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RESUMO 

 

DIARREIA POR ROTAVÍRUS EM LEITÕES LACTENTES NO SUL DO BRASIL: 

CARACTERIZAÇÃO PATOLÓGICA E IMUNO-HISTOQUÍMICA E DETECÇÃO 

MOLECULAR 

 

Rotavírus (RV) é um importante patógeno viral que causa diarreia em leitões e indivíduos 

jovens de várias outras espécies animais. RV dos grupos A, B, C e E foram descritos 

como causa de diarreia em suínos. Este estudo reúne achados histopatológicos, imuno-

histoquímicos e de reação em cadeia da polimerase com transcriptase reversa (RT-PCR) 

presentes em quatro surtos de diarreia causados por RV de um e de múltiplos grupos na 

região sul do Brasil. Vacinação para RV não era aplicada em nenhuma das granjas 

estudadas. Necropsia, exames histológicos e imuni-histoquímicos foram realizados em 

34 suínos de maternidade que apresentavam diarreia severa, além disso, realizou-se 

cultivo bacteriano e RT-PCR para RV dos grupos A, B e C, vírus da gastroenterite 

transmissível (TGEV), vírus da diarreia epidêmica dos suínos (PEDV), sapovírus (SaV), 

norovírus (NoV) e kobuvírus (Aichi vírus C) em 30 dessas amostras. Desidratação e 

conteúdo pastoso a líquido no cólon foram observados em todos os suínos. Exame 

histológico revelou atrofia de vilosidades em 29 casos, vacuolização de enterócitos em 

27 casos e debris celulares na lâmina própria em 20 casos. Houve marcação imuno-

histoquímica positiva em 21 casos. RT-PCR foi positiva para RV em 20 casos e RV do 

grupo C foi o mais frequentemente detectado, presente em 17 amostras. Cultivo e 

isolamento de Escherichia coli ocorreu em todos os casos e quatro destes foram de E. coli 

α-hemolítica. Em 15 amostras houve isolamento de Clostridium sp. Sapovirus foi 

detectado em oito amostras, duas amostras foram positivas para norovírus e detectou-se 

kobuvírus em 11 animais. Os achados histológicos foram consistentes com infecção por 

RV e a imuno-histoquímica revelou dois padrões de marcação para o agente no intestino 

delgado. Os resultados de RT-PCR mostraram que o RV do grupo C foi o principal agente 

detectado neste estudo. O isolamento de E. coli e a detecção de SaV os destacou como 

agentes associados à infecção por RV. A detecção de kobuvírus o enfatiza como um novo 

candidato em associação com RV.  

 

Palavras chave: suínos, diarreia, imuno-histoquímica, rotavírus, atrofia de vilosidades. 

 

 

 

 

 

 

 

  



 

 

ABSTRACT 

 

ROTAVIRUS DIARRHEA IN SUCKLING PIGLETS FROM THE SOUTH OF 

BRAZIL: PATHOLOGIC AND IMMUNOHISTOCHEMICAL 

CHARACTERIZATION AND MOLECULAR DETECTION. 

 

Rotavirus is an important viral pathogen causing diarrhea in piglets and other animal 

species worldwide. Groups A, B, C and E have been described causing diarrhea in swine. 

This study reunites histopathological, immunohistochemical and reverse transcriptase 

polymerase chain reaction (RT-PCR) findings present in four outbreaks of diarrhea 

caused by single and multiple groups of rotavirus in the south of Brazil. None of the herds 

studied applied vaccination against rotavirus. Necropsy, histological examination and 

immunohistochemistry were performed in 34 nursing piglets that presented severe 

diarrhea, bacterial culture and reverse transcriptase polymerase chain reaction (RT-PCR) 

for rotavirus from groups A, B and C, transmissible gastroenteritis virus (TGEV), porcine 

epidemic diarrhea virus (PEDV), sapovirus (SaV), norovirus (NoV) and kobuvirus (Aichi 

virus C) were carried out in 30 of the animals necropsied. Additionally, RT-PCR was 

performed in fecal pools from two outbreaks. Dehydration and fluid to pasty contents 

were observed in the colon of all 34 swine examined. Histological examination revealed 

villus atrophy in 29 cases, vacuolation of enterocytes in 27 cases and necrotic debris in 

the lamina propria of 20 cases. IHC was positive in 21 samples. RT-PCR was positive 

for rotavirus in 20 samples and group C rotavirus was the most frequently detected, 

present in 17 samples. Escherichia coli was isolated from all cases, and in four cases, it 

was α-hemolytic. Clostridium sp. was isolated from 15 samples. Sapovirus was detected 

in eight samples, samples from two animals were positive for norovirus and kobuvirus 

was detected from 11 samples. Histological findings were consistent with rotavirus 

infection and immunohistochemistry revealed two patterns of staining for rotavirus in the 

small intestine. RT-PCR results have shown group C rotavirus as the main agent detected 

in this study. The isolation of Escherichia coli and the detection of sapovirus highlighted 

them as possible agents associated to rotavirus infection. Kobuvirus detection has 

emphasized it as a new candidate in the association with rotavirus. 

 

Keywords: swine, diarrhea, immunohistochemistry, rotavirus, villus atrophy.  
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1. INTRODUÇÃO 

 

O RV é um agente cosmopolita que causa diarreia em indivíduos de diversas 

espécies animais (SAIF, 2011). A diarreia está entre os problemas mais prevalentes na 

suinocultura e está entre as maiores causas de redução no ganho de peso (JOHANSEN et 

al., 2004). Doenças entéricas na suinocultura causam perdas econômicas estimadas em 

5,5 milhões de libras esterlinas no Reino Unido, decorrentes da perda de peso, 

mortalidade, tratamento e controle (BENNET & IJPELAAR, 2005). Dentre os patógenos 

virais, o RV é uma das causas de diarreia mais frequentes em leitões de maternidade 

(WIELER et al., 2001; KATSUDA et al., 2006; HALAIHEL et al., 2010).  

Suínos que não tiveram contato com antígenos de RV são mais suscetíveis à 

infecção até 12 semanas após o nascimento (GELBERG, 1992), com uma menor 

frequência nos primeiros dias de vida, que aumenta entre a segunda e a terceira semanas. 

O RV é o agente mais prevalente em leitões entre três e seis semanas de idade, com uma 

diminuição na prevalência até oito semanas de vida (WILL et al., 1994). O vírus tem 

tropismo por enterócitos maduros (LOPEZ & ARIAS, 2004) e suínos neonatos 

apresentam baixa taxa de reposição de enterócitos. Este fato contribui para que enterócitos 

maduros suscetíveis, bem como enterócitos infectados permaneçam por mais tempo no 

intestino tornando os animais mais jovens altamente suscetíveis à infecção por RV 

(GELBERG, 1992).  

Quando não associada a outros patógenos, como TGEV, coccídios ou Escherichia 

coli, a infecção por RV apresenta baixa morbidade e mortalidade (WILL et al., 1994). 

Isolamento de E. coli pode ocorrer em casos de infecção por RV, embora ela possa 

também ser comensal (WILL et al., 1994).  

Sinais clínicos associados a infecção por RV são observados de 19 a 24 horas após 

a infecção e são caracterizados por anorexia, vômito, depressão e diarreia que pode 

persistir por 10 dias com perda de até 15% do peso corporal (CROUCH & WOODE, 

1978).  

 O RV é membro da família Reoviridae, seu genoma tem 11 fragmentos de RNA 

em fita dupla codificando 12 proteínas, seis estruturais (VP1-4, VP6 e VP7) e seis não-

estruturais (NSP1-6) (SAIF, 2011). O capsídeo é organizado em três camadas de proteínas 

estruturais (VP), a camada interna é composta pelas proteínas VP1, VP2 e VP3, a camada 

intermediária pela VP6 e a camada mais externa pelas proteínas VP4 e VP7. A VP4 é 
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dividida em VP5 e VP8 após clivagem pela tripsina (LOPEZ & ARIAS, 2004; 

SETTEMBRE et al., 2011). O RV é dividido em sete grupos classificados de A a G com 

base no sequenciamento da proteína estrutural 6 (VP6) (PEDLEY et al., 1983; 

SNODGRASS et al., 1984; MATTHIJNSSENS et al., 2012).  

RV dos grupos A, B, C e E causam diarreia em suínos (SAIF, 2011; WAKUDA 

et al., 2011). Além desses, é proposto também o RV do grupo H, causador de diarreia em 

suínos e humanos (ALAM et al., 2007; WAKUDA et al., 2011). RV pertencentes ao 

grupo A são os mais comumente detectados em humanos e suínos (SAIF, 2011), contudo, 

a prevalência de RV do grupo C tem aumentado recentemente, (MARTELLA et al., 2007; 

MEDICI et al., 2011; AMIMO et al., 2013).  

Macroscopicamente, o RV causa emagrecimento, desidratação, distensão das 

alças intestinais com gás e conteúdo pastoso a líquido no cólon e no ceco (CROUCH & 

WOODE, 1978). As lesões histológicas observadas em suínos afetados incluem redução 

no comprimento de vilosidades, perda e fusão de vilosidades, células epiteliais cuboidais 

a pavimentosas na extremidade das vilosidades e descamação epitelial no intestino 

delgado (CROUCH & WOODE, 1978). Em camundongos também é observada 

acentuada vacuolização epitelial na extremidade das vilosidades (CIARLET et al., 2002). 

O primeiro método de diagnóstico utilizado para detecção de RV foi a microscopia 

eletrônica (MCNULTY, 1978), subsequentemente, a técnica de PAGE foi desenvolvida 

permitindo a classificação do vírus em grupos (HERRING et al., 1982). Atualmente, 

essas técnicas continuam sendo aplicadas para diagnóstico de RV (RODAK et al., 2011). 

Contudo, diversas outras técnicas capazes de detectar e diferenciar grupos de RV são 

utilizadas hoje em dia, baseadas em detecção de anticorpos, de antígenos e de genoma 

viral por reação em cadeia da polimerase seguida de transcriptase reversa (RT-PCR) 

(GOUVEA et al., 1990; GENTSCH et al., 1992; GOUVEA et al., 1994a; GOUVEA et 

al., 1994b; ALFIERI et al., 1999a; LOGAN et al., 2006; THONGPRACHUM et al., 

2010; YASMON et al., 2010; LORENZETTI et al., 2011). Devido à sua alta sensibilidade 

e praticidade, RT-PCR é o método de escolha para diagnóstico de RV (CLARK & 

MCKENDRICK, 2004; ROVIDA et al., 2013).  

A grande vantagem da imuno-histoquímica (IHQ) no diagnóstico de infecção por 

RV, é que ela permite a detecção do antígeno no tecido afetado, relacionando o agente 

causador com a lesão histológica. A IHQ positiva para RV marca grânulos no citoplasma 

de enterócitos (GELBERG, 1992). Entre 31 e 48 horas pós-infecção, observa-se maior 

positividade na marcação (GELBERG, 1992). A marcação é mais intensa em porções 
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mediais e distais do intestino delgado, embora marcação em enterócitos no duodeno, ceco 

e cólon também seja possível (GELBERG 1992).  

O objetivo deste trabalho foi descrever surtos de diarreia causados por RV 

envolvendo grupos A, B e C em leitões de maternidade no sul do Brasil incluindo achados 

macroscópicos, histológicos, imuno-histoquímicos, isolamento bacteriano e detecção de 

genoma viral de vírus entéricos por RT-PCR.  

 

2. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

2.1 Etiologia 

 

O RV pertence à família Reoviridae, seu genoma está contém 11 segmentos de 

RNA em fita dupla (SAIF, 2011). O material genético é envolto por três camadas 

concêntricas de proteínas estruturais (PESAVENTO et al., 2006; SAIF, 2011). A camada 

mais interna é composta pela proteína estrutural VP2, enquanto as proteínas VP3 e VP1, 

envolvidos na replicação viral e expressão de proteínas, formam complexos dentro desta 

camada que ficam circundados pelo RNA viral. A camada intermediária é formada pela 

VP6, organizada em trímeros, formando uma estrutura icosaédrica em contato direto com 

a VP7 na camada externa e com a VP2 na camada interna. A camada externa é formada 

pelas proteínas VP7 e VP4. A VP7 forma a maior parte da superfície externa da partícula 

viral, organizada em trímeros contendo canais aquosos que passam através dela e da 

próxima camada. Dímeros da proteína estrutural VP4 formam 60 espículas na camada 

externa do vírus (PESAVENTO et al., 2006). Após a entrada do vírus no hospedeiro, a 

VP4 presente nessas espículas é dividida em VP5 e VP8, e o vírus se torna hábil a entrar 

na célula hospedeira (LOPES & ARIAS, 2004).   

Entre as proteínas não-estruturais do RV cuja função está bem estabelecida, há a 

NSP1, NSP2, a NSP3 e a NSP5. A NSP3 auxilia na tradução do mRNA em proteínas 

virais por mecanismos da célula hospedeira. Por outro lado, a NSP2 e a NSP5 formam os 

viroplasmas, inclusões eletro-densas, sem membrana, localizadas adjacentes ao núcleo da 

célula hospedeira, onde ocorrem a replicação viral e a formação da partícula viral com 

suas duas primeiras camadas (PESAVENTO et al., 2006). A NSP1 não tem função na 

replicação do vírus, porém participa da modulação da resposta celular do hospedeiro, 

inibindo a síntese de interferon, consequentemente aumentando a patogenicidade do vírus 

(GRAFF et al., 2002). A NSP4 tem algumas funções estabelecidas, ela age como proteína 
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transmembrana do retículo endoplasmático rugoso e induz a liberação de água nos 

enterócitos, atuando de forma semelhante a toxinas presentes em bactérias como a 

Escherichia coli (enterotoxinas termolábil e termorresistente) e a Vibrio cholerae (toxina 

da cólera) (PESAVENTO, 2006; LORROT & VASSEUR, 2007).  A NSP6 é uma 

proteína pequena, cuja função não foi estabelecida e não é fundamental para 

patogenicidade ou replicação viral, já que há estirpes de RV em que ela não está presente 

(TORRES-VEGA et al., 2000). 

O RV possui ampla variabilidade genética e antigênica, sendo dividido em 7 

grupos, classificados de A a G, de acordo com o padrão de migração dos fragmentos de 

RNA através de eletroforese em gel de poliacrilamida e com o sequenciamento do gene 

que codifica a proteína VP6 (PEDLEY et al., 1983; SNODGRASS et al., 1984; 

MATTHIJNSSENS et al., 2012). Esta proteína ainda permite a classificação do RV do 

grupo A em subgrupos I, II, I+II e não (I+II) (MATTHIJNSSENS et al., 2008). O RV do 

grupo A pode ser classificado também de acordo com outras 2 proteínas altamente 

antigênicas, a VP4 e a VP7. A classificação genotípica conforme a VP4 (P), proteína 

sensível à protease, possibilita no mínimo 27 tipos e é precedida pela letra P. A VP7 (G), 

que é uma proteína glicosilada e por isso e utiliza-se a letra G na sua classificação, está 

subdividida em pelo menos 19 genotipos. Além dessas, hoje em dia é proposto que inclua-

se todas as proteínas virais na classificação de cada vírus detectado e sequenciado, o que 

valoriza a informação contida para estudos genéticos e de mutações (MATTHIJNSSENS 

et al., 2008).  

RV do grupo B são menos estudados que os do grupo A, portanto poucas 

subclassificações são sugeridas para este grupo. A VP7 é a proteína melhor caracterizada 

em RV do grupo B, por isso é comumente utilizada para comparação de exemplares de 

RV do grupo B (KOBAYASHI et al., 2001). Há uma diversidade genética maior entre 

proteínas VP7 de RV do grupo B do que em RV dos grupos A e C (KUGA et al., 2009).  

Assim como em RV do grupo B, há menos informações disponíveis sobre RV do 

grupo C do que do grupo A. Diferenciação entre estirpes de RV do grupo C pode ser 

realizada através de RT-PCR dos genes que codificam as proteínas VP7 (ALFIERI et al., 

1999a), VP6 (MEDICI et al., 2010) e VP4 (AMIMO et al., 2013). A classificação desse 

grupo de RV se baseia em filogenia genética após o sequenciamento (ALFIERI et al., 

1999a; MEDICI et al., 2010).   

RV dos grupos A, B, C e E causam diarreia em suínos (SAIF, 2011; WAKUDA 

et al., 2011). RV do grupo A é o mais frequentemente isolado de humanos e suínos (SAIF, 
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2011), entretanto, recentemente a prevalência de RV do grupo C tem aumentado em 

suínos (MARTELLA et al., 2007; MEDICI et al., 2011; AMIMO et al., 2013).  

 

2.2 Epidemiologia 

 

RV pode resistir na água por longos períodos, portanto infecções podem ocorrer 

a partir de água contaminada (SAIF, 2011), em fezes mantidas a 10º C, o RV pode 

permanecer estável e patogênico por 32 meses (RAMOS et al., 2000). Além disso muitas 

estirpes são altamente resistentes à maioria dos desinfetantes baseados em quaternário de 

amônio, detergentes aniônicos ou catiônicos, álcool etílico a 70% e a 95%, álcool 

isopropílico a 70% e ao cloro. Entre as soluções desinfetantes capazes de eliminar RV 

estão o glutaraldeído a 2%, iodo-povidona com 1% de iodo disponível e à amônia 

quaternária combinado com álcool a 40% ou ácido clorídrico (LLOYD-EVANS et al., 

1986). 

RV tem distribuição mundial e já foi detectado em surtos de diarreia com sinais 

clínicos e epidemiologia semelhantes em diversas espécies animais (SAIF, 2011). No 

Japão, o RV foi o enteropatógeno mais prevalente em um estudo envolvendo suínos de 

até 3 semanas e com 3 a 7 semanas de idade, com 67,3% e 65,5% de prevalência, 

respectivamente. Nesse estudo também constatou-se alta percentagem de animais com 

menos de uma semana infectados por RV (KATSUDA et al., 2006). Um estudo 

epidemiológico realizado a partir de amostras de diarreia enviadas para diagnóstico, 

observou-se uma percentagem de detecção de RV de aproximadamente 40% na primeira 

semana de vida, com um segundo aumento entre a terceira e a sexta semanas de vida, com 

uma percentagem maior de diarreias por RV do que por qualquer outro agente nesse 

período (WILL et al., 1994). Na Espanha, a prevalência de RV em suínos com menos de 

oito semanas chegou a 73,7%, decrescendo acentuadamente após essa idade (HALAIHEL 

et al., 2010). Por outro lado, em um estudo de prevalência de enteropatógenos virais no 

sul da Alemanha, o RV teve uma prevalência de 32,3%, menor do que outros 

enteropatógenos, dado observado por outros autores nesse país. Ainda assim, como em 

outros estudos, foi constatada a tendência de maior prevalência do agente entre a terceira 

e a quarta semanas de vida (WIELER et al., 2001).  

Em um estudo longitudinal da rotavirose em suínos conduzido no Brasil, também 

observou-se maior frequência de detecção de RV em animais em período de desmame 

(quatro semanas de vida), diminuindo até a oitava semana (ALFIERI et al., 1999b). 
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Prevalência de 39,29% de RV em leitões neonatos foi demonstrada em um estudo de 

caso-controle recente no Brasil (LIPPKE et al., 2011). Outro estudo conduzido em 

rebanhos brasileiros, no qual foram testadas fezes de leitões com quadro de diarreia em 

10 municípios de São Paulo, o RV apresentou uma frequência de 29,86% (GREGORI et 

al., 2009). Um estudo mais recente envolvendo diarreia em leitões lactentes no Brasil 

evidenciou o rotavírus como um dos principais agentes causadores de diarreia em leitões 

de até sete dias de vida, com uma frequência de detecção de 13% (CRUZ-JUNIOR et al. 

2013) 

Entre os principais fatores de risco para diarreia por RV relacionados ao manejo 

de suínos estão desmame com menos de 28 dias, rebanhos maiores, e vacinação de fêmeas 

antes do parto. A imunidade passiva é fundamental na prevenção de infecção por RV em 

leitões neonatos e diminui a severidade e duração da diarreia e o período de excreção de 

vírus pelos leitões (HODGINS et al., 1999; DEWEY et al., 2003).  

A proporção de leitões excretando vírus é crescente na maternidade do nascimento 

ao desmame (GELBERG et al., 1991). Em infecções naturais, RV é excretado em maiores 

títulos em diarreia do que em fezes normais, podendo ter títulos cinco vezes maior em 

amostras de fezes diarreicas (GATTI et al., 1993; HALAIHEL et al., 2010).  

 

2.3 Patogenia 

 

RV tem tropismo por enterócitos maduros e sua entrada nas células entéricas pode 

ocorrer de duas formas: a primeira ocorre em animais muito jovens, com até 2 dias de 

vida, através da absorção entérica de macromoléculas (GELBERG, 1992); a segunda 

depende da clivagem da proteína VP4 pela tripsina do hospedeiro, resultando na sua 

divisão em VP5 e VP8 e tornando a partícula viral infectante (LOPEZ & ARIAS, 2004). 

Integrinas da superfície celular, que geralmente agem na interação com matriz celular e 

adesão, estão envolvidas na ligação do vírus com a célula do hospedeiro. Em algumas 

cepas de RV, conhecidas como neuraminidase-sensíveis, ocorre a ligação da VP8 com 

receptores de ácido siálico (CIARLET & ESTES, 1999; LOPEZ & ARIAS, 2004). 

Depois disso, o domínio VP5 da proteína VP4 interage com a integrina α2β1 e 

subsequentemente com a proteína sensível ao calor Hsc70, aproximando mais o vírus da 

célula e, finalmente, a proteína VP7 entra em ação, ligando-se às integrinas αvβ3 e αxβ2 

(LOPEZ & ARIAS, 2004).  
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Após a entrada na célula, forma-se viroplasmas de RV, estruturas eletrodensas 

onde ocorre a replicação viral, que se unem e migram para a região perinuclear da célula 

(EICHWALD et al., 2012). A entrada de RV na célula afeta o co-transporte de solutos 

orgânicos por íons Na+ através da inibição de dissacaridases pela NSP4 (HALAIHEL et 

al., 2000; LORROT & VASSEUR, 2007). O acúmulo de dissacarídeos no lúmen 

intestinal causa um acúmulo osmótico de água no lúmen, que configura o componente 

osmótico da diarreia por RV. Além disso, a NSP4 induz secreção excessiva de Cl- por 

canais de Cl- Ca+ dependentes e rompe as junções celulares (tight junctions), resultando 

em permeabilidade paracelular (RAMIG, 2004; LORROT & VASSEUR, 2007). Há ainda 

ativação do sistema nervoso entérico em infecções por RV (RAMIG, 2004; KORDASTI 

et al., 2006), porém os mecanismos envolvidos nessa ativação não estão elucidados 

(LORROT & VASSEUR, 2007).  

Através da imunofluorescência é possível observar a presença de antígenos virais 

no intestino infectado por RV. O momento em que há maior concentração de vírus é de 

19 a 22h após a infecção, ela diminui em um período de 24h e se mantém estável nas 48h 

seguintes. Há um leve aumento na concentração de RV do intestino após 60h de infecção 

e após cinco dias os vírus desaparecem por completo. No início da infecção, as células 

positivas estão descamadas na superfície das vilosidades e após o início da recuperação, 

antígenos virais são encontrados nas células do ápice das vilosidades. Essa marcação pode 

ser explicada pela ascensão de células recuperadas a partir das criptas, além disso, 

também explica o segundo pico de replicação que ocorre após 60 a 65 horas após a 

infecção (CROUCH & WOODE, 1978).  A recuperação inicial da infecção por RV se 

deve principalmente à menor disponibilidade de receptores nos enterócitos imaturos que 

emergem das criptas e à síntese de substâncias protetoras para as células como o 

interferon (WELCH & TWIENHAUS, 1973; HOLMES et al., 1976). 

As porções iniciais do intestino delgado são menos afetadas pela infecção por RV, 

já que há diversidade na diferenciação celular em locais distintos do intestino delgado. A 

mortalidade menor na infecção por RV quando comparada a TGE pode ser explicada pela 

disseminação das lesões ser mais lenta, dando tempo ao intestino para a recuperação das 

lesões (CROUCH & WOODE, 1978). 

Fêmeas excretam RV no período puerperal (BENFIELD et al., 1982, SAIF & 

FERNANDEZ 1996) e leitões jovens são mais suscetíveis a infecção, devido à capacidade 

de absorver macromoléculas, facilitando a entrada de vírus nas células e à baixa taxa de 

reposição de enterócitos que confere recuperação mais lenta. Portanto, altas 
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concentrações de antígeno viral são observadas em enterócitos de intestinos de suínos 

neonatos infectados por RV (GELBERG, 1992).   

 

2.4 Sinais clínicos 

 

Diarreia, inapetência severa e perda da condição corporal são evidentes 16h pós 

inoculação com RV em suínos gnotobióticos com seis dias de idade. A diarreia diminui 

nas 44 horas que seguem a inoculação, porém a inapetência continua e a condição 

corporal não é recuperada (HALL et al., 1976). Algumas vezes há vômito e a diarreia 

permanece severa por até 78h (GRAHAM et al., 1984). O curso da doença varia de 4 a 8 

dias, podendo evoluir para cura ou para morte quando há infecção bacteriana associada 

MCNULTY et al., 1978). 

 

2.5 Achados de necropsia e histológicos 

 

Suínos infectados por RV apresentam alças intestinais dilatadas com gás, 

conteúdo flácido ou fluido no ceco e no cólon espiral, estado corporal pobre e 

desidratação (HALL et al., 1976; GELBERG, 1992).  

As principais lesões histológicas observadas no intestino delgado de suínos 

consistem em diminuição da relação comprimento de vilosidades e profundidade de cripta 

(V:C), que ocorrem principalmente em porções médias e distais do intestino delgado e 

em menor proporção no duodeno (CROUCH & WOODE, 1978). Essas lesões, que se 

estabelecem 36h após a infecção, com a alteração na proporção V:C, que passa de >10:1 

para 4:1. Há ainda perda das microvilosidades e algumas vezes de epitélio no ápice das 

vilosidades. As células que as substituem durante a regeneração epitelial, são 

pavimentosas a cuboidais, e sua funcionalidade não é equivalente a de células maduras, 

resultando em prolongamento de sinais de diarreia mesmo após a eliminação completa 

do vírus (CROUCH & WOODE, 1978).  

Assim, as vilosidades diminuem em tamanho, número e por vezes se encontram 

fusionadas e seu epitélio passa a variar entre cubóide e pavimentoso e células descamadas 

são observadas na luz intestinal. Em 65 a 90 horas pós-infecção há recuperação do 

epitélio, embora as vilosidades permaneçam atrofiadas (CROUCH & WOODE, 1978).  

A proporção V:C permanece alterada em suínos que passaram por infecção por 

RV por pelo menos três semanas e será menor que em animais não infectados (CROUCH 

& WOODE, 1978). 
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Entre os achados histológicos menos comuns nas infecções por RV estão a 

vacuolização de enterócitos, mais frequentemente relatada em camundongos (CIARLET 

et al., 2002; KORDASTI et al., 2006), porém também observada em suínos (GELBERG 

et al., 1990) e a presença de células sinciciais, relatada em infecção por RV dos grupos A 

e B (GELERG et al., 1990, SALIM et al., 1995).  

 

2.6 Diagnóstico  

 

O cultivo de RV é fundamental para a pesquisa envolvendo a biologia do RV, sua 

patogenicidade e para o desenvolvimento de vacinas (SATO et al., 1981; BOHL et al., 

1994). Apesar disso, é uma técnica laboriosa devido à natureza fastidiosa do RV, ademais, 

RV dos grupos B e C são ainda mais difíceis de cultivar e por isso esse método é raramente 

usado para diagnóstico (SANEKATA et al., 1996; CUCKOR & BLACKLOW, 1984).  

RV foi descoberto através da microscopia eletrônica (ME) em fezes de bovinos, 

posteriormente, essa técnica permitiu a visualização do agente em fezes de crianças com 

diarreia aguda (MCNULTY, 1978). A ME ainda é utilizada em pesquisa, para detecção 

rápida de RV, como contraprova na detecção de RV por outras técnicas, bem como para 

detectar e diferenciar outros vírus capazes de causar infecções gastrointestinais 

(GOUVEA et al., 1991; GOLDSMITH & MILLER, 2009; RODÁK et al., 2011; 

MARSHALL, 2012). Entretanto, a necessidade de técnicas menos onerosas permitiu o 

surgimento de métodos de detecção de antígenos e sorologia (MCNULTY, 1978). 

A técnica de diagnóstico através de eletroforese em gel de poliacrilamida (PAGE) 

permitiu a classificação de RV em grupos distintos através do padrão de migração do 

genoma viral. Entre os grupos A, B e C de RV há diferença marcante entre os segmentos 

7 e 9, com uma formação chamada de triplet entre esses segmentos no grupo A. por outro 

lado, o padrão de migração dos pertencentes aos grupos vírus D e E apresenta os 

fragmentos de RNA uniformemente distribuídos em PAGE e o RV do grupo D possui 5, 

e não 4, fragmentos na zona de alto peso molecular (PEDLEY et al., 1983; HERRING et 

al., 1982).  

Diagnóstico de RV através de ensaio imuno-enzimático (ELISA) é 

frequentemente realizado pela alta sensibilidade e praticidade que a técnica oferece 

(DENNEHY et al., 1990; RODÁK et al., 2011). Anticorpos monoclonais foram 

desenvolvidos para classificar RV’s humanos através dessa técnica (SHAW et al., 1985; 

COULSON et al., 1987; AHMED et al., 1989). 
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Atualmente são utilizadas várias técnicas baseadas em RT-PCR que detectam e 

diferenciam grupos e genotipos de RV (GOUVEA et al., 1990; GOUVEA et al., 1991; 

GENTSCH et al., 1992; GOUVEA et al., 1994a, GOUVEA et al., 1994b, ALFIERI, et 

al., 1999a; LOGAN et al., 2006; THONGPRACHUM et al., 2010; YASMON et al., 

2010; LORENZETTI et al., 2011). Embora técnicas clássicas de diagnóstico de RV ainda 

sejam empregadas atualmente (RODAK et al., 2011), RT-PCR é considerado o método 

de escolha para o diagnóstico de RV devido ao alto grau de sensibilidade e especificidade 

oferecido e também devido à sua praticidade (CLARK & MCKENDRICK, 2004; 

ROVIDA et al., 2013).  

A grande vantagem da imuno-histoquímica (IHQ) no diagnóstico de infecção por 

RV é que ela permite associação agente com lesão, já que as técnicas de detecção de RV 

descritas anteriormente podem ser positivas em fezes normais. A IHQ positiva para RV 

é observada na forma de grânulos no citoplasma de enterócitos (GELBERG et al., 1990; 

GELBERG, 1992). A marcação é mais intensa em porções mediais e distais do intestino 

delgado, embora possa haver enterócitos positivos no duodeno, ceco e cólon (GELBERG, 

1992). 

 

2.7 Diagnóstico diferencial 

  

Os achados histológicos, bem como os sinais clínicos apresentados na infecção 

por rotavírus podem estar presentes em outras viroses intestinais que afetam suínos e em 

infecção por Isospora suis. O diagnóstico de I. suis pode ser realizado através da 

visualização em cortes histológicos ou por teste de flutuação aplicado em amostras fecais 

(KATSUDA et al., 2006; CRUZ-JUNIOR et al., 2013).  

Entre essas viroses está a infecção por vírus da gastroenterite transmissível dos 

suínos (em inglês, TGE) e pelo vírus da diarreia epidêmica dos suínos (em inglês, PED), 

ambos coronavírus que afetam especificamente suínos. A TGE pode ocorrer em leitões 

com menos de 3 semanas de idade e também leva a atrofia de vilosidades. A PED é 

semelhante à TGE (BROWN et al., 2006). O diagnóstico desses agentes é realizado 

principalmente por RT-PCR (KIM et al., 2001; KWEON et al., 1997). 

Atualmente outros vírus estão sendo relacionados com atrofia de vilosidades 

afetando suínos. Membros da família Caliciviridae como o sapovírus e o norovírus estão 

entre esses agentes. O norovírus causa atrofia de vilosidades moderada, atenuação 

epitelial e edema no duodeno de suínos (CHEETHAM et al., 2006), enquanto o sapovírus 
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causa atenuação epitelial e vacuolização epitelial em duodeno, jejuno e íleo (GUO et al., 

2006). O diagnóstico desses vírus é realizado através de RT-PCR (JIANG et al., 2006). 

Além desses, há ainda o kobuvírus, pertencente à família Picornaviridae e 

recentemente relacionado a diarreias em suínos, especialmente em leitões de maternidade 

(BARRY et al., 2008). Contudo, até o presente momento não há associação da detecção 

do material genético deste vírus com lesões macroscópicas ou histológicas (REUTER et 

al., 2011).  

 

2.8 Prevenção e controle 

 

Algumas práticas de manejo aumentam a frequência de detecção de RV em casos 

de diarreia. O desmame em animais mais jovens está relacionado com maior frequência 

de detecção de RV. Criação de suínos em múltiplas localidades também apresentava 

maior detecção de RV em fezes diarreicas de leitões do que em granjas de ciclo completo. 

Rebanhos maiores também apresentam maior incidência de infecção por RV, 

principalmente devido à variação no nível de imunidade das fêmeas (DEWEY et al., 

2003). Além disso, a vacinação de fêmeas para RV é uma prática que previne surtos de 

rotavirose nos suínos, já que leitões que ingerem colostro de fêmeas imunizadas contra 

RV tem menos chances de adquirir infecção por RV (HODGINS et al., 1999).  
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3. ARTIGO 

 

 

 

Neste item é apresentado o artigo intitulado “Diarrhea caused by rotavirus in 

suckling piglets from the south of Brazil: pathologic and immunohistochemical 

characterization and molecular detection”, que foi redigido segundo as normas do 

periódico Journal of Veterinary Diagnostic Investigation.  
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Abstract. Rotavirus (RV) is an important viral pathogen causing diarrhea in piglets and 

other mammals worldwide. This paper describes 4 outbreaks of diarrhea caused by single 

and multiple groups of RV in the south of Brazil from 2011 to 2013. None of the herds 

studied used vaccination against RV. Necropsy, histological examination and 

immunohistochemistry were performed in 34 suckling piglets that presented severe 

diarrhea. Aerobic and anaerobic bacterial culture and RT-PCR for RV from groups A, B 

and C, transmissible gastroenteritis virus (TGEV), porcine epidemic diarrhea virus 

(PEDV), sapovirus (SaV), norovirus (NoV) and kobuvirus (Aichi virus C) were carried 

out in 30 of the animals necropsied. Additionally, RT-PCR was performed in fecal pools 

from 2 outbreaks. Fluid to pasty contents were observed in the colon of all 34 animals 

examined. Histological examination revealed villus atrophy in 29 cases, vacuolation of 

enterocytes in 27 cases and cell debris in the lamina propria of 20 cases. IHC was positive 

in 21 samples. RT-PCR was positive for RV in 20 samples and group C RV was the most 

frequently detected, present in 17 samples. Escherichia coli was isolated from all cases, 

and in 4 cases, it was α-hemolytic. Clostridium sp. was isolated from 15 samples. 

Sapovirus was detected in 8 samples, samples from 2 animals were positive for norovirus 

and kobuvirus was detected from 11 samples.   

 

Keywords: Diarrhea; immunohistochemistry; rotavirus; swine. 
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Introduction 

In the swine industry, diarrhea is among the most prevalent problems, causing 

economic losses related to deaths and reduced weight gain. Among viral pathogens, RV 

is one of the most frequent cause of diarrhea in suckling piglets.15, 29  

Swine naive to RV are more susceptible to viral infection until 12 weeks after birth, 

due to their slower enterocyte turnover rate,18 with a higher incidence of RV infection 

between 3 days and 6 weeks of age. 54 Usually, clinical signs are observed 19 to 24 hours 

post infection and are characterized by anorexia, vomiting, apathy and profuse diarrhea 

that can persist through 10 days causing up to 15% weight loss.14 

RV is a member of the Reoviridae family, its genome has 11 double-stranded RNA 

fragments. The virus is divided into 7 groups classified from A to G based on viral protein 

6 (VP6) gene sequencing.39, 49 Groups A, B, C and E cause diarrhea in swine. 47, 53 Group 

A RV is the most commonly RV group isolated from humans and swine,47 however, 

group C RV prevalence in swine has increased recently. 3, 38, 40 It has also been proposed 

a novel RV belonging to group H that causes diarrhea in pigs and humans.1, 53  

Grossly, RV causes emaciation, gas distended intestinal bowels and liquid to pasty 

contents in spiral colon and cecum. 14 RV has tropism for mature enterocytes.36 

Histological lesions observed in swine infected are reduction in the villus length: crypt 

length ratio, villus loss and fusion, cuboidal to flat epithelial cells on the tip of the villi 

and epithelial desquamation in the small intestine.14 In mice, it has been observed severe 

epithelial vacuolation in the tip of the villi.11 

There are several methods of diagnosis for RV. Electron microscopy is a rapid 

method to diagnose RV presence in feces, and poliacrilamide gel electrophoresis (PAGE) 

is used to differentiate between groups of RV 23. Nowadays, RT-PCR is the method of 

choice for RV diagnosis, since it presents a high sensitivity and the different protocols of 
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this technique available in the literature allow differentiation between rotaviral strains 

making it a convenient technique.12, 46 Immunohistochemistry (IHC) can be used for RV 

infection diagnosis, and has the advantage of association of the agent with histological 

lesion, making it a highly specific technique. RV positive IHC stains granules in the 

cytoplasm of enterocytes and there is a positive staining peak between 31 and 48 hours 

post infection.18 The staining is more intense in distal and medial portions of the small 

intestine, although there can be positive enterocytes in the duodenum, cecum and colon, 

without difference related to age of the animals.18 The disadvantage of this technique is 

that for an agent with a high diversity such as RV, it requires specific antibodies.39  

Nowadays there are other viruses related to villus atrophy and epithelial vacuolation 

in swine that are included in the differential diagnosis. Porcine epidemic diarrhea virus 

(PEDV), transmissible gastroenteritis virus (TGEV), sapovirus, norovirus and kobuvirus 

should be included in the differentials of RV9, 10, 22, 44.  

The purpose of this paper was to describe RV diarrhea outbreaks in nursery piglets 

including macroscopic and histological description, RV immunohistochemical findings, 

bacteriological isolation and enteric virus RT-PCR assay. 

 

Materials and methods 

Sample selection and necropsies 

In this study, 34 suckling piglets with diarrhea were analyzed during four outbreaks 

that occurred in 2011, 2012 and 2013. The farms affected were located in cities from the 

middle east and north of Rio Grande do Sul (RS) state, and south of Santa Catarina (SC) 

state, both in the South of Brazil. The team of the Veterinary Pathology Sector of the 

Universidade Federal do Rio Grande do Sul (UFRGS) visited the farms where the 

outbreaks occurred and performed necropsies of the affected piglets for diagnostic 
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purpose. Swine that were severely dehydrated and in poor body condition were 

euthanatized with a barbiturate overdose for humane reasons. In 4 regions of the South of 

Brazil, 32 piglets were necropsied. Additionally, refrigerated and 10% buffered-formalin 

fixed intestinal samples from 2 animals belonging to the second outbreak were sent by 

Veterinary practitioners who attended one of those outbreaks. 

Samples of 34 swine were collected and fixed in 10% buffered-formalin solution for 

histological and immunohistochemical studies. Intestinal virus assay through RT-PCR 

and bacteriological culture and isolation were made in 30 samples that were kept 

refrigerated for 48h. Four piglets, 1 from the first and 3 from the fourth outbreak, were 

not included in the enteric virus assay and in the bacteriological culture due to their 

advanced state of autolysis. Additionally, in 2 outbreaks feces were collected directly 

from the rectum of piglets not submitted to necropsy and subsequently were sent in pools 

for RV RT-PCR.  

Histology 

After fixation in 10% buffered-formalin solution and paraffin embedding, the 

samples were cut in 3-5 micrometer thick sections and stained with hematoxylin and eosin 

(HE). Sections of jejunum and ileum, colon and cecum, brain, cerebellum, lung, liver, 

kidney, heart, stomach, skeletal muscle, mesenteric lymph nodes and spleen were 

examined.  

IHC 

Sections of jejunum, ileum, and colon from all 34 samples were submitted to the IHC 

technique using the streptavidin-biotin linked to peroxidase. Endogenous peroxidase 

blocking was performed through incubation of the sections in a 10% hydrogen peroxide 

solution diluted in methanol for 15 minutes. Citrate buffer (pH 6,0) was applied for 

antigen recovery, at 125ºC for 7 minutes.  
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Antibody against VP6 from group A RVa was diluted in 1:100 in phosphate buffered 

saline solution (PBS) and applied to the slides in a humid chamber for 14 to 16 hours 

(overnight) at 4ºC. Subsequently, slides were incubated with secondary biotinilated 

antibody linked to streptavidin-peroxidaseb for 20 minutes for each solution. Reaction 

was revealed with 3-amino-9-etilcarbazol (AEC).c Slides were counterstained using 

Mayer’s hematoxylin and mounted in an aqueous media.d A known positive section of 

swine intestine containing fragments of jejunum and ileum was used as the positive 

control. Histological sections of the positive control incubated with PBS were used as 

negative controls. 

It was performed an examination of positive intestinal sections in high power fields 

(a total magnification of 400x) in positive sections of small intestine and a positive cell 

per field (CPF) counting was established using the average of 10 fields. Sections with a 

CPF count under 1 were considered with a mild IHC labeling, whist a CPF count between 

1 and 1.5 was considered moderate and a CPF above 1.5, marked. 

Enteric Virus Assay 

Fecal samples of 2 pools and intestinal fragments of 30 animals kept refrigerated for 

48h were send to the Virology Sector in the Londrina University (UEL), were detection 

of intestinal virus was performed using RT-PCR. RT-PCR techniques were applied for 

RV (groups A, B and C), coronavirus (TGEV and PEDV), SaV, NoV and kobuvirus 

(Aichi virus C).  

RT-PCR was performed for the detection of group A RV using 2 pairs of primers. 

The first19 amplified partially the gene that codifies the viral protein 4 (VP4), generating 

a product of 876bp. The second pair of primers amplified a product of 1062bp, present in 

the viral protein 7 (VP7) gene.21 For the detection of group B RV, a previously described 

semi-nested RT-PCR20 was utilized. The technique amplified a product of 434bp, which 
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corresponded to a portion of the non-structural protein 2 (NSP2). Primers described 

previously2 were used in the RT-PCR to detect group C RV, resulting in a product of 

270bp corresponding to a portion of the viral protein 6 (VP6) codifying gene.   

The presence of other enteric viruses was evaluated through RT-PCR. Two distinct 

RT-PCR techniques30, 33 were applied to detect coronaviruses that cause porcine epidemic 

diarrhea (PED) and transmissible gastroenteritis (TGE). The length of the products was 

of 377bp and 859bp, respectively. For norovirus (NoV), the RT-PCR applied (Reusken 

et. al., unpublished) resulted in a product of 181pb. The RT-PCR for sapovirus28 amplified 

a product of 331bp. The kobuvirus RT-PCR43 amplified a product of 216 bp. 

Bacteriological culture 

Bacteriological culture and isolation was performed in 30 samples. Fragments of 

colon and small intestine with contents were send to the UFRGS Preventive Veterinary 

Medicine Laboratory to aerobic and anaerobic culture according to laboratory 

protocols.25, 41, 42, 48  

 

Results 

The outbreaks occurred from May of 2011 to August of 2013. In the first outbreak, 

three farms were visited, in the third outbreak two farms were visited, and one farm was 

visited in the second and fourth outbreaks. All piglets studied presented liquid to pasty 

diarrhea, dehydration and weight loss, vaccination against rotavirus was not used in any 

of the farms. Swine studied aged from 1 to 20 days. Detailed clinical data from each farm 

analized are summarized in Table 1. 

All swine necropsied presented emaciation and dehydration, liquid to pasty contents 

in the cecum, colon, rectum and perineum, and distention of intestinal walls. Piglets also 

presented stomach full of contents in outbreaks 2 and 3. 
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The most frequent histological lesions were villus atrophy (29/34), vacuolation of 

epithelial cells on the tip of the villi (27/34) and cell debris in the lamina propria of the 

small intestine (20/34) (Figure 1). Other lesions observed in the small intestine are in 

Table 2. 

In cecum and colon, desquamation and necrosis of superficial cells occurred in 8 

cases (23.5%). Mesenteric edema was observed in 4 cases (11.8%). In 3 cases (8.8%) 

there was fibrin exudate in the mesentery with neutrophils in 1 of these. Bacteria 

suggestive of E. coli adhered to the mucosal surface was observed in 8 cases. Other 

findings included congestion in the submucosa in 2 cases (5.8%), dilation of lacteal 

vessels in 2 cases (5.8%), perivascular neutrophilic infiltrate in the mesentery with fibrin 

in 1 case (2.9%).  

Positive IHC staining occurred in 21 of the 34 cases (61.8%) (Figure 2). Marked IHC 

staining was observed in 5 cases of Outbreak 1. Outbreaks 3 and 4 showed no cases with 

marked staining and 1 case of outbreak 2 was stained markedly (Table 3). CPF average 

of the positive slides in outbreak 1 achieved 7.4, however, in outbreak 2 it was 1.3 and in 

outbreak 3, average CPF count was of 0.7, and in outbreak 4 it was 1.2. Patterns of 

labeling differed in outbreaks 1 and 4 from outbreaks 2 and 3, while in the aforementioned 

outbreaks it appeared as multiple granules occupying all the cytoplasm, in outbreaks 2 

and 3 it appeared as strongly stained oval to round structures in close proximity to the 

nucleus.  

Enterocyte staining on the tip of the villi occurred in 100% of the positive cases in 

the jejunum and ileum, while in the proximal 2/3, 86% of the cases labeled. Duodenum 

enterocytes labeled in 1 case of the first outbreak. There was no IHC staining in the crypt 

cells and in enterocytes of the cecum and colon. Outbreak 1 had 70% of cases staining 

positive in the IHC, outbreak 2 presented 83% of cases positive, 67% of the cases were 
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positive in outbreak 3, and 45% in outbreak 4. IHC staining intensities are summarized 

in Table 3.  

RV was detected by RT-PCR in 66.7% of the cases (20/30) and in the 2 pools 

analyzed. Group A RV was detected in 7 of the 30 intestinal fragments, all of them in the 

first outbreak, group B RV occurred in 6 cases of outbreaks 1 and 4 and group C RV was 

present in 17 of the samples belonging to all outbreaks reported in this study. 

Simultaneous detection of groups A, B and C rotaviruses occurred in 1 case, RV from 

groups A and C were positive in 4 cases, and 3 cases were positive for groups B and C 

RV. Single infection with RVA and RVB occurred in 1 case each, and group C RV was 

the only RV detected in 9 cases (Table 4). The 2 fecal pools analyzed were positive, the 

1st outbreak for RV A and the 3rd outbreak for RV A and C. 

Non-hemolytic Escherichia coli was isolated in 22 of the 30 cases (73%) submitted 

to bacteriological tests. E. coli α-hemolytic was isolated in 4 cases (13%). Clostridium 

sp. was isolated in 15 cases (50%), 7 of these were suggestive of Clostridium perfringens 

(23%) (Table 6). There was no bacterial growth in 3 samples of the first outbreak. 

Sapovirus was detected in 8 samples, 5 from the first and 3 from the second outbreak. 

Norovirus was present in 2 samples, both from the first outbreak. Kobuvirus was detected 

in 11 samples, 6 of these belonged to the fourth outbreak, 4 were from outbreak 3 and 1 

was from outbreak 2. All samples were RT-PCR negative for PEDV and TGEV. 

Discussion 

Rotaviruses from groups A, B and C affect piglets from farrowing to nursery, with a 

high prevalence in piglets from 3 to 6 weeks of age that decreases until 8 weeks of age. 

18, 53, 54  Hence, the sampling of the cases presented here aimed only diarrhea outbreaks 

affecting farrowing house piglets, with 64.7% aging less than 10 days. None of the farms 

studied applied RV vaccine in the herd. Sows can shed RV shortly before and after 
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parturition6, moreover, piglets that receive colostrum and milk from vaccinated sows 

show significantly higher levels of passive protection.24  

Moderate to severe diarrhea and dehydration were present in all cases, and at 

necropsy, colon contents from all piglets were pasty to liquid. RV causes diarrhea through 

several mechanisms. Replication in the cytoplasm promotes reduction of intestinal 

disaccharidase enzyme activity through the NSP4, causing accumulation of carbohydrates 

in intestinal lumen, hence impairing water intake.37 Furthermore, RV non-structural 

protein 4 (NSP4) inhibits Na+-D-glucose symporter (SGLT1), reducing water 

reabsorption, and induces an excessive secretion of Cl- through Ca+ dependent channels.37 

RV also induces activation of secretory reflexes in the enteric nervous system,32 but 

mechanisms regarding involvement of enteric nervous system in rotaviral diarrhea remain 

unclear.37 

Villus atrophy was present in 85.3% of all intestines studied, this lesion is frequently 

described in rotaviral enteritis.14 This lesion occurs due to extensive superficial cell loss, 

which is followed by villus contraction and emergence of regenerated epithelium from 

the crypts. Coronavirus, other enteric viruses such as sapovirus and norovirus, and 

coccidial infections can also cause this lesion. 9  Epithelial vacuolation was observed in 

79.4% of the cases. The same lesion was observed in former studies involving mice, 11, 32 

ME examinations in one of these studies revealed an amorphous material with cell debris 

inside the vacuoles.11 It is proposed that RV alters structure and function of enterocytes 

by the accumulation of NSP4 in a post-endoplasmic reticulum, microtubule-associated 

membrane compartment 55 leading to the epithelial vacuolation. Cell debris in the villi 

lamina propria were found in 58.8% (20/34) of the cases, suggesting phagocytosis of 

apoptotic enterocytes by dendritic cells (DC). In the small intestines, a dendritic cell 

lineage locally phagocytes apoptotic epithelial cells to present antigens to naïve CD4+T 
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lymphocytes.26 RV induces apoptosis in enterocytes, particularly in the upper parts of the 

villi.7 

The commonest lesion occurring in the colon was superficial necrosis of enterocytes, 

present in 8 cases. Half of these intestines belonged to outbreak 3. Epithelial damage and 

RV detection in the colon was observed in gnotobiotic calves inoculated with RV.51 

Among these samples, 6 were RV IHC positive in the small intestine, but not in the colon. 

IHC staining revealed RV antigens in 21 cases (61.8%). The first outbreak had the 

most intense staining, with 5 of the 8 positive cases staining markedly. RV from groups 

A, B and C were detected in this outbreak, the polyclonal antibody against RV VP6 used 

was developed with Nebraska Calf Diarrhea Virus (NCDV), lineage belonging to group 

A of RV.  

Samples from outbreaks 1 and 4 that were RT-PCR negative for group A RV, but 

positive for group C or groups B and C rotaviruses exhibited a regular whole-cytoplasm 

pattern of IHC staining, identical to the staining observed in group A RV RT-PCR 

positive samples presented in outbreak 1. VP6 possess high antigenic distinction between 

rotaviruses belonging to separate groups49, nonetheless, some studies show evidence of a 

higher homology between rotaviruses belonging to groups A and C 8 and a high 

heterogeneity among group C rotaviruses 38.  

Nevertheless, samples from outbreaks 2 and 3, in which only RV from group C was 

detected by RT-PCR, presented a less intense IHC labeling appearing as isolated round 

spots positioned next to the nucleus, suggestive of viroplasms. Viroplasms are electron-

dense structures formed inside the infected cells to RV replication.16  

Viroplasms fuse among each other moving towards the perinuclear region, 

possessing a high concentration of VP6 in its outer layer,16 it is likely that the IHC labeling 

observed in the outbreaks 2 and 3 stained viroplasms. VP6 has a high variability among 
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RV belonging to different groups,49 with an occasional homology between RV from 

groups A and C. 8 It is possible that the lineage of the group C RV present in outbreaks 1 

and 4 was different from the lineage of the RV present in intestinal samples of outbreaks 

2 and 3. Therefore, IHC labeling of these outbreaks would be occurring in viroplasms, 

because there is a high concentration of VP6 in these structures, resulting in positive 

results even with a low level of complementarity with the antibody used.  

Yet, conclusions about phenotypic differences in the VP6 among group C RV from 

outbreaks 2 and 3, and from outbreaks 1 and 4 cannot be drawn from the IHC staining 

difference observed among outbreaks, since VP6 sequences were not assessed in this 

study.   

The pattern and intensity of the IHC labeling observed in outbreaks 2 and 3 could 

also be attributed to the stage and severity of infection at the necropsy moment.  RV 

persists in the intestine of infected piglets for 5 days, with a higher titer in the first 22 

hours post infection and subsequent 48 hours with a decreased amount of viral antigen 

followed by a second peak at 60 hours post infection.14 In mice, a peak of replication in 

the enterocytes is observed at 1 day post infection with a decrease at 2 days post infection 

and a second peak in the fourth day after RV infection.7 

Co-infections between rotaviruses belonging to groups A, B e C have been detected 

in swine diarrhea outbreaks.38, 40 Most of the infections involving RVC are mixed with 

rotaviruses from group A or B. 40 Co-infections with rotaviruses from multiple groups are 

more common in weaned pigs, where half of the rotaviruses detected are form groups B 

and C, while in nursing pigs group A RV is detected in ¾ and groups B and C rotaviruses 

are detected in ¼ of the animals. 27 Conversely, in this study, single RVC detection from 

outbreaks 2 and 3 occurred in 7 intestines, corresponding to 63.6% of the single-group 

RV detections, in these outbreaks animals were older than in outbreaks 1 and 4. Moreover, 
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mixed RV groups detection in intestines occurred only in outbreaks 1 and 4, where all 

animals were less than 2-weeks old.   

Group C RV is described as an important cause of diarrhea outbreaks in pigs.40 Group 

C RV was detected in 17 samples (56% of the analyzed samples), 9 of these were single 

group detections. In Brazilian swine herds the prevalence of infections involving group 

C RV nowadays is higher than previously described, this is attributed to the improvement 

in detection techniques sensitivity. 40 In Italy, group C rotaviruses has been found as the 

most prevalent enteric virus, detected in 100% of the farms studied, nevertheless, single 

detection of group C RV was found in only 2.9% of the samples. 38  

Clostridium sp. was isolated from 4 samples in outbreak 2 and from all samples in 

outbreak 3. This bacterium is part of intestinal commensal flora of warm-blooded 

animals,35, 50 therefore, it can be isolated from intestines without diarrhea.35 Nevertheless, 

Clostridium perfringens type A produces vascular and epithelial damage in the small and 

large intestines and villous edema,50 and large amounts of bacilli in the intestinal lumen.13 

However, in the presence of other enteric pathogens, C. perfringens is not considered as 

the major cause of diarrhea.13 Since RV was detected in both outbreaks, there was no 

observation of large amounts of intraluminal bacilli, and lesions observed were 

characteristic of RV infection, it is more likely that this agent is not interfering in 

intestinal lesions. Furthermore, vaccination against Clostridium perfringens was used in 

the farm studied in outbreak 2.  

Macroscopic and histological analysis did not found any lesions suggestive of 

Clostridium difficile infection in any outbreak. A recent study found a significant 

association between macroscopic and microscopic lesions and detection of this agent and 

also a significant association between the absence of lesions and the non-detection of C. 

difficile.15 
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Escherichia coli was isolated from all outbreaks studied, isolation of α-hemolytic E. 

coli occurred only in 4 cases of outbreak 4.  Enterotoxigenic E. coli (ETEC) strains 

possess fimbriae that allow them to attach the intestinal mucosa and resist to peristaltic 

clearance mechanisms. Histologically, the only feature observed is the presence of ETEC 

attached to the intestinal mucosa.9 RV infection causes an imbalance in intestinal 

colonization, giving an advantage to adhesion factors-possessing E. coli strains, 

moreover, diarrhea produced by both agents is more severe than by either of them alone 

17, 34. Coccobacillary bacteria (suggestive of E. coli) attached to the mucosa was observed 

in a total of 13 cases, 9 occurred in histological sections of small intestines and 7 in 

sections of colon. However, genotyping of fimbriae and toxins would be necessary to 

draw any conclusions about the role of this bacterium in these outbreaks.  

All samples were negative for TGEV and PEDV, a former survey in Brazil involving 

serologic evidence of TGEV infection also did not find positive results.5 There are no 

surveys showing the presence of PEDV in Brazil to date. 

Sapovirus was detected in outbreaks 1 and 2 and norovirus was detected only in 2 

samples from outbreak 1. Norovirus is a member of the Caliciviridae family associated 

with foodborne infections in humans 52 and causes moderate villus atrophy, epithelial 

attenuation and subtle duodenal edema in the swine intestine.10 Sapovirus is also a 

member of the Caliciviridae family, that causes diarrhea and lesions of mild to severe 

villus atrophy, crypt hyperplasia and edema of the submucosa in the duodenum and 

jejunum, but not in the ileum. Epithelial vacuolation and attenuation in the duodenum, 

jejunum and ileum was also described in gnotobiotic piglets infected with Sapovirus. 22 

In a prevalence study involving norovirus and sapovirus detection in swine, noroviruses 

were detected exclusively in subclinically infected finisher pigs. Despite 98 nursing 

piglets tested, none was positive for norovirus. Nevertheless, sapovirus was detected in 
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swine from all ages, but with a significantly lower (21%) prevalence in nursery piglets. 

Co-infection with sapovirus and norovirus was observed in 27% of the finisher pigs. No 

clinical signs were observed in norovirus or sapovirus-positive animals.52 RV and 

norovirus were the most common infectious agents in cases of watery diarrhea in children 

from Korea.31 Since this study involves swine, and norovirus was only detected in 2 

samples, it is unlikely that norovirus was contributing to clinical signs and lesions 

observed. Conversely, sapovirus was detected in 26,7% of the cases in this study, with 5 

samples positive for RV and sapovirus in the first outbreak, 2 samples positive for these 

two agents in the second outbreak, and in 1 sample form this outbreak no RV was detected 

by RT-PCR or IHC. This finding suggests that infection with this agent could follow RV 

infection prolonging the lesions and clinical signs. Sapovirus and RV were detected 

simultaneously in 4% of samples from nursing piglets with diarrhea in Japan.29 

Kobuvirus was detected in 11 samples from outbreaks 2, 3 and 4. Interestingly, 6 of 

these samples belonged to outbreak 4. Kobuvirus belongs to the Picornaviridae family, 

it was first isolated from an oyster-related acute gastroenteritis case in a human in Japan.45 

It has been found an association with kobuvirus detection and diarrhea in swine, with the 

highest level of detection in nursery piglets.4 Although until the present time there are no 

studies reproducing the disease and describing lesions related solely to this virus in 

swine.44 

This study has described RV infections in farrowing house piglets. Pathological 

findings and clinical history have narrowed the diagnosis towards RV infection, and 

immunohistochemistry has confirmed the diagnosis of rotaviral enteritis. RT-PCR 

revealed group C RV as the prevailing agent of the cases studied, reinforcing the 

importance of this agent in the etiology of swine diarrhea in the South of Brazil. RT-PCR 

has also shown the presence of recently described enteric viruses such as sapovirus, 
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norovirus and kobuvirus in diarrhea cases from the south of Brazil. RV associations with 

sapovirus and kobuvirus require further studies and development of antigen-detection 

techniques such as IHC to be fully comprehended. 
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Tables 

Table 1. Summarized clinical data of affected piglets per farm affected in outbreaks occurring in South of Brazil from 2011 to 2013 (n=34).  

Outbreak Location 
Month that 

started 

Number of 

sows 

Herd 

type 

Number of 

piglets analyzed 

Age of piglets 

(days) 

Immunization 

used 
Treatment Diarrhea 

Weight 

Loss 
Dehydration 

1 
Middle 

east of RS 
May/2011 520 

Farrow-

to-wean 
7 4 to 12 E. coli 

Sulfonamide, 

gentamicin, 

enrofloxacin, 

penicillin 

 

Liquid (+) (+) 

1 
Middle 

east of RS 
May/2011 1100 

Farrow-

to-wean 
2 5 E. coli 

Sulfonamide, 

gentamicin, 

enrofloxacin, 

penicillin 

 

Liquid (+) (+) 

1 
Middle 

east of RS 
May/2011 2200 

Farrow-

to-wean 
2 3 E. coli 

Sulfonamide, 

gentamicin, 

enrofloxacin, 

penicillin 

 

Liquid (+) (+) 

2 
North of 

RS 
December/2011 1100 

Farrow-

to-wean 
6 15 to 20 

E. coli and C. 

perfringens 
Toltrazuril 

Liquid to 

pasty 
(+) (+) 

3 
South of 

SC 
February/2012 300 

Farrow-

to-finish 
4 10 to 14 not used 

Toltrazuril, 

gentamicin and 

amoxicillin 

 

Liquid (+) (+) 

3 
South of 

SC 
February/2012 250 

Farrow-

to-wean 
2 9 not used 

Toltrazuril, 

gentamicin and 

amoxicillin 

 

Liquid (+) (+) 

4 
North of 

RS 
August/2013 840 

Farrow-

to-finish 
11 1 to 6 days not used 

Ceftiofur and 

sulfonamide 
Liquid (+) (+) 
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Table 2. Resume of lesions observed in the small intestine of piglets necropsied per outbreak occurring in South of Brazil from 2011 to 2013 

(n=34). 

Outbreak 

(n=34) 

Villus 

atrophy  

Crypt 

hiperplasia 

Epithelial 

vacuolation  

Epithelial 

atenuation 

Lacteal 

dilation 

Cell 

debris 

Mixed 

infiltrate 

Lymphocytic 

infiltrate 

Neutrophilic 

infiltrate 

Fibrin 

exsudate 

Bacteria 

adhered 

Enterocyte 

necrosis 

Edema Coccidia 

1 64% 0% 64% 27,3% 9.10% 72.7% 36.40% 27.3% 0% 18.2% 27.3% 9.1% 0% 0% 

2 100% 0% 83.30% 50% 50% 16.7% 0% 16.7% 0% 0% 50% 33.3% 0% 0% 

3 100% 0% 83.30% 66.7% 0% 66.7% 0% 16.7% 0% 0% 33.3% 16.7% 16.7% 33.3% 

4 90.9% 18.2% 90.9% 18.2% 9.1% 63.6% 0% 0% 9.1% 0% 9.1% 9.1% 0% 0% 

Total 85.3% 5.9% 79.4% 35.3% 14.7% 58.8% 11.8% 14.7% 2.9% 5.9% 26.5% 14.7% 2.9% 5.9% 
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Table 3. Cases staining different intensities* of IHC per RV outbreak in piglets from 

the South of Brazil in 2011-2013 (n=34). 

 Negative Positive 

Outbreak  Mild Moderate Marked 

1 3 0 3 5 

2 1 1 2 2 

3 3 3 0 0 

4 6 4 1 0 

Total 13 8 6 7 

* Classification according to cell per field (CPF) counting. Mild: <1 CPF; Moderate: 1-

1.5 CPF; Marked: >1,5 CPF. 

 

Table 4. RV infection cases in swine with single and multiple RV groups detected using 

RT-PCR per outbreak. 

 Group of rotavirus detected 

 Single group detection Mixed group detection 

Outbreak A B C ABC AC AB BC 

1 1 0 2 1 4 1 1 

2 0 0 3 0 0 0 0 

3 0 0 4 0 0 0 0 

4 0 1 0 0 0 0 2 

Total 1 1 9 1 4 1 3 
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Table 5. Bacterial isolation for complementary diagnosis of RV associated diarrhea 

cases occurring in the South of Brazil from 2011 to 2013 

Outbreak 
E. coli (non-

hemolytic) 

E. coli (α-

hemolytic) 
Clostridium sp. 

1 6/10 (-) (-) 

2 6/6 (-) 4/6 

3 6/6 (-) 6/6 

4 4/8 4/8 (-) 

 

 

Figure legends 

Figure 1. Histologic sections of a swine small intestine. A. Section of small intestine with 

severe villus atrophy and fusion, cellular debris in the lamina propria (arrow) and 

vacuolated enterocytes. HE, Bar = 250µm. B.  Atrophic villus with vacuolated 

enterocytes on its distal portion and multiple coccobacillary bacteria adhered to the 

surface of enterocytes. HE, Bar = 60 µm.  

Figure 2. IHC stained histologic sections of small intestines from outbreaks 1 and 3. A. 

IHC-positive intestinal section from a swine belonging to outbreak 1 presenting a regular 

staining throughout the cytoplasm, RV from groups A and C were detected by RT-PCR 

in this sample. B. IHC-positive intestinal section from a swine belonging to outbreak 3, 

only group C RV was detected in this sample. The positive IHC staining is shown as 

strongly labeled single points next to the nucleus. AEC and Mayer’s Hematoxylin, Bar = 

60 µm. 
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Figure 1 

 

 

Figure 2 
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4. DISCUSSÃO GERAL 

 

A diarreia causa está entre as maiores causas de perda de peso em leitões além de 

causar prejuízos econômicos através de gastos com tratamento (JOHANSEN et al., 2004). 

Estimativas apontam perdas milionárias devido a diarreia na suinocultura (BENNET & 

IJPELAAR, 2005). Entre as diarreias de origem viral em leitões de maternidade, a 

causada por RV é uma das mais frequentemente diagnosticada (KATSUDA et al., 2006). 

O RV está entre os principais agentes causadores de diarreias de suínos em vários 

países (WILL et al., 1994; WIELER et al., 2001; KATSUDA et al., 2006; LIPPKE et al., 

2011, CRUZ JUNIOR et al., 2013). Com a ausência de PED e TGE atualmente no Brasil, 

ele se torna o principal vírus relacionado a esta enfermidade neste país (BRENTANO et 

al., 2002; BARTHASSON et al., 2009). 

A prevalência de RV é maior entre leitões de maternidade (GELBERG, 1992; 

WILL et al., 1994; ALFIERI et al., 1999b; HALAIHEL et al., 2010; WAKUDA et al., 

2011). Este fator definiu a seleção de amostras para o estudo apresentado. 

Na fase de maternidade, os suínos apresentam uma grande dependência da 

imunidade passiva para não adquirir a infecção por RV (HODGINS et al., 1999). Além 

disso há evidências de que algumas matrizes excretam RV no período puerperal 

(BENFIELD et al., 1982; SAIF & FERNANDEZ, 1996), aumentando ainda mais a 

suscetibilidade de leitões de maternidade à infecção por RV. Nenhum dos rebanhos 

estudados neste trabalho praticava essa medida profilática.  

O trabalho realizado investigou surtos de diarreia em suínos de maternidade 

causada por RV através de achados de necropsia, histológicos e imuno-histoquímicos 

presentes em diferentes grupos de RV detectados por RT-PCR.  

A faixa etária dos suínos afetados, a ausência de vacinação e os sinais clínicos 

observados sugerem uma ampla variedade de possíveis agentes etiológicos (WITTUM et 

al., 1995; WIELER et al., 2001; KATSUDA et al., 2006; LIPPKE et al., 2011). Desta 

forma, foi necessária uma investigação abrangente, com o uso de diversas técnicas de 

diagnóstico para se confirmar RV como o agente relacionado todos os surtos.   

Se o histórico clínico e os achados macroscópicos não limitaram as possibilidades 

de diagnóstico, a histologia foi decisiva em direcionar o diagnóstico para RV. Os achados 

histológicos deste estudo são altamente indicativos de enterite viral (BROWN et al., 
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2006), uma vez que coccídios, que também causam atrofia de vilosidades, foram 

observados em poucos casos, além disso, outros vírus que causam lesões semelhantes às 

observadas, como TGE e PED, não foram detectados neste estudo. O circovírus suíno 

tipo 2 (em inglês, PCV2) tem sido associado com lesões intestinais em suínos 

(ZLOTOWSKI et al 2008), no entanto, no presente trabalho não foram observadas lesões 

histológicas sugestivas de infecção por PCV2. Além disso, a infecção por PCV2 inicia na 

fase de creche e os leitões estudados pertenciam à fase de maternidade, por isso não foi 

incluída a pesquisa deste vírus no material analisado. 

A atrofia de vilosidades foi a lesão mais frequentemente observada neste estudo, 

muitos estudos a relacionam com infecção por RV (CROUCH & WOODE, 1978; SALIM 

et al., 1995; KIM et al., 2011). Ela ocorre pela perda de células superficiais, que é seguida 

de contração das vilosidades e ascensão das células das criptas. Essa lesão também pode 

ser causada por coronavírus, bactérias enteroinvasivas e coccídios (BROWN et al., 2006). 

A atrofia de vilosidade é seguida de atenuação do epitélio, que assume uma forma 

cuboidal a pavimentosa (CROUCH & WOODE, 1978; BROWN et al., 2006). A baixa 

frequência de atenuação epitelial em contraste com a atrofia de vilosidades observada se 

deve à fase da infecção, já que em até 36h após a infecção o epitélio pode permanecer 

normal em muitas áreas e a contração das vilosidades envolve miofibroblastos e 

possivelmente o sistema nervoso entérico (BOSHUIZEN et al., 2003; CROUCH & 

WOODE, 1978). 

A vacuolização epitelial foi o segundo achado histológico mais frequente neste 

estudo. Esta lesão foi observada em camundongos (CIARLET et al., 2002; KORDASTI 

et al., 2006) e também em infecções experimentais em suínos (TZIPORI et al., 1989). A 

microscopia eletrônica revelou material amorfo e debris celulares dentro desses vacúolos 

(CIARLET et al., 2002). É sugerido que o acúmulo de NSP4 no retículo endoplasmático 

altere a função e estrutura dos enterócitos causando sua vacuolização (XU et al., 2000; 

SURENDRAN, 2008). 

No cólon, a necrose superficial de enterócitos foi observada em oito casos. Dano 

epitelial aliado a detecção de RV por IHQ foi observado em bovinos gnotobióticos 

inoculados com RV, sugerindo que o vírus também infecta enterócitos do ceco e do cólon 

(VARSHNEY et al., 1995). Entre as amostras deste estudo, seis apresentaram marcação 

por IHQ para RV no intestino delgado, porém não houve marcação em ceco e cólon.  

Marcação positiva para RV na IHQ ocorreu em 21 (61.8%) casos estudados. A 

marcação acentuada ocorreu mais no surto 1, com cinco dos oito positivos apresentando 
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esse grau de positividade com grânulos espalhados pelo citoplasma como previamente 

descrito (GELBERG et al., 1990). Detectou-se nesse surto, através de RT-PCR, RV dos 

grupos A, B e C. Na IHQ de todos os surtos utilizou-se anticorpo policlonal anti-VP6 de 

RV do grupo A (Nebraska Calf Diarrhea Virus – NCDV). Ainda assim, nos surtos 1 e 4, 

mesmo as amostras que eram negativas para RV do grupo A em RT-PCR, apresentaram 

marcação IHQ positiva com o mesmo padrão daquelas que eram positivas para RV do 

grupo A.  

Por outro lado, amostras dos surtos 2 e 3 nas quais somente RV do grupo C foi 

detectado por RT-PCR apresentaram uma marcação diferente, na forma de pontos ovais 

próximos ao núcleo sugestivas de viroplasmas (EICHWALD et al. 2012). Viroplasmas 

são estruturas eletrodensas que se formam na célula para a replicação do RV 

(EICHWALD et al. 2012). Essas estruturas se fundem e ficam maiores próximas ao 

núcleo, possuindo uma alta concentração de VP6 na sua camada externa (EICHWALD 

et al., 2012), é provável que a marcação imuno-histoquímica observada nos surtos 2 e 3 

esteja evidenciando viroplasmas. Com isso, há a possibilidade de que a marcação tenha 

ocorrido somente nos viroplasmas porque ali há uma alta concentração de VP6, havendo 

marcação mesmo com um baixo grau de complementariedade com o anticorpo utilizado. 

Contudo, conclusões não podem ser tiradas a respeito de diferenças antigênicas entre as 

VP6 dos RV dos surtos 2 e 3, e dos surtos 1 e 4 a partir da diferença na marcação imuno-

histoquímica observada entre eles, já que não foi realizado sequenciamento da VP6 nos 

casos. 

Os viroplasmas somente aparecem três horas após a infecção (GALLEGOS & 

PATTON, 1989). Portanto, outra possibilidade é que o padrão e a intensidade de 

marcação IHQ observados nos surtos 2 e 3 seja explicado pelo estágio da infecção no 

momento da necropsia daqueles animais. RV persiste no intestino de suínos infectados 

por até cinco dias, com um título mais alto nas primeiras 22 horas pós-infecção, 

subsequentes 48 horas com esse título diminuído e um segundo pico após 60 horas 

(CROUCH & WOODE 1978). Dinâmica de infecção semelhante foi observada em 

infecção por RV em camundongos (BOSHUIZEN et al., 2003). 

A RT-PCR foi utilizada para detectar e diferenciar os RV dos grupos A, B e C. 

Por sua alta sensibilidade, especificidade e rapidez, esta técnica é indicada como método 

de escolha para diagnóstico de viroses gastrointestinais (CLARK & MCKENDRICK, 

2004; ROVIDA et al., 2013). Os protocolos utilizados são altamente sensíveis e 



51 

 

 

específicos para cada grupo de RV (GOUVEA et al., 1990; GOUVEA et al., 1991; 

GENTSCH et al. 1992; ALFIERI et al., 1999a). 

Coinfecções entre RV pertencentes aos grupos B e C tem sido detectadas 

associadas a RV do grupo A em surtos de diarreia em suínos (MARTELLA et al., 2007; 

MEDICI et al., 2011). A maioria das infecções envolvendo RV do grupo C são mistas 

com RV dos grupos A ou B (MEDICI et al., 2011). Coinfecções com RV de múltiplos 

grupos são mais comuns em leitões na fase de creche, enquanto em leitões de maternidade 

RV do grupo A são a maioria dos RV detectados (JANKE et al., 1990). Inversamente, 

neste estudo RV do grupo C foi o mais detectado e em nove dos 20 casos houve infecção 

por RV de múltiplos grupos.  

RV do grupo C é um agente causador de diarreia importante para suínos (MORIN 

et al., 1990; SMITALOVA et al., 2009, MEDICI, et al. 2011). Em mais da metade das 

amostras positivas para RV do grupo C não houve detecção de RV dos grupos A e B. Em 

rebanhos suínos brasileiros, a prevalência de infecções com RV do grupo C atualmente é 

maior do que no passado, fato atribuído principalmente ao advento de técnicas de 

detecção mais sensíveis (MEDICI et al., 2011). Na Itália, RV do grupo C foi detectado 

em 100% das granjas estudadas, porém detecção de RV do grupo C isolado ocorreu em 

somente 2,9% das amostras (MARTELLA et al., 2007).  

Das 30 amostras testadas por IHQ e RT-PCR para RV, houve 4 amostras negativas 

em ambos os testes. Duas delas pertencentes ao quarto surto. O quarto surto ocorreu em 

animais muito jovens, entre 1 e 6 dias. O curso da infecção por RV é de aproximadamente 

5 dias e há picos de marcação com um intervalo de 48h com baixa concentração do vírus 

no intestino (CROUCH & WOODE, 1978; CIARLET et al., 2002), portanto 

provavelmente nesses animais o RV já não estava mais presente ou estava em baixas 

concentrações não detectadas na IHQ.  

Escherichia coli não hemolítica foi isolada em todos os surtos, porém no último 

houve a detecção de E. coli α-hemolítica. A infecção por RV causa um desequilíbrio na 

colonização intestinal normal, dando uma vantagem a linhagens de E. coli 

enterotoxigênicas (ETEC), que possuem fatores de adesão, e a diarreia produzida pelos 

dois agentes é mais severa do que a causada por um deles isoladamente (LECCE et al., 

1982; TZIPORI et al., 1983; FAIRBROTHER et al., 2005). Histologicamente, a única 

característica observada em casos de infecção por ETEC é a presença de cocobacilos 

aderidos à mucosa (BROWN et al., 2006). Sem a genotipagem das bactérias isoladas não 

é possível tirar conclusões sobre seu papel nos casos estudados. 
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Clostridium sp. foi isolado de todas as amostras do surto 3, e em quatro amostras 

do surto 2. Como a E. coli, essa bactéria é parte da microbiota intestinal dos suínos 

(SONGER & GLOCK, 1998; LESER, 2002), portanto, pode ser isolada de intestinos sem 

diarreia (LESER, 2002). Todavia, Clostridium perfringens tipo A pode produzir dano 

epitelial e vascular no intestino delgado e no intestino grosso e causa edema de 

vilosidades (SONGER & GLOCK, 1998, SONGER & UZAL, 2005) e nas infecções 

causadas por C. perfringens, observa-se grande quantidade de bacilos na luz intestinal 

(COLLINS et al., 1989). Contudo, essa bactéria não é considerada a causa principal de 

diarreia quando há outros patógenos intestinais envolvidos (COLLINS et al., 1989). Com 

a detecção de RV nesses surtos, a ausência de grandes quantidades de bacilos e a presença 

de lesões características de infecção por RV nos intestinos desses animais, é provável que 

o papel do Clostridium sp. isolado não tenha significado patológico nesse surto.  

Todos os casos foram negativos para coronavírus (PED e TGE). Em 

levantamentos anteriores para TGEV suínos realizados no Brasil também não houve 

positividade (BRENTANO et al., 2002; BARTHASSON et al., 2009).  

Entre os membros da família Caliciviridae pesquisados neste estudo, o sapovírus 

foi detectado nos surtos 1 e 2, enquanto norovírus foi detectado somente em 2 amostras 

do surto 1. O norovírus está relacionado com infecções alimentares em humanos (WANG 

et al., 2005; WANG et al., 2006) e causa atrofia de vilosidades moderada, atenuação 

epitelial e edema agudo no duodeno em suínos (CHEETHAM et al., 2006). Sapovírus 

causa diarreia com atrofia de vilosidades, hiperplasia de criptas e edema de submucosa 

no duodeno e no jejuno, mas não no íleo. Vacuolização e atenuação epitelial no duodeno 

jejuno e íleo também foram descritos em infecções de suínos com sapovírus (GUO et al., 

2001). Norovírus é detectado em suínos de terminação com infecção subclínica e sua 

prevalência é menor em leitões de maternidade, além disso não foi relacionado a sinais 

clínicos (WANG et al., 2006). Já em humanos, RV e norovírus foram os agentes mais 

comuns detectados em co-infecções com diarreia aquosa (KOH et al., 2008). Visto que 

este estudo envolve suínos e o norovírus foi detectado em somente 2 amostras, é provável 

que ele não esteja interferindo nos sinais clínicos ou lesões observadas no surto em que 

ele foi detectado.  

O sapovírus foi detectado nos surtos 1 e 2, sendo que em uma amostra não houve 

detecção de RV por IHQ ou PCR. Este fato sugere que a infecção por sapovírus possa 

ocorrer após a infecção por RV, prolongando os sinais clínicos e intensificando as lesões. 
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Detecção simultânea de RV e sapovírus ocorreu em 4% das amostras de leitões de 

maternidade com diarreia no Japão (KATSUDA et al., 2006).  

Kobuvírus foi detectado em amostras dos surtos 2, 3 e 4, com maior frequência 

no último surto. O kobuvírus suíno pertence à família Picornaviridae, seu primeiro 

isolamento foi a partir de uma gastroenterite ocorrida em um humano (REUTER et al., 

2010). Associação entre esse vírus e diarreia em suínos tem sido encontrada, 

principalmente em leitões de maternidade (BARRY et al., 2008). Contudo, até o presente 

momento não há estudos reproduzindo a doença e descrevendo as lesões em suínos 

(REUTER et al., 2011), o que impede conclusões a respeito do papel desse vírus nos 

casos deste estudo.  
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5. FIGURAS ADICIONAIS 

 
Figura 1. Maternidade do surto três, leitões apresentando diarreia amarelada, evidenciada 

pela presença de fezes líquidas no piso. 

 

 
Figura 2. Suíno com conteúdo líquido no cólon (seta). 
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Figura 3. Secções histológicas de intestino delgado de suínos com infecção por RV. A. 

Vilosidade com debris celulares na lâmina própria (seta). HE, Obj. 10. B. Vacuolização 

dos enterócitos no ápice de vilosidades. HE, Obj. 20.  

 

 
Figura 4. Secções histológicas de intestino delgado de suínos com infecção por RV. A. 

Secção intestinal positiva na IHQ para RV pertencente ao surto um. A marcação ocupa 

todo o citoplasma das células, na forma de grânulos (setas). B. Secção intestinal 

pertencente ao surto três, positiva na IHQ para RV. A marcação é observada próxima ao 

núcleo, em formato oval a circular (setas). AEC e Hematoxilina de Mayer, Obj. 40. 

 

 

 

 

  



56 

 

 

6. CONCLUSÕES 

 

Este estudo descreveu detalhadamente com uma ampla investigação de surtos de 

infecção por RV em suínos de maternidade. Os achados patológicos de conteúdo líquido 

a pastoso no cólon e ceco, atrofia de vilosidades e vacuolização epitelial no intestino 

foram os mais frequentes, característicos de infecção por RV.  

A imuno-histoquímica revelou-se uma ferramenta importante no diagnóstico de 

RV em tecidos fixados em formalina e embebidos em parafina. A partir dela foi possível 

evidenciar dois padrões distintos de marcação para RV. 

Por meio da RT-PCR o RV do grupo C foi o mais frequentemente detectado, o 

que reforça sua importância na etiologia de diarreia em suínos jovens no sul do Brasil, 

fato que deve ser considerado no desenvolvimento de vacinas e técnicas de diagnóstico. 

A detecção de outros vírus por RT-PCR revelou a presença desses agentes 

relativamente recentes em suínos de maternidade com RV no sul do Brasil. As 

associações de RV com sapovírus e kobuvírus requerem mais investigações e o uso de 

técnicas que possam detectar esses agentes nos tecidos afetados, como a IHQ, para serem 

melhor esclarecidas.  
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