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RESUMEN 
 

El virus lengua azul (BTV) es un patógeno transmitido por mosquitos del género 

Culicoides. Los bovinos infectados a menudo no manifiestan signos clínicos y, en su 

mayoría, desarrollan una infección subclínica, lo que los convierte en reservorios del 

virus. BTV se es endémico en regiones tropicales del mundo, donde las condiciones 

medioambientales son propicias para la supervivencia y reproducción de su vector 

biológico. El objetivo principal fue determinar la distribución espacial de BTV, 

además su seroprevalencia en bovinos de los departamentos de Madre de Dios, 

Ucayali, Loreto, San Martín y Amazonas de la selva del Perú. Sueros de bovinos 

(n=272) mayores de 6 meses y aparentemente sanos fueron colectados por Servicio 

Nacional de Sanidad Agraria del Perú en el 2017 mediante un muestro por 

conglomerados en dos etapas. Los sueros fueron sometidos a un ELISA de 

competición para determinar anticuerpos contra BTV. La seroprevalencia de BTV 

aparente y corregida en bovinos de la región selva fue de 70.5% (IC 95%: 65.17 – 

76.00) y 85.12% (IC 95%: 81.89-88.35) respectivamente. Así mismo, a prueba de Chi 

cuadrado reveló una asociación significativa entre la frecuencia de anticuerpos contra 

BTV y la edad de los animales (p = 0.025), así como con la variable altitud (p < 0.001). 

Los casos seropositivos a BTV se utilizaron para calcular la densidad de kernel, que 

destacó un punto caliente en San Martín, indicado por una alta concentración de puntos 

en esa área. Así mismo, la distribución espacial considerando la variable altitud, 

mostro que la mayor población de bovinos positivos a anticuerpos contra BTV se 

ubicaron en altitudes menores a 1000 msnm. El presente estudio permitirá realizar la 

vigilancia en estas zonas empleando un muestreo en base al riesgo a fin de determinar 

los serotipos de BTV en zonas endémicas. 

 

Palabras claves: Bovinos, BTV, zona endémica, espacial. 
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ABSTRACT 
 

Bluetongue virus (BTV) is a pathogen transmitted by mosquitoes of the 

Culicoides genus. Infected cattle often do not show clinical signs and mostly develop 

a subclinical infection, making them reservoirs of the virus. BTV is endemic in tropical 

regions of the world, where environmental conditions are conducive to the survival 

and reproduction of its biological vector. The main objective was to determine the 

spatial distribution of BTV, as well as its seroprevalence in cattle from the departments 

of Madre de Dios, Ucayali, Loreto, San Martín and Amazonas in the jungle of Peru. 

Sera from bovines (n=272) older than 6 months and apparently healthy were collected 

by the National Agrarian Health Service of Peru in 2017 through cluster sampling in 

two stages. The sera were subjected to a competition ELISA to determine antibodies 

against BTV. The apparent and corrected BTV seroprevalence in cattle from the jungle 

region was 70.5% (95% CI: 65.17 - 76.00) and 85.12% (95% CI: 81.89-88.35) 

respectively. Likewise, the Chi square test revealed a significant association between 

the frequency of antibodies against BTV and the age of the animals (p = 0.025), as 

well as with the altitude variable (p < 0.001). BTV seropositive cases were used to 

calculate kernel density, which highlighted a hot spot in Saint Martin, indicated by a 

high concentration of spots in that area. Likewise, the spatial distribution considering 

the altitude variable showed that the largest population of bovines positive for 

antibodies against BTV were located at altitudes less than 1000 meters above sea level. 

This study will enable surveillance in these areas using risk-based sampling to 

determine BTV serotypes in endemic areas. 

 

Keywords: Cattle, BTV, endemic zone, spatial. 
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I. INTRODUCCIÓN 
 

     En el Perú la ganadería bovina está en crecimiento y se evidencia desde el primer 

censo realizado en 1961 con una población de 3 116.1 cabezas de bovinos, hasta el último 

censo en 2012 con 5 156, del cual el 73% se desarrolla en la sierra, el 12% en la costa y 

el 15% en la selva, en donde la mayor población es criolla, seguida de la raza Brown 

Swiss y luego Holstein. (INEI, 2012). Con respecto a la industria láctea y cárnica, se ha 

percibido en los últimos años un aumento positivo en ambas producciones, siendo los 

principales departamentos en auge Lima y Cajamarca (MINAGRI, 2017). 

     La enfermedad de lengua azul (ELA) se considera endémica en las zonas tropicales y 

subtropicales, debido a la presencia y reproducción del insecto vector competente, 

Culicoides spp. Es una enfermedad causada por diferentes serotipos del virus Lengua 

Azul (BTV, del inglés Bluetongue virus) que afecta a rumiantes domésticos y salvajes 

ocasionando edema alrededor en la boca y nariz, erosión de las membranas mucosas, 

sialorrea, fiebre y lengua cianótica (Álvarez et al, 2017).  

    ELA se encuentra en la lista de enfermedades notificables por la Organización Mundial 

de Salud Animal (OIE) que impide el libre comercio internacional de germoplasma, 

semen y de animales, generando grandes pérdidas económicas al sector ganadero debido 

a que en bovinos provoca la disminución en la producción de leche, cuadros de aborto, 

pérdida de peso y disminución en la eficiencia de la producción de carne (Gethman et al., 

2020). 

      Por otro lado, la distribución espacial es una importante herramienta que ha permitido 

visualizar la densidad de aparición del BTV, es decir su intensidad de concentración, 

identificándose áreas en riesgo de brote, expansión del vector competente y los factores 
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asociados a variables ecológicas y medioambientales en países del norte de Europa en el 

brote del BTV en el 2006.  Es una herramienta que brinda información de estudios 

predictivos de brotes y propagación del virus, que permite priorizar las estrategias de 

control y prevención de manera focalizada, mejorando el uso de recursos y personal 

(Pascual et al., 2014; Malesios et al., 2020). 

    En casos donde la población es muy grande y esta dispersa en un área geográfica 

extensa se prefiere utilizar un muestreo por conglomerado, este es un método probalístico 

que permite disminuir el costo para la recopilación de datos. Este tipo de muestreo 

requiere que la población este dividida de forma natural en conglomerados heterogéneos 

y éstos ser conformados por individuos de interés, para que sea representativo de la 

población, siendo una de sus mayores ventajas su sencillez y rentabilidad (Segura y 

Honhold, 2000).    

     En los últimos años ELA afectó zonas fuera de su ámbito geográfico conocido (40°N 

y 35°S), alcanzando latitudes y altitudes por encima de su rango habitual, estos cambios 

se les atribuye a factores medioambientales como lo son el calentamiento global y el 

cambio climático, siendo Europa uno de los continentes más afectados por ELA. En el 

Perú existe evidencia serológica previa de la presencia del BTV, por lo que se infiere ser 

una zona endémica sin la manifestación clínica de la enfermedad (Navarro et al., 2019; 

Jurado et al., 2020; Escano et al., 2022).  

     Se considera a la especie bovina como fuente de reservorio del BTV debido a su largo 

período de viremia que podría alcanzar los 120 días por lo que se debe tener en cuenta 

que la mayor población ganadera en el Perú se encuentra en la región yunga y andina, 

colindantes a la región del presente estudio, que podría verse afectada por la migración 

del insecto vector del BTV desde el trópico, afectando así a la zona de mayor comercio. 

El objetivo del presente estudio fue detectar anticuerpos contra el virus Lengua azul en 

bovinos de la región selva comprendiendo los departamentos de Amazonas, Loreto, 

Madre de Dios, Ucayali y San Martin como parte de la vigilancia epidemiológica de la 

enfermedad de Lengua Azul. 
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II. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 
 

1. IMPORTANCIA DE LA POBLACIÓN BOVINA EN LA SELVA DEL 
PERÚ: 

 
     La población de ganado vacuno en el Perú según el IV censo nacional agropecuario 

(2012) es de 5 156 000 y se ha percibido un aumento progresivo desde el censo 

agropecuario de 1994 (INEI. 2012) (Cuadro 1).  Las razas predominantes en la selva 

son criollos con 41,9% y Brows Swiss con 20,5%, en menor proporción los cebúes, 

Holstein y otros (MIDAGRI, 2022). Respecto a los productores de animales mayores 

a nivel nacional se percibe que el 43.1% de pequeños y medianos productores se 

enfocan a bovinos y el 62.9% de los grandes productores también. (INEI, 2019) 

 

Cuadro 1. Población pecuaria de bovinos en los departamentos de la selva del Perú  

(INEI, 2012) 

UBICACIÓN POBLACION 

Amazonas 157 166 

Loreto 46 646 

Madre de Dios 50 147 

Ucayali 60 193 

San Martin 228 826 

TOTAL 542 978 

 

     La población de vacas en ordeño es 893,769 cabezas pertenecientes en su mayoría a 

las principales cuencas lecheras ubicadas en Cajamarca, Puno y Cusco, en los últimos 

años los departamentos de San Martin y Tumbes han aumentado su crecimiento en la 
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producción lechera (Cuadro 2).  El consumo anual de leche en el Perú ha ido aumentando 

con respecto a los años, siendo actualmente 87 kg/persona/año, Con respecto a la 

producción de carne las regiones con mayor producción se ubican en Cajamarca, Lima y 

Puno, siendo el promedio de carcasa anual de 140.8 kg/animal. (MINAGRI, 2018)  

     Para el mejoramiento del ganado lechero los principales productores utilizan la 

inseminación artificial, así como también la adquisición de especies mejoradas de los 

hatos más relevantes de la región. Los principales problemas que presenta esta producción 

es que los pequeños y medianos productores aún desconfían del uso de pajillas a pesar de 

contar con bancos de semen de razas especializadas, por lo que la gran mayoría utiliza la 

práctica de monta natural, así mismo repercute también la mínima cantidad de animales 

genéticamente mejorados y el uso limitado de herramientas de selección (MINAGRI, 

2018). 

     La ganadería en la selva en su mayoría es de crianza extensiva de pastoreo mixto con 

otras especies como ovinos y caprinos, no cuentan con tecnología para mejorar su crianza, 

utilización de mano familiar y alimentación al pastoreo con pasto natural y cultivados. 

Los limitantes para el desarrollo ganadero de la selva peruana se basan en su alejamiento 

a los mercados, falta de tecnología adecuada, uso deficiente de los recursos naturales y 

falta vías de comunicación adecuadas. La ganadería bovina en la selva se basa 

principalmente en producción de doble propósito, es decir se aprovecha tanto su 

producción láctea como cárnica, siendo la mayoría para uso familiar y por ello su 

importancia socioeconómica en esta región. (MIDAGRI, 2015) 

Cuadro 2. Producción de leche y carne de bovinos en los departamentos de la 

selva del Perú (MIDAGRI, 2021) 

 

 

 

 

UBICACIÓN PRODUCCION DE 

CARNE (tonelada) 

PRODUCCION DE 

LECHE (tonelada) 

Amazonas 7 369 103 410 

Loreto 1 513 1 482 

Madre de Dios 2 222 1 370 

Ucayali 2 180 4 415 

San Martin 5 765 1 370 

TOTAL 19 049 112 047 
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2. ENFERMEDAD DE LENGUA AZUL: 

2.1. HISTORIA: 
     ELA es una enfermedad viral infecciosa, causada por el virus Lengua Azul (BTV), 

transmitida por un insecto vector del género Cullicoides que afecta principalmente a los 

rumiantes domésticos y silvestres (Napp et al., 2012). ELA se reportó por primera vez a 

fines del siglo XIX en la Isla del Cabo (África) debido a la introducción de ovinos de lana 

fina, en particular la raza merino importados del Sur de Europa a Sudáfrica, aunque es 

probable que ocurriera hace un siglo atrás de manera endémica en los rumiantes salvajes 

de África (Spreull, 1905; Maclachan et al., 2011).  La causa de la enfermedad se le 

atribuía erróneamente a un parásito intracorpuscular, por lo que la describieron con 

diferentes nombres como “fiebre catarral malaria”(Coetze et al., 2012). Spreull (1905) 

introdujo el nombre de Lengua azul, que es la traducción del nombre africano 

“Blaauwtong”, debido a la apariencia cianótica e inflamación de la lengua que 

ocasionalmente se observaba en ovejas clínicamente afectadas.  

     Posteriormente en 1906, Theiler trasmitió un filtrado de sangre proveniente de una 

oveja enferma a animales susceptibles, reproduciendo así la enfermedad, por lo que 

demostró que el agente etiológico era un virus y también, en 1910 dispuso la primera 

vacuna contra ELA, esta consistía en una sola cepa del virus (BTV-4) que fue usada en 

Sudáfrica por al menos cuatro décadas (Maclachan et al., 2011; Coetze et al., 2012).  

     Se le atribuye a Du Toit (1944) la identificación de Cullicoides spp. como el insecto 

vector del BTV, cuando capturó un gran número de insectos mediante una trampa de luz 

y demostró que la picadura del C. imicola trasmitió la enfermedad. Debido a la poca 

eficacia de la vacuna monovalente, se investigó la multiplicidad de serotipos del BTV y 

se produjo una vacuna tetravalente viva atenuada que brindó protección cruzada 

multivalente y reemplazó a la vacuna original (Verwoerd, 2012). Posteriormente, Neitz 

realizó estudios en inmunología demostrando científicamente que la vacuna monovalente 

no confería una protección completa contra los diferentes serotipos del BTV. (Neitz 1948; 

Verwoerd, 2012) 

     Durante el siglo XX, LA se extendió por África y países del sur de Europa como 

España, Chipre, Grecia y Portugal. Posteriormente a finales del mismo siglo las regiones 

en África, América, Asia y Australia que se encontraban entre las latitudes 40 ° S y 53 ° 
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N fueron reconocidos como endémicos de ELA. (Zientara y Sanchez-Vizcíano, 2013; 

Belbis et al., 2017). 

2.2. AGENTE ETIOLÓGICO: 

2.2.1. CLASIFICACIÓN TAXONOMICA: 
 

     El virus Lengua Azul (BTV) pertenece al género Orbivirus, perteneciente a la 

subfamilia Sedoreovirinae y se encuentra dentro de la familia Reoviridae (Cuadro 3), que 

actualmente consta de quince géneros caracterizados por su genoma compuesto de 9 a 12 

segmentos de ARN (Courtejoie et al., 2018) 

Cuadro 3. Clasificación taxonómica del virus Lengua Azul según ICTV, 2023 

    Dominio: Riboviria 

          Reino: Orthornavirae 

                    Filo: Duplornaviricota 

                            Clase: Resentoviricetes 

                                    Orden: Reovirales 

                                            Familia: Reoviridae 

                    Subfamilia: Sedoreovirinae 

                     Género: Orbivirus 

Especies del Género Orbivirus 

Bluetongue virus  

(Virus lengua azul) 

Corriparta virus Ieri virus 

African horse sickness virus Epizootic hemorrhagic 

disease virus 

Lebombo virus 

Changuinola virus Equine encephalosis 

virus 

Orungo virus 

Chenuda virus Eubenangee virus Palyam virus 

Chobar Gorge virus Great Island virus Peruvian horse sickness 

virus 

 

2.2.2. MORFOLOGÍA: 

 

     BTV es un virus que no posee envoltura y cuenta con un genoma que va desde 822 a 

3954 pares de base (pb) compuestos por 10 segmentos de ARN lineal de cadena doble 

(ARNdc), un tamaño de 80-90nm de diámetro y un peso molecular de 11x 107 

aproximadamente (Mertens et al., 2015). 
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     Este virus está rodeado por una cápside de simetría icosaédrica de triple capa 

concéntrica, el core interno está compuesto por la VP3 que rodea el genoma de la capa 

del subcore, el core medio conformado por la VP7 dispuesto en anillos hexaméricos 

(Figura 1), ambas proteínas virales son relativamente conservadas entre los diferentes 

serotipos de BTV y el core externo difuso que consta de las VP2 y VP5, necesarias para 

la unión celular y entrada del virus a la célula infectada, se considera a estas proteínas las 

menos conservadas brindando alta variabilidad (Wu y Roy, 2022). 

 

  Figura 1. Morfología del BTV, proteínas y segmentos (Rodriguez et al, 2021)    

    El core del virus contiene una única copia de cada segmento de ARNdc y un complejo 

de transcriptasa compuesta por VP1, VP4 y VP6.  La capa interna del núcleo (capa T2) 

está organizada por 60 dímeros de VP3 y la capa externa (capa T3) está compuesta de 

260 trímeros de VP7 (Belbis et al, 2017). 

 

2.2.3. PROTEÍNAS VIRALES: 
     El genoma del BTV codifica siete proteínas estructurales (VP1-VP7) y cinco proteínas 

no estructurales (NS1-NS5) (Cuadro 4). La VP2 es la principal proteína que conforma la 
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cápside del virión, es codifica por el segmento 2 (Seg-2) del genoma del BTV, es la 

encargada de la unión al receptor y favorece la endocitosis del virión mediada por clatrina 

a las células durante la primera etapa de infección, además de participar en la 

hemaglutinación (Guo et al., 2020). Esta proteína posee un peso molecular de 111kDa y 

una longitud de 956aa, por lo que es considerada como la proteína más grande del BTV 

(Wu et al., 2019).  

      La VP2 es altamente mutable debido a la presión selectiva evolutiva de anticuerpos, 

lo que la define como la de mayor variabilidad, permitiendo la diferenciación de al menos 

29 serotipos de BTV y dos aún en estudio (Mertens et al., 2015). Es la principal 

determinante de la especificidad del antígeno debido a que contiene la mayoría de los 

epítopos que interactúa con los anticuerpos neutralizantes provocando una respuesta 

inmune (Fay et al., 2021). 

Cuadro 4. Función de proteínas del BTV y segmentos donde se codifican  

(Patel y Roy, 2014) 

Tipo de 

proteina 
Proteína 

Segmento 

(tamaño en Pb) 
Función 

E
S

T
R

U
C

T
U

R
A

L
E

S
 

VP1 T1 (3944) ARN polimerasa dependiente de ARN 

VP2 T2 (2926) Unión al receptor y entrada celular 

VP3 T3 (2772) 
Proteína estructural del subcore, localiza el 

complejo de polimerasa viral 

VP4 T4 (2011) Enzima de taponamiento 

VP5 T6 (1638) Proteína de permeabilización de membrana 

VP6 S9 (1046) Aptitud viral a la respuesta del interferón 

VP7 S7 (1156) 
Proteína estructural central y proteína de unión 

al receptor para células del insecto vector 

N
O

 

E
S

T
R

U
C

T
U

R
A

L
E

S
 NS1 T5 (1769) Proteína de traducción de proteínas virales 

NS2 S8 (1124) 
Concentrador de componentes centrales y 

formación de cuerpos de inclusión viral 

NS3 

NS3A 
S10 (822) 

Proteína adaptadora que facilita la salida 

NS4 S9 (1046) Aptitud viral a la respuesta del interferón 
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    La VP5 se localiza en la cápside externa del virión y posee un alto grado de 

variabilidad, también puede influir en el serotipo del virus al imponer restricciones 

estructurales a la VP2. Esta proteína es codificada por el segmento 6 (Seg-6) del genoma 

del BTV y posee un peso molecular de 59kDa con una longitud de 526aa (Belbis et al., 

2017). La VP5 adquiere la actividad de fusión de la membrana durante el inicio de la 

infección mediante un cambio conformacional significativo al detectar el pH de 5.5, se 

presume que tiene la capacidad de formar sincitios y liberar el núcleo del virión al 

citoplasma. (Patel y Roy 2014). 

     En contraste la VP7 forma parte del core interno proporcionando rigidez y estructura 

a este nivel. Es una de las proteínas más conservadas y se utiliza comúnmente en el ensayo 

c-ELISA para detectar anticuerpos anti-BTV, también es un determinante principal del 

serogrupo (Hwang et al., 2019; Ulises et al., 2021).  

 

2.2.4. REPLICACIÓN VIRAL: 
 

     Durante la infección, la proteína estructural VP2 se une a diferentes receptores y al 

ácido siálico superficial permitiendo así la adherencia del BTV a la célula diana, las 

partículas virales ingresan a través de endocitosis mediada por clatrina del virión (Figura 

2), en ausencia de esta proteína la VP7 participa en la adherencia, unión y penetración de 

las células del insecto vector. (Patel et al., 2016). La VP2 se separa de la cápside externa 

cuando detecta un pH ácido (6-6.5) en el endosoma temprano, la acidificación es mayor 

en el endosoma tardío y la VP5 lo detecta ocasionando una fusión con la membrana, 

permitiendo así la liberación del núcleo al citoplasma celular donde se deja expuesto al 

genoma viral e inicia la transcripción y traducción de partículas virales (Wu et al., 2019). 

     Durante el proceso de la transcripción se generan los ARN mensajeros para ser 

traducidos en las diferentes proteínas no estructurales y estructurales del BTV. 

Finalmente ocurre el ensamblaje que depende de las interacciones VP3 y VP7, debido a 

que las partículas del VP3 son inestables, la VP7 actúa dando rigidez y estabilidad 

adicionando sus trímeros, también evita la activación del interferón tipo 1 (INF-1) luego 

se agregan las proteínas estructurales VP2 y VP5 para formar viriones maduros. 

Finalmente, la salida del virus por lisis celular y actualmente se ha demostrado que 
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también lo realiza por gemación, la proteína que determina el mecanismo de salida es la 

NS3 (Roy, 2020). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2. BTV: Ciclo de replicación del virus (Patel y Roy, 2014) 

 

2.2.5. SEROTIPOS: 
 

     Actualmente se han informado 28 serotipos del BTV y tres nuevos serotipos putativos 

en todo el mundo (Saminathan et al., 2020). La identificación de diferentes serotipos del 

BTV recae sobre las proteínas estructurales de alta variabilidad VP2 y VP5 encargadas 

de la reacción de neutralización de anticuerpos por parte del huésped (Mertens et al., 

2015). 

     Los serotipos BTV-25,26 y 27 son considerados atípicos debido a su transmisión por 

contacto directo, sin la participación del insecto vector y porque no son patógenos (Belbis 

et al., 2017). El serotipo BTV-28 también se transmite por contacto directo, sin embargo, 

esta evidencia los signos clínicos de la enfermedad, se detectó por primera vez en Medio 

Oriente en varios lotes de vacunas contaminadas de la enfermedad cutánea nodular 

contagiosa y vacuna contra la viruela ovina (Bumbarov et al., 2020). 

     En Europa, desde 1998 el BTV se propagó a diferentes países que nunca se habían 

informado casos anteriores como Italia y Francia. En el verano del 2006, se aisló el 
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serotipo BTV-8 por primera vez en Países Bajos, causando un brote masivo en varios 

países europeos originando fuertes pérdidas económicas, debido a que afectó al sector 

bovino, antes considerado solo un reservorio y en este caso evidenciando la manifestación 

clínica. Desde el 2009 hasta inicios del 2015 no se ha vuelvo a detectar el BTV-8 en 

Europa, hasta agosto del 2015 - 2017 que se volvió a aislar el serotipo en Francia. 

(Rushton y Lyons, 2015).   

     Se ha detectado serotipos en el continente de América, a excepción de Patagonia, 

Alaska y partes del sur de la Pampa.  En Centroamérica y el Caribe se aislaron los 

serotipos del BTV-1, 3, 4, 6, 8, 11, 12, 14 y 17. En América del Norte se han detectado 

los serotipos del BTV-1, 2,10, 11 12, 13 reportados como endémicos en la zona y también 

se aislaron los serotipos del BTV-2, 3, 5, 6, 9, 12, 14, 18, 19, 22 y 24 (Legisa et al., 2014). 

En América del Sur, se aisló en Argentina BTV-4, en Brasil los serotipos del BTV-1, 2, 

3, 4, 6, 9, 14, 17, 18, 19, 20, 21, 22 y 26, en Ecuador BTV-9, 13 y 18, en Colombia BTV-

12, 14 y 17, en Guayana Francesa BTV-1, 2, 6, 10, 12, 13, 17 y 24, también se han 

reportado diferentes serotipos del BTV en Surinam y Guyana (Saminathan et al., 2020). 

 

3. VECTOR: 
 

     El vector competente de BTV es el mosquito hembra del género Culicoides   spp, mide 

aproximadamente entre 1-3mm, cuya distribución es limitada a condiciones de 

temperatura y humedad adecuadas para su reproducción, entre las latitudes 35° S y 40° N 

en la cual se ubican áreas templadas hasta trópicos. Este vector tiene mayor actividad por 

la noche y su distancia de vuelo es relativamente corta de 5km aproximadamente, aunque 

depende del factor de velocidad del viento, pudiendo llegar a distancias largas de hasta 

100 km. (Saminathan et al., 2020). Se estima que la temperatura idónea tiene un rango de 

20.8°C – 25.8°C en complemento con el aumento de precipitaciones que provoca una 

mayor humedad (Jacquot et al., 2017; Da Silva et al., 2018). 

     El periodo de incubación del BTV en el mosquito es diez días aproximadamente, 

después de ingerir sangre de un animal infectado, se disemina en el intestino hasta las 

glándulas salivales y permanecen infectados durante toda su vida. El tiempo de vida del 

mosquito es corto, sobreviven de 10 a 20 días, sin embargo, es dependiente de las 
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condiciones climáticas, pudiendo llegar a un tiempo de vida de hasta 90 días (Wilson y 

Mellor, 2009). 

     Se considera uno de los insectos hematófagos más abundantes a nivel mundial. con 

más de 1500 especies, de las cuales sólo 50 especies son considerados vectores del BTV. 

La principal especie del insecto vector del BTV en África y sur de Europa es C. imicola 

(Figura 3), en el norte de Europa está C. pulicares y C. obsoletus como potencial vector, 

en América del Norte C. sonorensis, en Australia C. fulvus y C. brevitarsis y en América 

del Sur y Centro C, pusillus y C. insignis (Subhadra et al., 2023). En el Perú, Navarro et 

al, observó la presencia de la banda de 1070pb perteneciente al segmento 7 del genoma 

del BTV en el mosquito C. insignis capturado en la selva, por lo que se le considera como 

vector del BTV. 

Figura 3. Mapa de la distribución del insecto Vector Culicoides    
(Subhadra et al., 2023) 

 

4. PATOGENIE DEL VIRUS DE LENGA AZUL: 

4.1. HOSPEDEROS: 
 

     El BTV afecta a rumiantes domésticos y silvestres, camélidos, elefantes y carnívoros 

sean domésticos o silvestres, se presume por el consumo de carne infectada.  Dentro de 

las especies más sensibles a la infección por el BTV están las ovejas, venado cola blanca, 

alpaca y llama en donde se puede manifestar una fase clínica aguda o hasta mortal, a 

diferencia de las especies bovinas y caprinas que muestran la enfermedad subclínica, sin 
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embargo, los bovinos presentan el periodo de viremia más largo de 90-120 días 

aproximadamente por lo que se le considera reservorio del BTV y participa de un rol muy 

importante en la epidemiologia del BTV, debido a que permite un mayor tiempo de 

transmisión a especies susceptibles (Van den Bergh et al., 2018). 

 

4.2. TRANSMISIÓN: 
 

    La transmisión del BTV típicamente es mediante la picadura del insecto vector 

Culicoides spp., en la actualidad se han demostrado otras vías sin la presencia del insecto 

vector, como el caso del brote europeo por el serotipo BTV-8 se demostró que atraviesa 

la barrera transplacentaria infectando al feto, se corroboró de forma experimental con la 

vacunación de animales preñados con cepas vacunales vivas atenuadas del BTV. Últimos 

estudios revelaron la presencia del ARN del BTV en el semen de toros virémicos, pero la 

transmisión venérea aún está en estudio (Venter et al., 2011; De Clercq et al., 2021). 

     Los últimos serotipos considerados atípicos BTV-25 al 28 se considera la vía por 

aerosol, en la cual animales susceptibles sanos se infectaron por la cercanía de su corral 

con animales infectados (Schulz et al., 2016). También está la vía oral mediante el 

consumo de calostro de bovinos infectados hacia terneros sanos y el consumo de placenta, 

fetos abortados y/o carne infectada que permitió la transmisión a carnívoros (Backx et al., 

2009). 

     En ovinos se ha demostrado el rol de las garrapatas como vector mecánico para BTV, 

así como también la vía iatrogénica, mediante agujas con sangre infectada o equipos 

quirúrgicos: sin embargo, son considerados vías menos importantes en la transmisión de 

la enfermedad (Bouwknegt et al., 2010, Maclachlan et al, 2015). 

 

4.3. REPLICACIÓN EN TEJIDOS: 
 

     El virus es inoculado en la piel a través de la saliva del mosquito vector del BTV, a 

los 2-3 días se da la replicación inicial en ganglios linfáticos regionales, luego va a 

circulación empezando la viremia e infectando a las células dendríticas, linfocitos, 

monocitos y macrófagos que diseminan el virus a sitios secundarios, como el bazo y 
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pulmón, en donde se produce la replicación secundaria con una duración de 4 a 20 días 

infectando a las células endoteliales fagocitos mononucleares (MacLachlan et al., 2009). 

      Continua la diseminación mediante vía sanguínea y a través de la linfa asociándose el 

BTV con las plaquetas, células mononucleares y eritrocitos, esta última unión le permite 

tener un mayor tiempo de viremia (MacLachlan, 2004; Subhadra et al. 2023).  La especia 

con mayor tiempo de viremia es la bovina, con una duración de 60 días e incluso hasta 

120 días, representando un rol importante en la transmisión del BTV como hospedero de 

reservorio, en caprinos un tiempo de 19 a 54 días y en los ovinos la viremia dura de 14 a 

54 días (MacLachlan et al., 2009). 

 

4.4. INMUNIDAD: 
 

     La infección del BTV tiene fuerte afinidad por las células endoteliales, arteriolas 

precapilares, vénulas y pericitos de capilares generando daño y/o disfunción. La 

producción de inteferon inflamatorio (IFN-1, IFN- γ) se da después de 20-40 horas 

posteriores a la infección, también desencadena la producción de interleucina-1 (IL1), IL-

2. IL-6, IL-8, mediadores vasoactivos (óxido nítrico sintasa), ciclooxigenasa-2, 

prostaciclina y tromboxano, estos mediadores tienen la capacidad de limitar o controlar 

la infección durante las primeras etapas. En el caso de los bovinos, la relación 

prostaciclina/tromboxano es superior a la de los ovinos, el primero es un inhibidor de la 

agregación plaquetaria y un factor de vasodilatación y el segundo es un factor 

procoagulante, lo que explica el menor daño endotelial y sensibilidad en la especie 

bovina, a diferencia de la especia ovina que predomina el síndrome hemorrágico 

(Schwartz-Cornil et al., 2008; Belbis et al., 2017). 

     La producción de anticuerpos neutralizantes específicos de un serotipo se da 

aproximadamente después de 14 días de la infección y pueden persistir entre cuatro a seis 

años, estos anticuerpos son inducidos por la proteína estructural VP2 brindando 

protección a una posible reinfección por serotipos homólogos (Mayo et al., 2017). 

     La inmunidad mediada por células está conformada por los linfocitos T CD4+ y CD8+ 

del huésped que durante las primeras etapas de infección del BTV se encargan de destruir 
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las células infectadas para mantener el control de la propagación viral (Maclachlan et al., 

2014). 

4.5. SIGNOS CLÍNICOS: 
 

     Los signos clínicos de la ELA son variables según el hospedero, serotipo y factores 

ambientales, desde un cuadro asintomático, fase aguda, crónica o incluso mortal. Los 

ovinos son la especie más susceptible a la manifestación clínica de la enfermedad (Figura 

4), siendo sus razas europeas como el merino las que presentan signos severos 

(MacLachlan et al., 2009). El primer signo clínico es la fiebre de 41-42°C que se observa 

después del periodo de incubación de aproximadamente 2 semanas, luego de 1 o 2 días 

después de la fase febril se manifiestan sialorreas, lagrimeo, secreción nasal, 

enrojecimiento y petequias de la mucosa nasal y oral, edema en lengua, labio, parpados, 

orejas y petequias en labios y hocico, hasta esta fase los casos leves se recuperan 

satisfactoriamente (Álvarez et al, 2017). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Signos clínicos en ovinos. A: Hiperemia del hocico y secreción nasal. 

B: Lengua cianótica. C: Edema submandibular D: Línea de lesión después de 

coronitis localizada. (Álvarez et al., 2017) 
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     En casos severos comienzan aparecer erosiones y abrasiones principalmente en 

mejillas y lengua, también en boca, hocico y fosas nasales. En pocos casos se da una 

severa hinchazón de la lengua, al punto de volverla cianótica impidiendo su alimentación. 

Las lesiones en las pezuñas que comienza con petequias e hiperemia de las bandas 

coronales hasta una coronitis del casco, son doloras por lo que las ovejas afectadas toman 

una posición arqueada hasta evitar por completo el movimiento. En casos superagudos 

hay una disnea respiratoria debido al edema severo de los pulmones que puede llegar a la 

muerte por asfixia. Cuando el proceso se vuelve crónico, las ovejas afectadas pueden 

morir debido a enfermedades secundarias como la bronconeumonía bacteriana (Mertens 

et al., 2004; Álvarez et al., 2017).  

     En el tema reproductivo, la infección en ovejas preñadas puede provocar abortos 

espontáneos, corderos con problemas congénitos al nacer, como hidrocefalia, displasia 

retiniana y quistes cerebrales, así como también momificación fetal. En los machos 

provoca una disminución de fertilidad de hasta 90 días, debido a que causa degeneración 

testicular, inflamación del epidídimo y petequias e inflamación del escroto (Puggioni et 

al.,2018). 

     Los signos clínicos en el bovino son raros y menos graves que en ovinos (Figura 5). 

Se manifiestan en fiebre, conjuntivitis, úlceras y congestión en mucosa oral, secreciones 

oculares y nasales, aspecto "agrietado" del hocico, coronitis, edema y lesiones necróticas 

en labios y lengua, necrosis y exudación de la glándula mamaria que se evidencio con la 

reducción de la producción de leche. En el brote del norte de Europa del BTV-8, se 

manifestaron severos signos reproductivos debido a que atravesó la barrera 

transplacentaria, entre ellos un gran número de abortos y malformaciones fetales, los 

terneros nacidos de madres infectadas desarrollaron opacidad corneal transitoria y signos 

neurológicos severos (Maclachlan et al., 2015). 
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Figura 5. Signos clínicos en bovinos. A: Lesiones necróticas y ulcerosas en 

pezones. B: Hinchazón submandibular. C: Ulcera en encías. D: Edema encima 

de las pezuñas. (Laven, 2006) 

 

4.6. LESIONES PATOLÓGICAS: 
 

     Las lesiones causadas por el BTV se deben a los problemas de coagulopatía que 

ocasiona efectos secundarios como hemorragias, eritemas, petequias, equimosis, edemas, 

congestión, infarto y necrosis en la mucosa gastrointestinal superior, sistema respiratorio, 

piel, músculo cardiaco, bazo, timo y en nódulos linfáticos retrofaríngeos, 

submandibulares y preescapulares, es poco común observar las lesiones en órganos del 

sistema digestivo, riñones, vulva, pene, vejiga y vesícula biliar (Darpel et al., 2007; Belbis 

et al., 2017) 

     Los animales a menudo mueren por la atrofia corporal severa que se debe a la 

degeneración y necrosis de la musculatura esquelética, provocando la despigmentación e 

infiltración de líquido hacia las fascias musculares evidenciándose en los tejidos 

subcutáneos con apariencia gelatinosa (Alvarez et al., 2017; Worwa et al, 2009).  

A 

C

D 
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5. DISTRIBUCIÓN GEOGRÁFICA: 
 

     Actualmente, ELA esta reportada en casi todos los continentes, a excepción de la 

Antártida. La distribución de BTV está restringida a su vector, siendo su área, 

históricamente, entre las latitudes 35° S y 40° N, que comprende las regiones tropicales, 

subtropicales y templadas, cuyas condiciones climáticas deben ser aptas para la 

reproducción de su vector, a excepción del oeste de América del norte y regiones de Asia 

donde la infección llego hasta latitud de 50° N (Kundlacz et al., 2019). 

  

     La epidemiología del BTV depende de la densidad, especie y raza de las especies 

hospedantes, serotipo del virus, condiciones climáticas, la distribución y población del 

insecto vector. Debido a su amplia distribución geográfica se ha clasificado en topotipos, 

el topotipo oriental lo conforman los serotipos del BTV de Australia, China, Asia 

meridional y sudoriental, el topotipo occidental incluyen los serotipos de América, 

Europa, África y Oriente Medio (Rao et al., 2014).                                                            

 

     La infección del BTV tiene precedentes hace varios siglos en África, Australia, Asia 

y América, sin embargo, Europa no se vio afectado hasta inicios de 1990 y en el 2000 se 

evidenciaron epidemias esporádicas en la cuenca mediterránea y la franja sur de Europa. 

En el 2006, se dio un brote del BTV-8 que empezó en Países bajos, de acceso limitado 

por ello solo se extendió a Bélgica, Alemania, Europa occidental y central. A mediados 

de julio del 2007, el virus sobrevivió al invierno e involucró a Dinamarca, Suiza, Reino 

Unido y República Checa (Courtejoie et al.; 2018). 

  

     En agosto del 2008, el brote llegó a Francia de forma muy virulenta y afectando al 

ganado bovino con trasmisión transplacentaria afectando a más de 43mil explotaciones 

en Europa y considerado uno de los brotes con mayor impacto económico en esta región 

(Welby et al., 2016). Por disposición del estado se comenzó con vacunas obligatorias 

todo el 2008-2009 y desde el 2012 Francia fue considerado país libre de Lengua azul por 

la OIE, sin embargo, en el 2015 se volvió a detectar BTV-8 en Francia y Europa, 

comportándose como una enfermedad menos grave, de menor viremia y transmisión más 

lenta en comparación al brote del 2008, hasta la fecha aún se sigue reportando casos 

esporádicos en esta región (Sailleau et al., 2017). 
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6. FACTORES DE RIESGO: 
 

     La circulación de ELA a largo plazo en el ganado se debe a diversos factores 

ambientales, cepa del virus, presencia de hospederos y vector competente. Con respecto 

a los factores ambientales la presencia de precipitaciones, velocidad del viento, altitud, 

clima y temperatura adecuada favorecen la reproducción del insecto vector (Jacquot et 

al., 2017). Los climas adecuados son los templados, tropicales y subtropicales con 

temperaturas óptimas que oscilan entre 27° a 30°C que aumentan la tasa de picadura del 

vector en aproximadamente cada 3 días y reduce el periodo de incubación de huevos. Los 

últimos años debido al cambio climático se dio un aumento de los gases de efecto 

invernadero ocasionando olas de calor con fuertes precipitaciones e inundaciones que 

abarcan nuevas áreas a las convencionales, favoreciendo las condiciones para aumentar 

el rango de vida del vector competente que habitualmente es de 20 días, pudiendo llegar 

a vivir más de 90 días (Bett et al., 2017; Saminathan et al., 2020). 

     Hay diversos factores con respecto a los hospederos como son la especie, raza, edad, 

densidad, crianza mixta y estado inmunitario. Con respecto a la especie generalmente las 

ovejas, llamas y alpacas son la más susceptibles a diferencia de los bovinos y rumiantes 

salvajes que suelen ser más resistentes a ELA, los caprinos son susceptibles a la infección, 

pero es menos común la manifestación clínica de la enfermedad, además los hospederos 

silvestres también son importantes, aunque no se conoce exactamente su tiempo de 

viremia no se descarta su rol como reservorios de ELA (Da Silva et al., 2018). En las 

razas autóctonas es poco frecuente observar la enfermedad clínica como se ha visto en 

razas del sudeste asiático y africanas, en razas del norte de Europa como la merino, se ha 

evidenciado mayor susceptibilidad a ELA (Saminathan et al., 2020), 

     Los animales mayores a partir del año de edad son los que suelen ser seropositivos al 

BTV a diferencia de los jóvenes, se podría deber a su inmunidad pasiva y un menor 

tiempo al exterior.  El estado inmunológico también es importante, debido a que después 

de una infección se produce anticuerpos neutralizantes que proporciona una protección 

cruzada por un largo periodo de tiempo, además la infección en animales con sistema 

inmune comprometido podría aumentar las complicaciones de la manifestación clínica 

(Caporale et al., 2014). 
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     El vector es importante en la transmisión del BTV, diferentes factores pueden influir 

como la densidad de vector en zonas de infección, frecuencia en la deposición y eclosión 

de huevos, migración o adaptación del vector. El BTV posee diversos serotipos, topotipos 

y constantemente está en reordenamiento genético que genera diferentes virulencias o 

niveles de patogenicidad, tal como se observó en el brote del 2007 en Europa con el 

serotipo BTV- 8, afectando de forma clínica al ganado bovino y generando cuantiosas 

pérdidas económicas (Saminathan et al., 2020). 

 

7. IMPORTANCIA DEL VIRUS DE LENGUA AZUL: 
 

     ELA está incluida en la lista de enfermedades de declaración obligatoria ante la 

Organización Mundial de Sanidad Animal (OIE) que prohíbe el comercio internacional 

de animales y de productos de origen animal. Además, genera pérdidas socioeconómicas 

severas en el sector ganadero, de forma directa afecta en la disminución de calidad de 

lana, reducción en la producción de leche, masa corporal, infertilidad temporal, abortos, 

anomalías fetales y pérdida de peso al nacer (Gethman et al., 2020). De forma indirecta 

en gastos de vacunación, vigilancia, control de vectores, diagnóstico, tratamiento y las 

restricciones del comercio de animales rumiantes de a pie y derivados como el 

germoplasma (semen y embriones) (Welby et al., 2016). 

     Desde 1996 ha estado presente en el sur de Europa y el Mediterráneo generando 

pérdidas económicas de más de 3 mil millones de euros. Los brotes de BTV-8 en Francia 

y EEUU causaron pérdidas de 1.400 millones de dólares durante el 2007 y 95 mil millones 

de dólares desde el 2007 hasta el 2014, respectivamente (Rushton y Lyons, 2015). El 

brote del 2007, del BTV-8 generó severas pérdidas económicas debido a que afectó al 

ganado bovino y su reaparición del virus después del periodo de invierno, que no se creía 

posible la supervivencia del vector a estas condiciones. Por lo que se ha propuesto que 

tanto el calentamiento global como el cambio climático están contribuyendo a 

incrementar el rango global de transmisión, debido a que favorecen las condiciones 

ambientales para la supervivencia y reproducción del vector en lugares en donde 

normalmente no eran aptos (Samy y Peterson, 2016) (Figura 6). 
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Figura 6. Mapa de distribución potencial del BTV, basado en las condiciones 
climáticas Azul: condiciones adecuadas, Blanco: condiciones inadecuadas (Samy y 

Peterson, 2016) 

 

     En el Perú, existe evidencia serológica del BTV en ovinos, caprinos y animales 

silvestres en los departamentos de Madre de Dios, Pucallpa, Tumbes, Piura, Lambayeque 

y Cajamarca, ubicados en zonas tropicales y subtropicales que favorecen su transmisión, 

también se ha identificado como vector al C. insignis en Pucallpa (Rosadio, 1984; Rivera 

et al, 2013; Navarro et al, 2019; Jurado et al, 2020, Escano et al., 2022). La región selva 

tropical peruana favorece la proliferación de este vector debido a que las condiciones de 

humedad y temperatura son apropiadas para su desarrollo. La mayor población de 

ganadería en el Perú se encuentra en la región sierra, aledaña a la región tropical, que 

podría verse afectada por la migración del insecto vector del BTV debido a los cambios 

bruscos medioambientales por el calentamiento global desde el trópico afectando así a la 

zona de mayor comercio.  

 

8. DIAGNÓSTICO DIFERENCIAL: 

8.1. ENFERMEDAD HEMORRÁGICA EPIZOÓTICA:  
     El virus de la enfermedad hemorrágica epizoótica (EHDV) al igual que BTV, 

pertenecen al género Orbivirus, dentro de la subfamilia Sedoreovirinae de la familia 

Reoviridae, ambos se transmiten por un insecto vector del género Culicoides, EHDV 

afecta en mayor medida a los rumiantes silvestres, evidenciando signos en el venado de 
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cola blanca, las ovejas, caprinos y camélidos son susceptibles a la infección y en menore 

medida los bovinos (Maclachlan et al., 2019). 

 

     La manifestación clínica se presenta con fiebre, anorexia, dificultad respiratoria, 

edema en cabeza y cuello, en algunas ocasiones genera hinchazón de la lengua y de las 

conjuntivas, signos similares a LA, por lo que se requiere de análisis de laboratorio para 

un diagnóstico definitivo, al pertenecer al mismo género Orbivirus genera reacción 

cruzada en la prueba de AGID, actualmente la técnica de C-ELISA es la de elección y 

también se puede realizar RT- PCR (OIE, 2021). 

 

8.2. FIEBRE AFTOSA: 
 

     Es una enfermedad viral que afecta principalmente al ganado de pesuña hendida 

causada por la familia Picornaviridae, género Aphtovirus, de alta morbilidad, rara vez 

mortal en animales adultos, pero muy alta en animales jóvenes generando severas 

pérdidas económicas por su restricción al comercio internacional de animales de pie 

debido a que está inscrita en la lista del Código Sanitario para los Animales Terrestres de 

la Organización Mundial de Sanidad Animal, el Perú es considerado país libre de fiebre 

aftosa sin vacunación desde el 2018 (PANAFTOSA, 2020). 

 

     La fiebre aftosa se caracteriza por fiebre y úlceras en forma de ampollas en la boca, 

lengua, labios, en las ubres y entre las pezuñas. Los signos son muy similares a los de 

ELA, a diferencia que las lesiones en fiebre aftosa suelen ser erosivas y vesiculares y las 

de ELA son edematosas, hemorrágicas y erosivas. También difieren en la ubicación de 

las lesiones en la lengua, en fiebre aftosa suele desarrollarse en la punta y en el dorso de 

la lengua, en ELA se sitúa en borde posterior y lateral de la lengua. ELA suele presentarse 

de forma esporádica debido a su transmisión dependiente de un vector y fiebre aftosa es 

muy contagios con alta morbilidad en el rebaño (Rojas et al., 2019). 
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8.3. ESTOMATITIS VESICULAR: 
 

     Es una enfermedad viral causada por el género Vesiculovirus, familia Rhabdoviridae 

entre sus especies susceptibles están los caballos, cerdos y bovinos, puede afectar también 

a rumiantes domésticos y silvestres, es endémica en América (OIE, 2021). 

 

     Los signos son fiebre y vesículas en la lengua, mucosa bucal, labios, patas y en 

pezones, genera pérdidas económicas debido a la disminución de la producción láctea y 

cárnica, por lo que se encuentra incluida en la lista de enfermedades de declaración 

obligatoria de la Organización Mundial de Sanidad Animal (SENASA, 2017). 

 

9. PRUEBAS DE DIAGNÓSTICO: 

9.1. INMUNODIFUSIÓN EN GEL DE AGAR (AGID): 
 

     La prueba de AGID se usa desde 1982 como una prueba de analítica estándar para el 

control del movimiento internacional de rumiantes, aunque en la actualidad no se le 

considera una prueba exacta como apoyo al comercio internacional (OIE, 2021). 

     Es una prueba cualitativa relativamente fácil de realizar debido a su metodología 

simple; sin embargo, carece de sensibilidad y especificidad. Una de sus desventajas es la 

difícil interpretación de sus resultados, y la más importante es la reacción cruzada que 

presenta con otros orbivirus como EHDV por lo que no sólo detecta anticuerpos contra 

serotipos del BTV. Un resultado de suero positivo con esta metodología se debe volver a 

analizar con una prueba específica del BTV y la prueba de elección es el C-ELISA debido 

a su alta especificidad. Por lo tanto, AGID se considera como una prueba alternativa para 

c-ELISA declarada por la OIE (Sohail et al., 2017). 

 

9.2. ENSAYO POR INMUNOADSORCIÓN LIGADA A ENZIMAS (C-
ELISA) 

 

     El ELISA de competición o también llamado ELISA de inhibición, es una prueba que 

tiene como finalidad medir la concentración de anticuerpos específicos contra el BTV sin 

detectar anticuerpos de reacción cruzada contra otros Orbivirus. El uso de anticuerpos 
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monoclonales le permite tener una alta especificidad debido a que se unen a la proteína 

estructural VP7, la cual es altamente conservada entre los diferentes serotipos del BTV 

(Ulisse et al., 2021). 

     El c-ELISA es un método más específico, rápido y sensible a comparación de AGID, 

debido a ello lo reemplazo en el monitoreo internacional y nacional del BTV para el 

comercio de rumiantes.  Se utiliza el c-ELISA para el diagnóstico serológico del BTV, 

permite monitorear la vacunación, así como la planificación de políticas de control y 

erradicación (OIE, 2021). 

 

9.3. NEUTRALIZACIÓN VIRAL: 
 

     Esta prueba identifica anticuerpos neutralizantes específicos de un serotipo y 

determina su título. Las principales ventajas de esta prueba es su alta especificidad y 

sensibilidad, permite identificar el serotipo del BTV responsable de la infección, para 

evaluar el estado inmunitario de animales después de la vacunación, no presenta reacción 

cruzada con otros serogrupos de Orbivirus. La prueba de neutralización viral es 

importante en la vigilancia epidemiológica, se utiliza para la detección del BTV durante 

la planificación del control y la erradicación para la identificación de animales infectados 

(Worwa et al., 2013; Rojas et al., 2019). 

     La desventaja de esta prueba es su metodología lenta, laboriosa y se requiere tanto 

cultivos celulares como antisueros para todos los serotipos conocidos de BTV. Se usa en 

zonas endémicas en donde posiblemente se pueda detectar diferentes serotipos en la zona 

afectada, se recomienda su uso en conjunto con otras pruebas virológicas parala 

determinación más exacta del serotipo presente (Rojas et al., 2019). 

 

9.4. RT-PCR: 
 

     Es una prueba molecular altamente sensible y rápida para la detección del genoma del 

BTV, que nos proporciona el serotipo específico presente, a diferencia de otras pruebas 

que pueden tardarse hasta 4 semanas en poder obtener resultados. En la actualidad existen 

diferentes protocolos de RT-PCR del genoma del BTV, entre los más utilizados están los 
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segmentos 1,2,5 y 10 en muestras de sangre y tejidos de animales afectados con BTV, 

sim embargo no se evidencia la misma sensibilidad en el semen (OIE, 2021). 

     Se han desarrollado ensayos de PCR cuantitativa en tiempo real (qRT-PCR) para 

obtener resultados rápidos y confiables en la detección del genoma del BTV, esta prueba 

mostró mayor sensibilidad a niveles muy bajos de ARN del BTV en tejidos, cultivos 

celulares y semen que el RT.PCR convencional, por lo que podría ser una herramienta 

útil para la detección de semen toros y carneros afectados con BTV (Saminathan et al., 

2020).   

 

10. PREVENCIÓN Y CONTROL: 
 

     La forma de prevenir la enfermedad es mediante el uso de vacunas profilácticas, la 

protección de los animales susceptibles contra el insecto vector, desde el uso de 

insecticidas, repelentes, mallas con agujereado apropiado y alojamiento de especies o 

razas susceptibles en corrales cerrados en las noches y primeras horas de la mañana en 

donde la mayoría de las especies del insecto vector tienen una mayor actividad. También 

mantener un correcto control de las heces de los animales que podrían atraer más insectos 

y el control de humedad en el ambiente. No existe un tratamiento eficaz contra ELA, sólo 

tratar los signos clínicos y cuidados de apoyo, evitando enfermedades secundarias que 

podrían agravar el cuadro (Benelli et al., 2017). 

     Existen medidas de control que implantó la Directiva del Consejo de la Unión Europea 

en zonas afectadas con ELA, en donde se hizo una diferenciación de 3 zonas de 

restricción, la primera zona está ubicada a 20 km de radio del lugar afectado, se tiene que 

examinar a todos los animales y realizar pruebas de laboratorio para confirmar la 

enfermedad. La zona de protección a una distancia mínima de radio de 100 km de la zona 

infectada, se debe instaurar un programa de vigilancia epidemiológica mediante el 

monitoreo serológico de bovinos centinela y el seguimiento entomológico del vector 

presente. Los animales de esta zona tienen prohibido el movimiento hasta que BTV sea 

negativo, se puede vacunar en esta zona. La zona de vigilancia comprende por lo menos 

50 km de radio a partir de la zona de protección. Se mantiene los mismos cuidados que 

en la zona anterior a diferencia que se prohíbe la vacunación (Caporale y Giovannini, 

2010). 
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     ELA está incluida en la lista de enfermedades de declaración obligatoria ante la 

Organización Mundial de Sanidad Animal (OIE) que prohíbe el comercio internacional 

de animales y de productos de origen animal, se debe realizar a las 24horas de 

diagnosticada la enfermedad. Se restringe el comercio internación de rumiantes, tanto de 

animales de pie, como semen y embriones de animales de zonas afectadas, así como 

también subproductos de los bovinos (OIE, 2021). 

 

10.1. VACUNAS: 
 

     La vacunación es fundamental para la prevención de ELA en muchas áreas endémicas, 

la vacunación permitió disminuir la circulación del BTV, reducir pérdidas económicas, 

erradicar BTV en una región y el libre comercio de animales de forma segura. En algunas 

partes del mundo se encuentran disponibles vacunas de BTV tanto inactivadas como vivas 

atenuadas que se basan en las cepas y serotipos de virus locales, estas son las descritas y 

aceptadas por la OIE, También existes vacunas recombinantes en estudio y proceso de 

desarrollo, pero aún no ha sido autorizadas a su comercio (Van Rijn, 2019). 

 

10.1.1. VACUNAS VIVAS ATENUADAS: 
 

     Desde 1907 hasta 1943 se usó por primera vez una vacuna viva atenuada monovalente 

contra el BTV, sin embargo, se dejó de utilizar porque no logró proporcionar inmunidad 

contra muchos otros serotipos del BTV. Actualmente existe una vacuna viva atenuada del 

BTV que contiene cinco combinaciones diferentes de serotipos del BTV utilizada en EE. 

UU. (solo vacunación en ovejas), África, Turquía, India y diferentes países europeos.  

(Ranjan et al. 2019). 

     Una de las ventajas de este tipo de vacunas es que son económicas y se requiere sólo 

una dosis baja y rentable de virus atenuado para desencadenar un sistema inmunitario 

protector de larga duración. Sus desventajas es que puede provocar la manifestación 

clínica de la enfermedad en animales vacunados que ya pasaron la fase de viremia, 

reversión a la virulencia y la capacidad de atravesar la placenta provocando efectos 
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teratogénicos y aborto en animales preñados, también influye en la reducción de la 

producción de leche en animales lactantes (Savini et al., 2014).  

     También se ha demostrado que existe una transmisión del BTV por el insecto vector, 

al alimentarse de un animal vacunado hacia un hospedero susceptible. Por lo tanto, las 

vacunas atenuadas deben inyectarse durante el período de inactividad del vector para 

reducir el reordenamiento genético del BTV con virus vacunales y antes de la gestación 

de los animales para evitar problemas en el feto (McVey y MacLachlan, 2015). 

 

10.1.2. VACUNAS INACTIVADAS: 
 

     Las vacunas inactivas o muertas contra el BTV son mucho más seguras debido a la 

ausencia de recurrencia de la enfermedad, viremia en animales vacunados y reversión de 

la virulencia (Zientara et al, 2010). 

     Las desventajas de estas vacunas es que requieren múltiples dosis para su eficacia por 

lo que suelen resultar más caras, también se necesita grandes cantidades de dosis para 

desencadenar la inmunidad protectora y en animales vacunados la inmunidad es 

relativamente corta. En el brote de Europa en el 2006 del BTV-8, se utilizó una vacuna 

inactivada del serotipo 8 que redujo significativamente las pérdidas económicas. Para 

lograr una protección integral, los animales deben vacunarse contra todos los serotipos 

del BTV que circulen en su región (Mayo et al., 2017). 

 

11. VIGILANCIA 
 

11.1. MUESTREO SIMPLE AL AZAR: 
 

       Este tipo de muestreo se realiza en poblaciones homogéneas que analiza de forma 

aleatoria a todas las unidades dentro de la población, para asegurar que cada unidad tenga 

la misma oportunidad de ser incluido en el muestreo y así poder obtener muestras 

representativas de la población (Segura y Honlond, 2002; Porras, 2014). 
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11.2. MUESTRO ESTRATIFICADO AL AZAR: 
 

     Se realiza en poblaciones heterogéneas y se basa en dividir la población en subgrupos 

o estratos para luego de forma aleatoria muestrear las unidades de interés dentro de cada 

estrato, siendo estas relativamente homogéneas entre sí. La finalidad de este muestreo es 

poder analizar todos los estratos representados por sus muestras de interés que han sido 

seleccionadas al azar (Segura y Honlond, 2002; Otzen y Mnaterola, 2017). 

    Hijazeen et al., (2020) utilizó este método para obtener su población de vacas lecheras 

y ovinos seleccionados de granjas en 5 diferentes departamentos que lo tomo como 

estratos pertenecientes a Jordania, con la finalidad de obtener valores representativos para 

cada especie y departamento. 

 

11.3. MUESTRO POR CONGLOMERADOS: 
 

     Este tipo de muestreo se realiza en poblaciones grandes y dispersas en inmensas áreas 

geográficas que divide la población en conglomerados con ligeras diferencias entre ellos, 

a su vez se elige de forma aleatoria las unidades de interés dentro de cada conglomerado 

que suelen ser más heterogéneas entre ellas. Se obtiene la mayor cantidad de 

conglomerados a comparación de las unidades de interés, para así obtener muestras 

representativas de la población, logrando disminuir costos y una mayor eficiencia en 

cuanto actividades administrativas (Segura y Honlond, 2002; Otzen y Mnaterola, 2017).  

     A diferencia de otros métodos como el muestreo simple al azar que eligen a todas las 

muestras dentro de una población homogénea o el muestreo por estratificación que divide 

su población y busca muestrear sus individuos de todas sus estratificaciones. Su mayor 

ventaja es poder obtener resultados variados en una zona con una gran área geográfica y 

permite combinarlo con otros tipos de muestreo para así poder obtener muestras lo más 

representativo posible (Segura y Honlond, 2000). 

     Bakhshesh et al.  (2020) utilizaron este método para poder seleccionar sus muestras 

en todo el territorio de Irán, diferenciando sus unidades epidemiológicas por similitud 

medioambientales, seleccionó a los rebaños como sus conglomerados y como unidad de 

interés a las cabras, bovinos y ovinos. Lo que le permitió tener una mayor información 
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en todo su territorio con diferentes ubicaciones geográficas y a su vez disminuir costos y 

gastos administrativos 

 

11.4. VIGILANCIA ESPACIAL: 
 

   Es una herramienta que se viene utilizando en los últimos años, debido a que permite 

una mejor comprensión y explicación de la localización de los elementos a estudio en un 

territorio, para lo cual necesita las coordenadas precisas en cuanto altitud y longitud de 

todos los elementos a muestrear. Los objetivos de esta herramienta son la descripción de 

patrones espaciales, la identificación geográfica de grupos de enfermedades y la 

comprensión o predicción del riesgo de enfermedad (Valbuena y Rodriguez, 2018). 

En Europa se usó la distribución espacial como herramienta en los brotes del BTV 

entre el 2006-2008, y en estudios posteriores que ayudó a comprender la magnitud de los 

casos positivos a BTV y su densidad, identificando áreas de riesgo, expansión del vector 

competente, efectividad de vacunas y determinando los factores de riesgo a nivel 

ecológico como lo son la altitud, vegetación, etc. y medioambientales como es el caso de 

humedad, temperatura, precipitaciones y velocidad del viento. Esta herramienta tiene 

relevancia debido a que brinda información de estudios predictivos de brotes del BTV y 

propagación del virus, permitiendo priorizar las estrategias de control y prevención de 

manera focalizada, mejorando el uso de recursos y personal, además de ser didáctica en 

la comprensión de la epidemiología y la dinámica de enfermedades infecciosas debido a 

la sencillez de las gráficas de mapa de calor (Charron et al 2013; Pascual et al., 2014; 

Malesios et al; 2020). 

11.4.1. DENSIDAD DE KERNEL: 
 

     La densidad de Kernel es una técnica cualitativa no paramétrica que permite calcular 

la densidad de los casos positivos distribuidos geográficamente en un territorio. Su 

distribución se basa en puntos, por lo que la densidad es más alta cuando esta cercana al 

punto y se va disminuyendo con la distancia, cuya unidad de área puede estar determinada 

por metros, kilómetros o millas (Valbuena y Rodriguez, 2018). 

     Bessell et al., (2016) empleo esta técnica para poder predecir el potencial de 

propagación del BTV en Escocia y desarrollar planes de contingencia como óptimas 
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estrategias de vacunación, ubicando las zonas de mayor densidad de casos positivos en la 

zona de estudio para poder priorizar los recursos económicos y administrativos en zonas 

de riesgo. 
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III. MATERIALES Y MÉTODOS: 
 

1. ORIGEN DE LAS MUESTRAS DE SUERO: 
 

     Las muestras de suero de bovino provienen de la seroteca del Servicio Nacional de 

Sanidad Agraria (SENASA), que fueron tomadas para la vigilancia pasiva de Brucella 

bovis a nivel nacional en el año 2017 y fueron donadas al Laboratorio de Microbiología 

y Parasitología, Sección Virología de la Facultad de Medicina Veterinaria de la 

Universidad Nacional Mayor de San Marcos (FMV-UNMSM) en el 2018 para trabajos 

de investigación.  

 

El tamaño de muestras fue establecido para un muestro por conglomerados en dos 

etapas empleándose como proporción referencial 1%, obteniéndose así un total de 1522 

conglomerados distribuidos manera aleatoria en los 24 departamentos, por cada 

conglomerado se muestreo 8 animales en promedio, por ende, se colectaron 12 689 

muestras de bovino de todo el Perú. Para el caso de la selva peruana, según el marco 

muestral ofrecido por SENASA se obtuvo 321 conglomerados. 

 

Las muestras fueron tomadas de la vena coxígea (base de la cola) o de la vena 

yugular del animal de bovinos aparentemente sanos. La base de datos proporcionada por 

SENASA detalla la procedencia, altitud, edad y ubicación geográfica. Además, indica el 

número de animales por predio de cada departamento.  

     Para el presente estudio se analizaron sueros de la selva del Perú, que comprende los 

departamentos de Amazonas, Loreto, Madre de Dios, San Martín y Ucayali, ubicados 

entre las coordenadas 4°23′23.93″ S y 73°53′15.00″ O hasta 11°37′46.60″ S y 

70°32′25.84″ O.  
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2. TAMAÑO DE MUESTRA: 
 

      En el presente estudio se calculó el tamaño de muestra con la fórmula para muestreo 

por conglomerado bietápico, para así obtener una mayor correlación entre las unidades 

de interés dentro de cada conglomerado que entre conglomerados, debido a que si dentro 

de un conglomerado ubicado en una  zona geográfica específica hay un caso positivo a 

una enfermedad es probable que otro animal dentro de este conglomerado también lo sea, 

a diferencia que pase lo mismo con otro conglomerado con ubicación geográfica distinta. 

(Segura y Honhold, 2000). Se consideró unidad primaria de muestreo (UPM) a los predios 

y unidad elemental de muestreo dentro del predio (UEM) a los bovinos. 

       Primero se definió el número promedio de unidades de interés en cada conglomerado, 

es decir el promedio de bovinos a muestrear dentro de cada unidad primaria de muestreo 

(UPM). Se utilizará la siguiente fórmula: 

n2: √(𝐶1𝐶2) (1 − 𝑐𝑐𝑖)/𝑐𝑐𝑖 

n2: Número promedio de unidades de interés en cada conglomerado. 

C1: Costo de tomar una muestra en dos conglomerados. 

C2: Costo de muestrear dos unidades de interés en un mismo conglomerado. 

CCI: Coeficiente de correlación entre unidades dentro de los conglomerados. 

Para el estudio p: 0.40 (Carvelli et al., 2019) 

 
     Debido a que las muestras de sangre fueron donadas por SENASA al Laboratorio de 

Microbiología y Parasitología, Sección Virología de la Facultad de Medicina Veterinaria 

de la UNMSM no se toma en consideración los temas de costo (C1 y C2). Para este 

estudio la correlación entre unidades dentro de los conglomerados se tomó 0.4 como valor 

según un estudio realizado por Carvelli et al., (2019) De acuerdo a la ecuación descrita: 

( )2
1 0.4 0.4 1.22 2n = − = =    

     Por ende, el número de bovinos que conforma un conglomerado es 2 animales. 

    Luego, en base a Segura y Honhold (2000), se estima el tamaño de muestra requerido 

como si fuera un muestreo simple a azar, a este resultado debe aplicarse la corrección por 
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efecto del diseño (DEFF), la cual corrige el tamaño de muestra de un muestreo simple al 

azar al aplicarse un muestreo bietápico, utilizando la siguiente fórmula: 

N= DEEF* n (msa) = 1+ (n2-1) p * 
𝑧2𝑝𝑞𝑒2  

            N:           Tamaño de muestra. 
            DEEF:    Corrección por efecto del diseño. 
            n(msa):   Tamaño de muestra para un muestreo aleatorio simple. 
            N2:          Número promedio de unidades de interés en cada conglomerado. 
            Z:            Nivel de confianza. 
            p:            Prevalencia. 
            q:            1-p. 
            e:            Precisión deseada 

 

En el presente estudio, se consideró una seroprevalencia previa de BTV del 56.1% 

(Jurado et al, 2019), con intervalo de confianza del 95%, y un porcentaje de error del 7%: N =  1 + (2 − 1)0.56 ∗ (1.96)2 (0.56)(0.44)0.07    = 272 

Es decir, se obtuvo un total de muestras de 272 animales, con un tamaño promedio de 

cada conglomerado de dos animales, por tanto, 136 conglomerados en total (Cuadro 5). 

La distribución de los conglomerados fue de forma proporcional para cada departamento 

y de acuerdo al IV Censo Nacional Agropecuario del 2012 (INEI,2012), de la siguiente 

manera: 

Cuadro 5. Población bovina según CENSO 2012, número de conglomerados y 

número de muestras por conglomerado por cada departamento del presente 

estudio.  

Departamento Censo 2012 Proporción Conglomerado muestras 

Amazonas 157166 0.11 39 78 

Loreto 46646 0.09 12 24 

Madre de Dios 50147 0.09 13 26 

San Martin 228826 0.29 57 114 

Ucayali 60193 0.42 15 30 
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3. ANÁLISIS SEROLÓGICO: 
 

3.1.LUGAR DE ESTUDIO Y TIEMPO  

 

El presente estudio se desarrolló en las instalaciones del laboratorio de Microbiología 

y Parasitología, sección Virología de la Facultad de Medicina Veterinaria, Universidad 

Nacional Mayor de san Marcos en los meses de junio a diciembre del 2021. 

 

3.2.DESARROLLO DE LA PRUEBA ELISA:  
 

     Las muestras suero de bovino fueron empleadas para detectar anticuerpos contra BTV 

con el kit comercial de ELISA de competición, ID Screen® Bluetongue Competition 

IDVet-Francia, siguiendo las instrucciones del fabricante. El Kit posee una especificidad 

de 98.2%, una sensibilidad de 87.8% (Vandenbussche et al., 2008). Emplea un anticuerpo 

monoclonal contra epítopos específicos de la proteína VP7 diferenciándolo de otros 

Orbivirus, como el virus de la Enfermedad Hemorrágica Epizoótica (EHDV). 

3.2.1. PREPARACIÓN DE LAS MUESTRAS: 
 

    Las muestras de suero fueron organizadas por departamento y descongeladas, seguido 

se transfirió 60ul de cada muestra en una microplaca de 96 pocillos.  

3.2.2. PREPARACION DE LA SOLUCIÓN LAVADO: 
 

     La solución de lavado (20X) se mantuvo a temperatura ambiente. Luego se diluyo 1:20 

en agua bidestilada para la preparación de la solución de lavado de trabajo (1X) 

3.2.3. EJECUCIÓN DE LA PRUEBA DE ELISA 
 

1. Los reactivos se mantuvieron a medio ambiente 2 horas antes de su uso. 

2. En todos los pocillos de la microplaca se colocaron 50µl del diluyente, seguido 

se añadió 50µl del control positivo en A1 y B1, mientras que en C1 y D1 el control 

negativo. En los pocillos restantes se transfirió 50µl de la muestra de suero del 

apartado 3.2.1 



35 

 

3. Se procedió a cubrir la microplaca para que incube por 45 minutos a temperatura 

ambiente.    

4. Se distribuyó 100µl del conjugado (1X) en todos los pocillos de la microplaca. 

5. Se cubrió la placa para que incube por 30 minutos a temperatura ambiente. 

6. Se procedió a lavar los pocillos 3 veces como 300ul de la solución de lavado.  

7. Se añadió 100µl de solución de revelación en todos los pocillos. 

8. Se cubrió la placa para que incube por 15 minutos a temperatura ambiente en 

obscuridad.   

9. Se añadió 100ul de solución de parada en cada pocillo. 

10. Para finalizar se realizó la lectura en un espectrofotómetro Elx800 de la marca 

BIOTEK con una longitud de onda de 450nm.   

3.2.4. DESCRIPCIÓN Y PRINCIPIO: 
 

     Los pocillos están sensibilizados con la proteína recombinante VP7. Las muestras 

problema y controles con anticuerpos competirán con los anticuerpos monoclonales 

marcados con HRP del conjugado para formar complejos anticuerpo-VP7 en los pocillos. 

La aparición de coloración revelará la ausencia de anticuerpos, caso contrario las muestras 

serían positivas a anticuerpos contra BTV. 

3.2.5. INTERPRETACIÓN: 
 

     Luego de la validación del ensayo de ELISA de competencia, se procedió a realizar la 

lectura de las densidades ópticas de la microplaca mediante el espectrofotómetro Elx800 

de la marca BIOTEK empleando el Software de IDVET para determinar su negatividad 

o positividad según el fabricante, Se analizó el porcentaje de competición (S/N%) de cada 

muestra y fueron consideradas muestras de suero positivas a anticuerpos contra BTV, si 

el % S/N es menor a 40, caso contrario serán negativas. Para cada muestra se calculó el 

porcentaje de competición (S/N%) siguiendo la fórmula: 

S/N% =  
𝐷𝑂 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎𝐷𝑂 𝐶𝑁  𝑋 100 
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 Donde: 

                    DO muestra:    Densidad óptica de la muestra. 
                    DO CN:          Densidad óptica del control negativo. 
 

3.3.ANÁLISIS ESTADÍSTICO: 
 

     Se determinó la seroprevalencia de BTV en la selva dividiendo el total de animales 

seropositivos entre el total de animales evaluados multiplicado por 100%, se empleó la 

fórmula (Ahlbom y Norell, 1990): 

Prevalencia: 
𝑛° 𝑑𝑒 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎𝑠 𝑝𝑜𝑠𝑖𝑡𝑖𝑣𝑎𝑠 𝑎 𝑎𝑛𝑡𝑖𝑐𝑢𝑒𝑟𝑝𝑜𝑠 𝑐𝑜𝑛𝑡𝑟𝑎 𝐵𝑇𝑉𝑇𝑜𝑡𝑎𝑙 𝑑𝑒 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎𝑠 𝑎𝑛𝑎𝑙𝑖𝑧𝑎𝑑𝑎𝑠 𝑥100 

      

Asimismo, se determinó la prevalencia corregida considerando la especificidad de 

98.2% y una sensibilidad de 87.8% (Vandenbussche et al., 2008) siguiendo la formula 

descrita por (Dohoo et al., 2009). Además, la prevalencia corregida fue expresada con 

intervalos de confianza del 95% (Greiner y Gardner, 2000) 

Prevalencia corregida = 𝐴𝑃+𝑆𝑝−1𝑆𝑒+𝑆𝑝−1  

AP: prevalencia aparente, Sp: especificidad, y Se: sensibilidad 

95% IC (Pcorregida) =  AP ± 1.96 √𝐴𝑃(1 − 𝐴𝑃)𝑛 𝐽2  

AP: prevalencia aparente, n: tamaño de muestra, y J: índice de Youden (Se + Sp – 1). 

Además, se realizó la prueba de Chi cuadrado empleando el programa estadístico 

STATA 16 para determinar la asociación entre las variables categóricas de edad y altitud 

con la frecuencia de muestras positivas a anticuerpos contra BTV. Un p-value de 0.05 fue 

considerado como estadísticamente significativo. 
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3.4.DISTRIBUCIÓN ESPACIAL:  
 

3.4.1. ESTIMACIÓN DE LA DENSIDAD DE KERNEL (MAPA DE CALOR) 
 

Los mapas de calor o densidad permiten mostrar la concentración de una variable 

dentro de un radio geográfico determinado, y así indicar varios niveles de magnitud. Para 

el desarrollo de la densidad de Kernel se requieren de parámetros como el radio de 

distribución y la georreferenciación de los casos positivos. 

     Los criterios para el análisis de la distribución espacial de los casos positivos a 

anticuerpos contra el virus Lengua azul en los departamentos de la selva del Perú fueron:  

Criterios de inclusión: Casos seropositivos con georreferenciación correcta dentro del 

área de estudio. 

Criterios de exclusión: Casos seropositivos que no cuenten con georreferenciación en la 

base de datos o éste sea incorrecto. 

Por tanto, se seleccionó solo los casos positivos a anticuerpos contra BTV y se preparó 

un documento delimitado por comas (CSV) con tres columnas especie, longitud y latitud.  

1. Se empleo el software QGIS (QGIS, 2.18 QGIS Development Team) para 

importar una capa vectorial de los límites departamentales, provinciales y 

distritales del Perú. 

2. A partir del mapa de distribución espacial de los casos positivos de BTV, se 

realizó un mapa de calor utilizando el software QGIS, para ello se aplicó el 

algoritmo de densidad de Kernel (Węglarczyk, 2018) y como distancia el rango 

promedio de vuelo (2km) reportado del vector Culicoides   spp. (Mellor, 1990) 

3. Se realizó la edición de los mapas y además las densidades obtenidas fueron 

categorizadas en 3 niveles (elevado, moderado y bajo)  

 

3.4.2. DISTRIBUCIÓN DE CASOS SEGÚN ALTITUD 
 

El archivo en formato CSV fue importado en una capa de formato shapefile que 

cuenta con la división departamental del Perú. Luego se importó una capa vectorial de 

altitud a 30 arc-seg proveniente de la página WORLDCLIM 
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(https://www.worldclim.org/data/worldclim21.html). La variable altitud fue categorizada 

en 4 niveles (< 400, 400-1000, 1001-2300, >2300 msnm), esta división de altitud se basó 

en los pisos altitudinales establecidos por Pulgar, 2014 debido a que presentan similitud 

en características físico-ambientales. Así mismo, se realizó una ampliación del 

departamento de amazonas. 

 

 

 

 

  

https://www.worldclim.org/data/worldclim21.html
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IV. RESULTADOS: 
  

     La seroprevalencia del BTV en bovinos de los departamentos de la selva del Perú fue 

de 70.5% (192/272) (IC 95%: 65.17 – 76.00) mediante la prueba de ELISA de 

competición. 

Se evidencio que los departamentos de Madre de Dios y Ucayali presentaron una 

prevalencia elevada de 100%, seguido de los departamentos de San Martin con 95.6% 

(109/114) y Loreto con 79.2% (19/24), mientras que Amazonas presento la prevalencia 

más baja de 10.2% (8/78) (Cuadro 6) 

Cuadro 6. Seroprevalencia de BTV en bovinos de la selva del Perú, 2017. 

Procedencia 
N° de 

animales 
Seropositivos % IC 95% 

Amazonas 78 8 10.2 3.52 – 16.98 

Loreto 24 19 79.2 62.91 – 95.41 

Madre de Dios 26 26 100 88.46 – 100 

San Martin 114 109 95.6 91.85 – 99.37 

Ucayali 30 30 100 90.00 – 100 

TOTAL 272 192 70.5 65.17 – 76.00 

 

Así mismo, la prevalencia corregida considerando la especificidad de 98.2% y 

sensibilidad de 87.8% (Vandenbussche et al., 2008) fue de 85.12% (IC 95%: 81.89-88.35) 
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Además, la prueba de Chi cuadrado mostró asociación significativa (p >0.05) entre 

la frecuencia a anticuerpos contra BTV y la edad de los animales (p = 0.025), así mismo, 

con respecto a la variable altitud del lugar de muestreo (p< 0.001) (Cuadro 7). 

Cuadro 7. Asociación de la frecuencia de anticuerpos contra BTV con las variables 

categóricas de edad y altitud de los departamentos de la selva del Perú, 2017 

Variable Total Seropositivos Frecuencia p-value* 

Edad (meses)     

> 6 – 12 11 10 90.91 

0.025 > 12 - 24  29 15 51.72 

> 24 232 167 71.98 

Altitud (msnm)     

< 400  150 133 88.67 

< 0.001 
400 – 1000 70 59 84.29 

1001 – 2300 26 0 0 

> 2300 26 0 0 

Total 272 192 70.5  

*nivel de significancia p < 0.05 

Se evidencio en el mapa de calor tres puntos calientes distribuidos en el norte de 

Ucayali, sureste de Madre de Dios y centro de San Martín (Figura 7). El valor de densidad 

de kernel fue elevado (rojo) en San Martín, evidenciado por la alta concentración de casos 

positivos en dicha área. Además, sus gradientes fueron heterogéneas mostrando un 

estrechamiento y elongación de áreas moderadas (anaranjado) y bajas (amarrillo) hacia 

el norte debido a la elevación en dichas áreas (>1000msnm).  

El mapa de distribución considerando la variable altitud, mostro que el mayor 

número de casos positivos a anticuerpos contra BTV se ubica en altitudes menores a 

400msnm, seguido de 400-1000mnsm, así mismo, se evidencia que en altitudes 

superiores a los 1000msnm no se encontraron casos positivos (Figura 8A). En el 

departamento de Amazonas se encontraron la mayor población de casos negativos a 

anticuerpo contra el BTV pertenecientes a altitudes superiores a los 1000msnm (Figura 

8B). 
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Figura 7. Estimación de la densidad de Kernel, y distribución de casos seropositivos 

(puntos rojos) y seronegativos (puntos negros) de BTV en la selva del Perú. Los 

puntos calientes son representados por su densidad de casos en un gradiente de 

color. 
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Figura 8.  Distribución espacial de casos positivos (puntos rojos) y negativos (puntos 

negros) a anticuerpos contra el virus Lengua Azul en Perú, de acuerdo a sus 

altitudes. (A) Casos encontrados en los cinco departamentos de la selva evaluados, 

(B) casos con énfasis en Amazonas. 
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V. DISCUSIÓN: 
 

     La seroprevalencia de BTV aparente y corregida en bovinos de la región selva del Perú 

fue de 70.5% (192/272) (IC 95%: 65.17 – 76.00) y 85.12% (IC 95%: 81.89-88.35) 

respectivamente. La seroprevalencia en el presente estudio fue elevada como la reportada 

por Navarro et al. (2018) y Jurado et al. (2019), los cuales obtuvieron prevalencias de 

50% en ovinos de Ucayali y 56% en ovinos de Chanchamayo, Junín. Prevalencias 

elevadas a anticuerpos contra BTV se evidencian en zonas endémicas, en las cuales los 

hospederos habitan con los vectores biológicos del virus, debido a que el mosquito 

Culicoides encuentra condiciones meteorológicas idóneas para su supervivencia y 

desarrollo reproductivo (Purse et al., 2015). Las ecorregiones de la selva tropical del Perú 

se caracterizan por tener una altitud superior a los 300 msnm y un clima tropical, con altas 

temperaturas y precipitaciones durante todo el año, siendo la precipitación media anual 

de 1000 y 3000 mm, y la temperatura oscila entre 22°C en los Andes orientales y 31°C 

en el Amazonas (Climate Change Knowledge Portal, 2020)  

     Las muestras de suero provienen de bovinos sin manifestaciones clínicas colectados 

por el SENASA, quienes realizaron un muestreo por conglomerados para la vigilancia 

activa de Brucellosis en el 2017. Los bovinos suelen desarrollar una infección subclínica 

a BTV caracterizándose por elevados títulos virales y una viremia prolongada de 60-120 

días, por lo que son considerados un resorvorio (Van den Bergh et al., 2018) y útiles para 

la vigilancia activa de BTV. Así mismo, los muestreos por conglomerados permiten 

agrupar a elementos en unidades más grandes (conglomerados). Esto puede ser más 

eficiente y económico cuando los elementos de la población están dispersos 

geográficamente, siendo sus estimaciones más precisas que el muestreo simple al azar. 

Esto se debe a que la variabilidad intragrupo (dentro de los conglomerados) suele ser 

menor que la variabilidad intergrupo (entre conglomerados). Al agrupar elementos en 
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conglomerados, se tiene en cuenta esta variabilidad y se pueden obtener estimaciones más 

precisas de la población (Segura y Honlond, 2002; Otzen y Mnaterola, 2017) 

      En general la elevada seroprevalencia encontrada en este estudio concuerda con 

prevalencias documentadas en América del Sur en diferentes especies de rumiantes 

(Legisa et al., 2014). Estudios realizados en Brasil evidenciaron altas seroprevalencias de 

BTV, que oscilan entre 86% a 100% en ganado bovino (Hellmeister et al,2016; Da Silva 

et al, 2018). En Brasil, se han notificado brotes de BTV desde 2001 en ovejas y cabras 

que mostraron signos clínicos, donde algunas de ellas murieron (Clavijo et al., 2002), 

además, el virus causó una mortalidad significativa (18,4%) en 2014 (Balaro et al., 2014 

y Guimarães et al., 2017). Así mismo, el venado enano (Mazama nana) se vio afectado 

por una enfermedad hemorrágica durante un brote de BTV en 2015-2016 (Baldini et al., 

2018). Por el contrario, Perú no ha informado ninguna evidencia clínica de BTV, aunque 

se han documentado infecciones y animales seropositivos en regiones tropicales (Jurado 

et al., 2019, Navarro et al, 2019). 

     Las seroprevalencias más altas en este estudio pertenecieron a los departamentos de 

San Martín, Madre de Dios, Ucayali y Loreto (Cuadro 6), además el punto de calor con 

densidades elevadas a San Martín (Figura 7). En relación a la proporción de animales 

expuestos a BTV, estos resultados difieren con los obtenidos en Madre de Dios por Rivera 

et al, 2013 con una seroprevalencia de tan sólo 7.5% (8/106), la explicación de estos 

resultados se puede deber a la especie en estudio, siendo esta un mamífero silvestre, de 

los cuales aún no se tiene mayor explicación sobre factores de riesgo, tiempo de viremia, 

tiempo de vida de anticuerpos, etc. Además, estudios realizados en Ucayali por Navarro 

et al, 2019 cuyo porcentaje de seropositividad fue del 50% (23/46) en suero de ovinos, la 

diferencia con el presente estudio puede deberse a la preferencia trófica del mosquito 

Culicoides, siendo este el bovino (Ayllón et al., 2014). Además, se estima que el tiempo 

de duración de anticuerpos post infección puede llegar a durar en ovinos 167 días y en 

bovinos 213 días, lo cual es variable de acuerdo a la edad del hospedero y serotipo de 

BTV (Belbis et al., 2017).  

     En relación a la estimación de densidad de Kernel, el punto de calor evidente en el 

departamento de San Martín fue debido a la mayor densidad de casos seropositivos 

(Figura 7). En San Martín, la mayor densidad de casos fue en la zona centro que 

corresponde a selva baja y es poco accidentada (< 1000msnm), presentando un clima 



45 

 

semiseco y cálido, con abundante humedad, temperaturas alrededor de 19° a 33°C y 

abundantes precipitaciones, ambientes propicios para la supervivencia del insecto vector, 

que concuerda con estudios realizados en diversos países con similares condiciones 

encontrándose altas densidades de positividad al BTV (Faes et al., 2012; Abdrakhmanov 

et al., 2021; Hassine et al., 2022). Estos mapas de calor son considerados una importante 

herramienta que ha permitido visualizar la densidad de aparición de BTV, es decir su 

intensidad de concentración, identificándose áreas en riesgo de brote, expansión del 

vector competente y los factores asociados a variables ecológicas y medioambientales en 

países del norte de Europa en el brote del BTV en el 2006, permitiendo priorizar las 

estrategias de control y prevención de manera focalizada, mejorando el uso de recursos y 

personal (Pascual et al., 2014; Malesios et al., 2020). 

     Las variables categóricas de edad y altitud fueron significativas (p<0.005) para la 

frecuencia de BTV en bovinos de la selva del Perú (Cuadro 7). En el presente estudio se 

evidencio 71.98% de animales mayores a 24 meses expuestos a BTV que concuerda con 

lo reportado Adam et al., (2014), en cuyo estudio terneros a partir de 24 meses 

comenzaron a infectarse con BTV. Así mismo, Daif et al., (2022) evidenciaron mayor 

seroprevalencia en animales mayores de 3 años. La variable edad es asociada 

significativamente a la frecuencia de BTV debido a que a mayor edad mayor tiempo de 

exposición al vector, y por ende a la infección o reinfección de BTV (Daif et al., 2022). 

En el caso de la variable altitud, los animales seropositivos estuvieron por debajo de 1000 

msnm (Cuadro 7), esto concuerda con lo reporta por Escano et al. (2022) en cabras del 

norte del Perú, quienes también encontraron asociación de la variable altitud con la 

frecuencia de BTV. Esta variable orográfica esta inversamente relacionada a la 

temperatura, además en bajas altitudes hay presencia de una basta vegetación y recursos 

de agua con un microclima ideal para el desarrollo del insecto vector (Mamadou et al., 

2019). 

     El análisis de distribución espacial de los casos seropositivos de BTV en los 

departamentos de la selva considerando la variable altitud mostraron una distribución por 

debajo de los 1000 msnm (Figura 8). La seroprevalencia más baja se obtuvo en Amazonas 

de 10.2% (8/78), esto se debe a que la crianza en dicho departamento es preferentemente 

en zonas localizadas entre 1000-3000 msnm. Esta seroprevalencia es consistente a otros 

estudios realizados en yaks en China a una altitud de 3450msnm donde obtuvieron 
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seroprevalencias desde 0 hasta 22%, mientras que en Perú se obtuvo una seroprevalencia 

del 0% en ovinos criados a 3800msnm, a diferencia del 56.1% en ovinos criados a una 

altura de 600msnm por lo que concuerda con el presente estudio que el impacto hostil del 

entorno provocado por mayores altitudes disminuye en gran medida la reproducción del 

vector competente y por ende su transmisión (Duan et al., 2019; Jurado et al.,2019). 

     En el departamento de Amazonas su mayor población bovina se encuentra en zonas 

de mayor altitud y se viene ingresando pajillas de bovinos de origen suizo como parte del 

apoyo del gobierno peruano en mejoramiento genético, según nuestro estudio es el 

departamento con la menor prevalencia, sin embargo si las condiciones meteorológicas 

fuesen propicias para el metabolismo de insecto vector permitiría el ingreso del BTV en 

especies y/o razas susceptibles y con menos adaptación inmunológica a la exposición, 

que podría causar pérdidas económicas y según el serotipo circulante un brote de la 

enfermedad, tal como paso en Europa en el brote del 2008 del BTV-8 y por 

coninfecciones de diferentes serotipos en Brasil generando inclusive la muerte del 

hospedero (Balaro et al., 2014; Jacquot et al., 2017), 

     Según MIDAGRI (2021) las principales cuencas lecheras en ganado bovino y la mayor 

población de ovinos se ubican en departamentos colindantes al área del presente estudio 

que cuentan con condiciones no aptas para la supervivencia del vector competente y 

separados geográficamente por la cordillera de los andes; sin embargo, en los últimos 

años diversos factores medioambientales han provocado cambios bruscos tales como 

inundaciones y descongelamiento de glaciares, los cuales podría generar un aumento de 

temperatura y precipitaciones en zonas donde regularmente no lo presentan, en 

consecuencia aumentarían zonas propicias para el metabolismo del insecto vector y con 

hospederos susceptibles al BTV (Bett et al., 2017). Tal como sucedió en el brote del 2008 

en Europa, que debido al aumento de temperaturas en la zona norte afectó a especies 

susceptibles, en conjunto con el ingreso del serotipo del BTV-8 altamente patógeno que 

provocó severas pérdidas económicas en el ámbito ganadero (Jacquot et al., 2017).  

     Finalmente, el Perú posee microclimas muy variados en toda su territorio y los 

departamentos del presente estudio pertenecen la región de la selva con climas y humedad 

propicias para la distribución del BTV, sin embargo, aún se desconoce los serotipos, 

topotipos circulantes y los vectores competentes, que son importantes para comprender 

el comportamiento del BTV. Estos mismos departamentos están colindantes a las 
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regiones yunga y andina que poseen la mayor e importante población ganadera del país 

que en mayor proporción son de raza europea y separados geográficamente, que debido 

a diversos cambios por el calentamiento global podrían ser afectados y manifestando los 

signos clínicos repercutiendo severamente a la economía del país. La finalidad del 

presente estudio es poder brindar un mapa de distribución espacial del BTV y poder 

determinar zonas endémicas para una vigilancia en base a riesgo y control serológico en 

los departamentos colindantes. 
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VI. CONCLUSIONES 
 

Nuestro estudio reveló una seroprevalencia corregida notablemente alta del virus 

lengua azul de 85.12% (IC 95%: 81.89-88.35) en bovinos de la región selva del Perú, 

siendo mayor en los departamentos de Madre de Dios, Ucayali, San Martín y Loreto. 

 Asimismo, se evidenció asociación significativa (p <0.05) entre la frecuencia de 

anticuerpos contra BTV y las variables edad y altitud. 

El departamento de Amazonas presentó la menor seroprevalencia, lo que sugiere una 

menor exposición al BTV en base a la altitud geográfica, según el análisis de distribución 

espacial.  

Además, el mapa de calor destacó áreas de alta densidad en San Martín y también 

sugiere cómo la elevación geográfica puede influir en la distribución de casos 

seropositivos a BTV. 
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VII. ANEXOS: 
 

Anexo 1. Relación de animales positivos y negativos detallado seúgn provincia, distrito y 

departamento de la selva del Perú. 

Departamento Provincia Distrito predios Positivo Negativo 

AMAZONAS 

Condorcanqui Nieva 5 3 7 

Utcubamba Jamalca 4 0 8 

Bagua Grande 4 2 6 

Rodriguez de Mendoza Longar 4 0 8 

Chachapoyas Montevideo 4 0 8 

Levanto 4 0 8 

Luya Santo Tomas 5 0 10 

Bongara Yambrasbamba 5 0 10 

Bagua La Peca 4 3 5 

LORETO 

Ucayali Vargas Guerra 3 5 1 

Maynas 

Iquitos 1 2 0 

Mazan 1 2 0 

San Juan Bautista 1 2 0 

Requena Jenaro Herrera 1 2 0 

Mariscal Ramos Castilla Ramon Castilla 3 3 3 

Datem del Marañon Barranca 1 1 1 

Putumayo Putumayo 1 2 0 

SAN 

MARTIN 

Moyobamba Calzada 9 18 0 

Mariscal Caceres Campanilla 4 8 0 

El Dorado Agua Blanca 5 10 0 

Lamas Alonso de Alvarado 4 8 0 

Cuñumbuqui 5 10 0 

Picota Buenos Aires 4 8 0 

Rioja  Pardo Miguel 4 8 0 

Tocache Uchiza 1 2 0 

Nuevo Progreso 2 4 0 

Huallaga Alto Saposoa 5 10 0 

Bellavista Alto Biavo 9 13 5 

San Martin Alberto Leveau 5 10 0 

UCAYALI 
Coronel Portillo Campoverde 3 6 0 

Nueva Requena 1 2 0 
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Padre Abad Padre Abad 3 6 0 

Curimana 2 4 0 

Atalaya  Raimondi 6 12 0 

MADRE  

DE DIOS 

Tambopata Tambopata 5 10 0 

Las Piedras 1 2 0 

Manu Manu 2 4 0 

Huepetuhe 1 2 0 

Tahuamanu Iberia 2 4 0 
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Anexo 3. Relación de porcentajes de competición de bovinos analizados de la selva del Perú según departamento, provincia, distrito 

DEPARTAMENTO PROVINCIA DISTRITO LATITUD LONGITUD 
% 

competición 
RESULTADO 

Amazonas Condorcanqui Nieva -4.613662 -77.69733 100 Negativo 

Amazonas Condorcanqui Nieva -4.613662 -77.69733 100 Negativo 

Amazonas Condorcanqui Nieva -4.892651 -78.02664 5 Positivo 

Amazonas Condorcanqui Nieva -4.892651 -78.02664 93 Negativo 

Amazonas Condorcanqui Nieva -4.67234 -77.82842 6 Positivo 

Amazonas Condorcanqui Nieva -4.67234 -77.82842 4 Positivo 

Amazonas Condorcanqui Nieva -4.76049 -76.821116 100 Negativo 

Amazonas Condorcanqui Nieva -4.76049 -76.821116 100 Negativo 

Amazonas Condorcanqui Nieva -4.926509 -77.82804 100 Negativo 

Amazonas Condorcanqui Nieva -4.926509 -77.82804 100 Negativo 

Amazonas Utcubamba Jamalca -78.24651 -5.49286 100 Negativo 

Amazonas Utcubamba Jamalca -78.24651 -5.49286 100 Negativo 

Amazonas Utcubamba Jamalca -71.23601 -5.95697 100 Negativo 

Amazonas Utcubamba Jamalca -71.23601 -5.95697 79 Negativo 

Amazonas Rodriguez De Mendoza Longar -6.400242 -77.541752 100 Negativo 

Amazonas Rodriguez De Mendoza Longar -6.400242 -77.541752 98 Negativo 

Amazonas Rodriguez De Mendoza Longar -6.386285 -77.546182 100 Negativo 

Amazonas Rodriguez De Mendoza Longar -6.386285 -77.546182 100 Negativo 

Amazonas Rodriguez De Mendoza Longar -6.386258 -77.546154 100 Negativo 

Amazonas Rodriguez De Mendoza Longar -6.386258 -77.546154 100 Negativo 

Amazonas Rodriguez De Mendoza Longar -6.405053 -77.53203 100 Negativo 

Amazonas Rodriguez De Mendoza Longar -6.405053 -77.53203 100 Negativo 



2 

 

Amazonas Chachapoyas Montevideo -77.81511 -6.60256 100 Negativo 

Amazonas Chachapoyas Montevideo -77.81511 -6.60256 100 Negativo 

Amazonas Chachapoyas Montevideo -77.79415 -6.62964 100 Negativo 

Amazonas Chachapoyas Montevideo -77.79415 -6.62964 100 Negativo 

Amazonas Chachapoyas Montevideo -77.78812 -6.626008 100 Negativo 

Amazonas Chachapoyas Montevideo -77.78812 -6.626008 100 Negativo 

Amazonas Chachapoyas Montevideo -77.79552 -6.62024 100 Negativo 

Amazonas Chachapoyas Montevideo -77.79552 -6.62024 100 Negativo 

Amazonas Chachapoyas Levanto -77.87218 -6.284009 100 Negativo 

Amazonas Chachapoyas Levanto -77.87218 -6.284009 100 Negativo 

Amazonas Chachapoyas Levanto -77.8762 -6.2785 100 Negativo 

Amazonas Chachapoyas Levanto -77.8762 -6.2785 100 Negativo 

Amazonas Chachapoyas Levanto -77.8752 -6.2795 100 Negativo 

Amazonas Chachapoyas Levanto -77.8752 -6.2795 100 Negativo 

Amazonas Chachapoyas Levanto -77.88198 -6.27441 100 Negativo 

Amazonas Chachapoyas Levanto -77.88198 -6.27441 100 Negativo 

Amazonas Utcubamba Jamalca -78.23212 -5.955552 100 Negativo 

Amazonas Utcubamba Jamalca -78.23212 -5.955552 100 Negativo 

Amazonas Utcubamba Jamalca -78.24364 -5.94914 100 Negativo 

Amazonas Utcubamba Jamalca -78.24364 -5.94914 100 Negativo 

Amazonas Luya Santo Tomas -77.86479 -65.7696 100 Negativo 

Amazonas Luya Santo Tomas -77.86479 -65.7696 100 Negativo 

Amazonas Luya Santo Tomas -77.85884 -6.56609 100 Negativo 

Amazonas Luya Santo Tomas -77.85884 -6.56609 100 Negativo 

Amazonas Luya Santo Tomas -77.85884 -6.56609 100 Negativo 

Amazonas Luya Santo Tomas -77.85884 -6.56609 100 Negativo 
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Amazonas Luya Santo Tomas -77.85805 -6.565618 100 Negativo 

Amazonas Luya Santo Tomas -77.85805 -6.565618 100 Negativo 

Amazonas Luya Santo Tomas -77.86733 -6.58448 100 Negativo 

Amazonas Luya Santo Tomas -77.86733 -6.58448 100 Negativo 

Amazonas Bongara Yambrasbamba -77.90659 -5.78536 100 Negativo 

Amazonas Bongara Yambrasbamba -77.90659 -5.78536 100 Negativo 

Amazonas Bongara Yambrasbamba -77.89973 -5.78475 100 Negativo 

Amazonas Bongara Yambrasbamba -77.89973 -5.78475 100 Negativo 

Amazonas Bongara Yambrasbamba -77.90834 -5.719111 100 Negativo 

Amazonas Bongara Yambrasbamba -77.90834 -5.719111 100 Negativo 

Amazonas Bongara Yambrasbamba -77.90591 -5.70946 100 Negativo 

Amazonas Bongara Yambrasbamba -77.90591 -5.70946 100 Negativo 

Amazonas Bongara Yambrasbamba -77.90831 -5.78689 100 Negativo 

Amazonas Bongara Yambrasbamba -77.90831 -5.78689 100 Negativo 

Amazonas Utcubamba Bagua Grande -78.52331 -5.87651 100 Negativo 

Amazonas Utcubamba Bagua Grande -78.52331 -5.87651 100 Negativo 

Amazonas Utcubamba Bagua Grande -78.47871 -5.9238 100 Negativo 

Amazonas Utcubamba Bagua Grande -78.47871 -5.9238 100 Negativo 

Amazonas Utcubamba Bagua Grande -78.09721 -6.01508 100 Negativo 

Amazonas Utcubamba Bagua Grande -78.09721 -6.01508 100 Negativo 

Amazonas Utcubamba Bagua Grande -78.51337 -5.88027 20 Positivo 

Amazonas Utcubamba Bagua Grande -78.51337 -5.88027 4 Positivo 

Amazonas Bagua La Peca -78.39837 -5.2027 4 Positivo 

Amazonas Bagua La Peca -78.39837 -5.2027 4 Positivo 

Amazonas Bagua La Peca -78.43182 -5.62886 100 Negativo 

Amazonas Bagua La Peca -78.43182 -5.62886 4 Positivo 
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Amazonas Bagua La Peca -78.43322 -5.61889 100 Negativo 

Amazonas Bagua La Peca -78.43322 -5.61889 100 Negativo 

Amazonas Bagua La Peca -78.43315 -5.619125 100 Negativo 

Amazonas Bagua La Peca -78.43315 -5.619125 100 Negativo 

Loreto Ucayali Vargas Guerra -6.893882 -75.176103 3 Positivo 

Loreto Ucayali Vargas Guerra -6.893882 -75.176103 3 Positivo 

Loreto Ucayali Vargas Guerra -6.889504 -75.998436 4 Positivo 

Loreto Ucayali Vargas Guerra -6.889504 -75.998436 80 Negativo 

Loreto Ucayali Vargas Guerra -6.965733 -75.176528 28 Positivo 

Loreto Ucayali Vargas Guerra -6.965733 -75.176528 11 Positivo 

Loreto Maynas Iquitos -3.770592 -73.375759 3 Positivo 

Loreto Maynas Iquitos -3.770592 -73.375759 3 Positivo 

Loreto Requena Jenaro Herrera -4.917715 -73.646819 3 Positivo 

Loreto Requena Jenaro Herrera -4.917715 -73.646819 3 Positivo 

Loreto Maynas Mazan -3.510528 -73.117844 4 Positivo 

Loreto Maynas Mazan -3.510528 -73.117844 11 Positivo 

Loreto Maynas San Juan Bautista -3.810253 -73.346696 3 Positivo 

Loreto Maynas San Juan Bautista -3.810253 -73.346696 3 Positivo 

Loreto Mariscal Ramon Castilla Ramon Castilla -3.553767 -70.29226 8 Positivo 

Loreto Mariscal Ramon Castilla Ramon Castilla -3.553767 -70.29226 71 Negativo 

Loreto Mariscal Ramon Castilla Ramon Castilla -3.5602 -70.2821 15 Positivo 

Loreto Mariscal Ramon Castilla Ramon Castilla -3.5602 -70.2821 67 Negativo 

Loreto Mariscal Ramon Castilla Ramon Castilla -3.5524 -70.2936 47 Negativo 

Loreto Mariscal Ramon Castilla Ramon Castilla -3.5524 -70.2936 3 Positivo 

Loreto Datem Del Marañon Barranca -4.803085 -76.543942 60 Negativo 

Loreto Datem Del Marañon Barranca -4.803085 -76.543942 15 Positivo 
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Loreto Putumayo Putumayo -2.460614 -72.661216 3 Positivo 

Loreto Putumayo Putumayo -2.460614 -72.661216 3 Positivo 

Madre De Dios Tambopata Tambopata -12.7033 -69.437885 2 Postivo 

Madre De Dios Tambopata Tambopata -12.7033 -69.437885 2 Positivo 

Madre De Dios Manu Huepetuhe -12.99424 -70.52716 2 Positivo 

Madre De Dios Manu Huepetuhe -12.99424 -70.52716 2 Positivo 

Madre De Dios Tambopata Tambopata -12.72818 -69.346609 2 Positivo 

Madre De Dios Tambopata Tambopata -12.72818 -69.346609 2 Positivo 

Madre De Dios Tambopata Tambopata -12.5905 -69.251692 2 Positivo 

Madre De Dios Tambopata Tambopata -12.5905 -69.251692 2 Positivo 

Madre De Dios Tahuamanu Iberia -11.37018 -69.47776 2 Positivo 

Madre De Dios Tahuamanu Iberia -11.37018 -69.47776 2 Positivo 

Madre De Dios Tambopata Tambopata -12.67888 -69.14743 2 Positivo 

Madre De Dios Tambopata Tambopata -12.67888 -69.14743 2 Positivo 

Madre De Dios Tambopata Tambopata -12.69554 -69.11043 2 Positivo 

Madre De Dios Tambopata Tambopata -12.69554 -69.11043 2 Positivo 

Madre De Dios Tambopata Las Piedras -12.96649 -69.14053 2 Positivo 

Madre De Dios Tambopata Las Piedras -12.96649 -69.14053 2 Positivo 

Madre De Dios Tahuamanu Iberia -11.35254 -69.47634 2 Positivo 

Madre De Dios Tahuamanu Iberia -11.35254 -69.47634 2 Positivo 

Madre De Dios Tambopata Laberinto -12.74641 -69.46475 2 Positivo 

Madre De Dios Tambopata Laberinto -12.74641 -69.46475 2 Positivo 

Madre De Dios Tambopata Las Piedras -12.48466 -69.24992 2 Positivo 

Madre De Dios Tambopata Las Piedras -12.48466 -69.24992 2 Positivo 

Madre De Dios Manu Manu -12.86153 -71.360647 2 Positivo 

Madre De Dios Manu Manu -12.86153 -71.360647 2 Positivo 
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Madre De Dios Manu Manu -12.89016 -71.360487 2 Positivo 

Madre De Dios Manu Manu -12.89016 -71.360487 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.016421 -77.06547 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.016421 -77.06547 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.003912 -77.06759 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.003912 -77.06759 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.004355 -77.267678 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.004355 -77.267678 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.022958 -77.064468 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.022958 -77.064468 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.00864 -77.065576 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.00864 -77.065576 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.044791 -77.085297 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.044791 -77.085297 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.054409 -77.09032 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.054409 -77.09032 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.035661 -77.088954 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.035661 -77.088954 2 Positivo 

San Martin Mariscal Caceres Campanilla -7.48274 -76.668508 3 Positivo 

San Martin Mariscal Caceres Campanilla -7.48274 -76.668508 3 Positivo 

San Martin Mariscal Caceres Campanilla -7.486202 -76.65306 2 Positivo 

San Martin Mariscal Caceres Campanilla -7.486202 -76.65306 2 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.04645 -77.101109 3 Positivo 

San Martin Moyobamba Calzada -6.04645 -77.101109 3 Positivo 

San Martin Mariscal Caceres Campanilla -7.501759 -76.66626 3 Positivo 

San Martin Mariscal Caceres Campanilla -7.501759 -76.66626 3 Positivo 
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San Martin Mariscal Caceres Campanilla -7.470453 -76.653211 2 Positivo 

San Martin Mariscal Caceres Campanilla -7.470453 -76.653211 3 Positivo 

San Martin El Dorado Agua Blanca -6.702174 -76.709008 2 Positivo 

San Martin El Dorado Agua Blanca -6.702174 -76.709008 2 Positivo 

San Martin El Dorado Agua Blanca -6.697907 -76.718332 2 Positivo 

San Martin El Dorado Agua Blanca -6.697907 -76.718332 2 Positivo 

San Martin El Dorado Agua Blanca -6.697929 -76.727652 2 Positivo 

San Martin El Dorado Agua Blanca -6.697929 -76.727652 2 Positivo 

San Martin El Dorado Agua Blanca -6.699466 -76.733197 2 Positivo 

San Martin El Dorado Agua Blanca -6.699466 -76.733197 2 Positivo 

San Martin El Dorado Agua Blanca -6.699466 -76.733197 2 Positivo 

San Martin El Dorado Agua Blanca -6.699466 -76.733197 3 Positivo 

San Martin Lamas Alonso De Alvarado -6.25814 -76.779774 2 Positivo 

San Martin Lamas Alonso De Alvarado -6.25814 -76.779774 2 Positivo 

San Martin Lamas Alonso De Alvarado -6.285838 -76.758294 3 Positivo 

San Martin Lamas Alonso De Alvarado -6.285838 -76.758294 3 Positivo 

San Martin Lamas Alonso De Alvarado -6.241351 -76.809253 2 Positivo 

San Martin Lamas Alonso De Alvarado -6.241351 -76.809253 2 Positivo 

San Martin Lamas Alonso De Alvarado -6.266408 -76.77873 2 Positivo 

San Martin Lamas Alonso De Alvarado -6.266408 -76.77873 2 Positivo 

San Martin Picota Buenos Aires -6.737681 -76.35677 2 Positivo 

San Martin Picota Buenos Aires -6.737681 -76.35677 3 Positivo 

San Martin Picota Buenos Aires -6.743376 -76.34678 2 Positivo 

San Martin Picota Buenos Aires -6.743376 -76.34678 2 Positivo 

San Martin Picota Buenos Aires -6.727647 -76.407669 3 Positivo 

San Martin Picota Buenos Aires -6.727647 -76.407669 3 Positivo 
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San Martin Picota Buenos Aires -6.733885 -76.421559 3 Positivo 

San Martin Picota Buenos Aires -6.733885 -76.421559 3 Positivo 

San Martin Rioja Pardo Miguel -5.767668 -77.483592 3 Positivo 

San Martin Rioja Pardo Miguel -5.767668 -77.483592 4 Positivo 

San Martin Rioja Pardo Miguel -5.770374 -77.482126 4 Positivo 

San Martin Rioja Pardo Miguel -5.770374 -77.482126 2 Positivo 

San Martin Rioja Pardo Miguel -5.790595 -77.473141 2 Positivo 

San Martin Rioja Pardo Miguel -5.790595 -77.473141 2 Positivo 

San Martin Rioja Pardo Miguel -5.781099 -77.481591 2 Positivo 

San Martin Rioja Pardo Miguel -5.781099 -77.481591 4 Positivo 

San Martin Tocache Uchiza -8.477016 -76.467396 3 Positivo 

San Martin Tocache Uchiza -8.477016 -76.467396 4 Positivo 

San Martin Tocache Nuevo Progreso -8.40158 -76.416338 2 Positivo 

San Martin Tocache Nuevo Progreso -8.40158 -76.416338 3 Positivo 

San Martin Tocache Nuevo Progreso -8.305323 -76.345429 4 Positivo 

San Martin Tocache Nuevo Progreso -8.305323 -76.345429 2 Positivo 

San Martin Huallaga Alto Saposoa -6.914805 -76.792115 2 Positivo 

San Martin Huallaga Alto Saposoa -6.914805 -76.792115 2 Positivo 

San Martin Huallaga Alto Saposoa -6.871757 -76.809589 4 Positivo 

San Martin Huallaga Alto Saposoa -6.871757 -76.809589 3 Positivo 

San Martin Huallaga Alto Saposoa -6.861842 -76.794964 4 Positivo 

San Martin Huallaga Alto Saposoa -6.861842 -76.794964 4 Positivo 

San Martin Huallaga Alto Saposoa -6.854146 -76.80115 2 Positivo 

San Martin Huallaga Alto Saposoa -6.854146 -76.80115 2 Positivo 

San Martin Huallaga Alto Saposoa -6.840046 -76.788475 2 Positivo 

San Martin Huallaga Alto Saposoa -6.840046 -76.788475 2 Positivo 
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San Martin Bellavista Alto Biavo -7.241638 -76.496492 7 Positivo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.241638 -76.496492 3 Positivo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.267193 -76.481795 3 Positivo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.267193 -76.481795 77 Negativo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.27226 -76.447528 15 Positivo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.27226 -76.447528 4 Positivo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.279674 -76.442273 3 Positivo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.279674 -76.442273 95 Negativo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.28084 -76.434614 33 Positivo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.28084 -76.434614 7 Positivo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.281437 -76.432787 100 Negativo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.281437 -76.432787 17 Positivo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.286218 -76.421589 3 Positivo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.286218 -76.421589 7 Positivo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.290315 -76.463723 3 Positivo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.290315 -76.463723 3 Positivo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.284055 -76.434597 85 Negativo 

San Martin Bellavista Alto Biavo -7.284055 -76.434597 46 Negativo 

San Martin San Martin Alberto Leveau -6 -76.27238 29 Positivo 

San Martin San Martin Alberto Leveau -6 -76.27238 3 Positivo 

San Martin San Martin Alberto Leveau -6.655174 -76.286792 4 Positivo 

San Martin San Martin Alberto Leveau -6.655174 -76.286792 3 Positivo 

San Martin San Martin Alberto Leveau -6.676116 -76.282364 3 Positivo 

San Martin San Martin Alberto Leveau -6.676116 -76.282364 3 Positivo 

San Martin San Martin Alberto Leveau -6.648821 -76.286445 3 Positivo 

San Martin San Martin Alberto Leveau -6.648821 -76.286445 3 Positivo 
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San Martin San Martin Alberto Leveau -6.644654 -76.289338 3 Positivo 

San Martin San Martin Alberto Leveau -6.644654 -76.289338 3 Positivo 

San Martin Lamas Cuñumbuqui -6.579156 -76.457865 3 Positivo 

San Martin Lamas Cuñumbuqui -6.579156 -76.457865 3 Positivo 

San Martin Lamas Cuñumbuqui -6.600392 -76.494989 3 Positivo 

San Martin Lamas Cuñumbuqui -6.600392 -76.494989 3 Positivo 

San Martin Lamas Cuñumbuqui -6.562686 -76.479975 3 Positivo 

San Martin Lamas Cuñumbuqui -6.562686 -76.479975 3 Positivo 

San Martin Lamas Cuñumbuqui -6.569731 -76.478806 3 Positivo 

San Martin Lamas Cuñumbuqui -6.569731 -76.478806 3 Positivo 

San Martin Lamas Cuñumbuqui -6.565133 -76.47331 3 Positivo 

San Martin Lamas Cuñumbuqui -6.565133 -76.47331 3 Positivo 

Ucayali Coronel Portillo Campoverde -8.283011 -74.775666 3 Positivo 

Ucayali Coronel Portillo Campoverde -8.283011 -74.775666 3 Positivo 

Ucayali Coronel Portillo Campoverde -8.329452 -74.770404 3 Positivo 

Ucayali Coronel Portillo Campoverde -8.329452 -74.770404 3 Positivo 

Ucayali Padre Abad Padre Abad -9.076141 -75.454015 8 Positivo 

Ucayali Padre Abad Padre Abad -9.076141 -75.454015 3 Positivo 

Ucayali Padre Abad Padre Abad -8.91492 -75.361833 3 Positivo 

Ucayali Padre Abad Padre Abad -8.91492 -75.361833 3 Positivo 

Ucayali Padre Abad Padre Abad -8.992471 -75.437089 3 Positivo 

Ucayali Padre Abad Padre Abad -8.992471 -75.437089 3 Positivo 

Ucayali Coronel Portillo Nueva Requena -8.227088 -74.770279 3 Positivo 

Ucayali Coronel Portillo Nueva Requena -8.227088 -74.770279 4 Positivo 

Ucayali Padre Abad Curimana -8.497556 -75.12955 3 Positivo 

Ucayali Padre Abad Curimana -8.497556 -75.12955 3 Positivo 



11 

 

Ucayali Padre Abad Curimana -8.448211 -75.069954 3 Positivo 

Ucayali Padre Abad Curimana -8.448211 -75.069954 4 Positivo 

Ucayali Coronel Portillo Campoverde -8.458544 -74.850473 3 Positivo 

Ucayali Coronel Portillo Campoverde -8.458544 -74.850473 3 Positivo 

Ucayali Atalaya Raymondi -10.75032 -74.247027 3 Positivo 

Ucayali Atalaya Raymondi -10.75032 -74.247027 3 Positivo 

Ucayali Atalaya Raymondi -10.79045 -74.237115 3 Positivo 

Ucayali Atalaya Raymondi -10.79045 -74.237115 3 Positivo 

Ucayali Atalaya Raymondi -10.80353 -74.231396 3 Positivo 

Ucayali Atalaya Raymondi -10.80353 -74.231396 3 Positivo 

Ucayali Atalaya Raymondi -10.70575 -73.805574 3 Positivo 

Ucayali Atalaya Raymondi -10.70575 -73.805574 3 Positivo 

Ucayali Atalaya Raymondi -10.6962 -73.810639 3 Positivo 

Ucayali Atalaya Raymondi -10.6962 -73.810639 4 Positivo 

Ucayali Atalaya Raymondi -10.70093 -73.797532 3 Positivo 

Ucayali Atalaya Raymondi -10.70093 -73.797532 3 Positivo 

 


