JCV distribuídos no esgoto e em outros corpos hídricos urbanos parecem 

representar os vírus que estão sendo excretados pela população residente aos 

arredores dos corpos de água. 

As sequências de JCV analisadas foram classificadas nos tipos 

europeus 1 e 4, no tipo africano 3, e no tipo asiático 2, os quais são 

característicos do Velho Mundo (Stoner et al., 2000). A análise filogenética 

possibilita ainda classificar os genótipos 1 em subtipos 1A e 1B, os quais são 



52 
 

 

predominantes na Hungria e Espanha respectivamente. Já o tipo 2 foi 

classificado nos subtipos 2A, 2B e 2C. Destes o tipo 2B leva destaque por ser 

frequente nos pacientes JCV positivos que desenvolvem PML. O subtipo 2A 

tem como origem o leste asiático, sendo diferenciado do 2C em função de um 

poliformismo da VP1 (Stoner et al., 2000). Quando analisada a árvore 

filogenética do JCV, construída com as amostras de urina e de água, pode-se 

observar que os tipos 2 e 4, presentes nas amostras clínicas, não foram 

encontrados nas amostras de água. Entretanto, os tipos 1 e 3, que são os 

associados com a população de origem europeia e africana, respectivamente, 

foram identificadas tanto nas amostras de água quanto nas urinas. Essa origem 

populacional está de acordo com a estrutura da população brasileira, inclusive 

do sul do país (Parra et al., 2003; Fumian et al., 2010). Reforçando estes 

achados, estudos anteriores desenvolvidos nos estados do Rio de Janeiro e 

São Paulo já demonstraram a presença destes tipos de JCV na população 

brasileira (Fink et al., 2010; Fumian et al., 2010). Além disso, diferentes 

genótipos de JCV foram reportados recentemente pela primeira vez na região 

amazônica do Brasil. Tal estudo encontrou genótipos semelhantes aos já 

descritos na população nativa norte americana (Zheng et al., 2003; Cayres-

vallinoto et al., 2012). 

A falta de concordância entre o período de coleta das águas e urinas 

impossibilita afirmar que os poliomavírus circulantes nas águas sejam os 

mesmos que circulam nos indivíduos inseridos no estudo. Porém, mesmo com 

este viés, todos os genótipos de JCV e BKV encontrados nas amostras de 

água foram também encontrados nas amostras de urina, enquanto o contrário 



53 
 

 

não foi observado. Este é o primeiro estudo que reporta a presença e 

diversidade genética do BKV e JCV circulando na região sul do Brasil. 
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6. CONCLUSÕES 

 

No presente trabalho três reações de PCR foram otimizadas, uma 

convencional e duas nPCR, com o objetivo de detectar e diferenciar os 

poliomavírus humanos JC e BK detectados em amostras humanas e de águas 

superficiais.  

BKV e JCV foram encontrados em indivíduos saudáveis e em 

transplantados renais, sendo que em transplantados a proporção de pacientes 

positivos para um ou os dois poliomavírus foi maior do que em saudáveis. 

BKV foi mais frequente em transplantados do que em saudáveis, e 

os genótipos encontrados desse vírus foram os tipos I e II. 

JCV foi sutilmente mais frequente em transplantados, porém esse 

resultado não foi significativo. Os genótipos encontrados nas urinas avaliadas 

representam os tipos 1 a 4. 

Este trabalho demonstrou pela primeira vez a circulação do JCV e 

BKV nas águas superficiais da cidade de Porto Alegre.  

Nas amostras do arroio Dilúvio o JCV foi encontrado em maior 

frequência do que o BKV. Já nas amostras da ETE, mesmo o JCV sendo mais 

frequente, ambos os vírus foram encontrados em baixa frequência. O tipo I foi o 

único genótipo de BKV encontrado nas águas, enquanto que os tipos 1 e 3 

foram os encontrados para JCV. 
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