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RESUMEN: Las floraciones de cianobacterias producen cianotoxinas que provocan intoxica-
ciones en animales y humanos. Entre las más frecuentes se encuentran las microcistinas (hepato-
toxinas) y saxitoxinas (neurotoxinas). En Uruguay, las floraciones de cianobacterias cada vez son
mas frecuentes, sin embargo,  es escaso el desarrollo de  herramientas  para la  predicción de su
abundancia y toxicidad  y  fáciles de  implementar. En este trabajo se puso a punto un método
cuantitativo para la detección de cianobacterias productoras de microcistina y saxitoxinas basado
en PCR cuantitativo en tiempo real. El blanco de la amplificación fueron genes codificantes de
enzimas de la biosíntesis de toxinas. Mediante curvas de calibración se infirió la abundancia de
células potencialmente tóxicas en muestras de agua. Dicho método fue aplicado a distintas mues-
tras naturales desde el embalse de Salto Grande hasta Punta del Este. El método fue exitoso en
todos los sitios evaluados y tuvo límite inferior de cuantificación extremandamente bajo (2 célu-
las por mililitro). El producto de este trabajo es una metodología novedosa para la evaluación di-
recta del potencial tóxico en agua que puede ser utilizada para el monitoreo y gestión, así como
también para la creación de una base de datos biológicos como insumo para modelos de predic-
ción de floraciones.
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1 INTRODUCCIÓN

1.1 Floraciones de cianobacterias tóxicas

La pérdida de calidad de agua y el desarrollo de floraciones de cianobacterias (crecimiento pobla-
cional abrupto y masivo) son problemáticas actuales en Uruguay y el mundo [1-3]. Las floracio-
nes de cianobacterias afectan la transparencia, concentración de oxígeno y biodiversidad, gene-
rando olor y sabor desagradable [6]. Además tienen la capacidad de producir toxinas (cianotoxi-
nas) que afectan al ser humano y animales por contacto, inhalación de vapores y/o consumo del
agua [7]. El aumento de la concentración de nutrientes generado por actividades agropecuarias
con uso intensivo de fertilizantes y el vertido de desechos no procesados son una de las principa-
les causas del aumento de la frecuencia e intensidad de las floraciones [8,9]. Otras causas son las
modificaciones físicas (represamiento, destrucción de la vegetación ribereña) y uso de herbicidas
[10,11]. Las floraciones generan inconvenientes sanitarios y sociales, así como importantes pér-
didas económicas y de conservación [6,12,13].

Existen diversas especies de cianobacterias que producen floraciones potencialmente tóxicas.
Además, las especies pueden producir más de una toxina, y pueden existir poblaciones con o sin



esta capacidad, las condiciones ambientales también afectan la producción [14]. Entre las espe-
cies más comunes se encuentran las del género Microcystis (Orden Chroococcales) que forman
densas floraciones superficiales y pueden producir microcistinas (hepatotoxina) [15]. Otros géne-
ros también producen microcistinas (e.g. Planktothrix, Dolychospermum); siendo una de las toxi-
nas más frecuentes. Cylindrospermopsis raciborskii (Orden Nostocales) es otra especie frecuente
y que está aumentando su distribución geográfica [16]. Esta especie puede producir dos potentes
toxinas,  cylindrospermopsina  (hepatotoxina)  y  saxitoxina  (neurotoxina).  Ambas  especies,
M.aeruginosa y C.raciborskii, son frecuentes en nuestro país en lagos y aguas corrientes, incluso
en aquellas utilizadas como fuente de agua potable, para riego y con fines recreativos [3,17,18].

1.2 Bases genéticas de la síntesis de cianotoxinas: microcistinas y saxitoxinas

Se ha descrito que la biosíntesis de las microcistinas se realiza de manera no ribosomal porcom-
plejo enzimático polikétido sintetasa [19], el cual está codificado por el cluster genético  mcy.
Este cluster contiene 10 genes, los seis genes mcyA, mcyB, mcyC, mcyD, mcyE y mcyG codifican
al complejo multienzimático sintasa/sintetasa, mientras que el resto de los genes, mcyF, mcyI y
mcyJ,  codifican para proteínas cuya función es epimerización,  deshidratación,  y O-metilación
respectivamente [20]. 

La ruta biosintética de las saxitoxinas involucra más de 30 pasos codificados en 26 genes que
forman el cluster sxt (con genes asignados como sxtA a sxtZ) [21]. Uno de los genes de la biosín-
tesis de saxitoxina es stxI, el cual codifica para una O-carbamiltransferasa cuya función es la car-
bamilación de la cadena lateral de hidroximetilo, precursor de la saxitoxina. Se ha visto que ge-
nes ortólogos a stxI están presentes únicamente en cepas de cianobacterias tóxicas y tienen una
gran similitud de secuencia. Esto ha llevado a que se postulara que este gen está presente exclusi-
vamente en organismos procariotas y se caracteriza por una alta tasa de transferencia horizontal
[22].

1.3 Cuantificación de cianobacterias tóxicas

En Uruguay, las cianobacterias son monitoreadas mediante indicadores no específicos como clo-
rofila-a o de forma especifica en microscopio, procesos que requieren horas de preparación, per-
sonal específico y no permiten detectar toxicidad. Para cianotoxinas en agua se utiliza ensayo de
inhibición de fosfatasas, ELISA (ensayo de inmunoadsorción), HPLC (cromatografía líquida de
alta performance), LC-MS (cromatografía líquida acoplada a espectrometría de masas), y NMR
(resonancia magnética nuclear) [23]. Estos métodos, aunque son sensibles y específicos, requie-
ren equipamiento costoso y personal especializado, no son adecuados para aplicar a un gran nú-
mero de muestras. Además, dado que existen centenares de variantes de algunas cianotoxinas (ej.
microcistina, saxitoxina), no se cuenta con todos los estándares necesarios para su detección. Es
necesario desarrollar métodos de detección de cianobacterias que sean rápidos, sensibles, confia-
bles, accesibles y que permitan conocer el potencial tóxico de las cianobacterias. Entre los méto-
dos moleculares se encuentra la detección de genes de las enzimas responsables de la síntesis de
toxinas [24], con énfasis en aquellos basados en PCR (reacción en cadena de la polimerasa). La
técnica PCR cuantitativo en tiempo real (qPCR) es una herramienta promisoria para la detección
y cuantificación de cianobacterias productoras de microcistinas y saxitoxinas: permite determinar
la presencia de amplificación en horas, detectar poblaciones tóxicas con baja densidad de células
[23], procesar un gran número de muestras en corto tiempo y trabajar con muestras naturales
complejas.



2 OBJETIVO

El objetivo de esta propuesta fue desarrollar y poner a punto un método  cuantitativo, especifico
y sensible para detectar la presencia de cianobacterias productoras de microcistinas y saxitoxinas
basado en PCR cuantitativo en tiempo real (qPCR).

3 ESTRATEGIA DE INVESTIGACIÓN

La estrategia fue generar protocolos para amplificar de manera específica, altamente sensible y
cuantitativa, genes de las rutas biosintéticas de microcistina y saxitoxinas mediante qPCR. Para
los protocolos de qPCR se emplearon primers, tanto de la literatura como diseñados en nuestro
laboratorio.  Para comprobar  la  especificidad de los  primers y poner a punto el  protocolo de
qPCR se utilizaron cepas de de cianobacterias en cultivos unialgales a concentraciones celulares
conocidas y cuantificadas por microscopia. Además, la especificidad de los primers fue confir-
mada mediante secuenciación de los amplicones. Para la cuantificación absoluta de las copias de
los genes en muestras de agua, los fragmentos de ADN amplificados y confirmados en su especi-
ficidad se clonaron y se realizaron curvas de calibración mediante diluciones seriadas de los clo-
nes. Una vez puesta a punto la metodología para muestras de cianobacterias en cultivo, se proce-
dió a ajustar los parámetros para emplearlo en muestras ambientales.  Para ello,  se utilizaron
muestras naturales de agua obtenidas a lo largo del gradiente río Uruguay-Río de la Plata de fre-
cuencia estacional en seis puntos del gradiente. 

4 METODOLOGÍA

4.1 Selección de los primers

Se seleccionaron primers de la literatura dirigidos a genes que codifican para la biosíntesis de mi-
crocistinas, los cuales se encuentran en el operón mcy responsable de la biosíntesis de microcisti-
nas: mcyB, mcyD, mcyE y mcyJ [25-28]. Para saxitoxinas se analizaron dos genes blanco, sxtI y
sxtU, involucrados en la síntesis de la misma. Los primers para la amplificación de sxtI y sxtU
han sido diseñados previamente en nuestro laboratorio basándonos en cultivos de Cylindrosper-
mopsis raciborskii, una cianobacteria productora de saxitoxina [29].

4.2 PCR cuantitativo en tiempo real (qPCR)

Se utilizó un método químico-enzimático puesto a punto en el Departamento de Microbiología
del IIBCE para la extracción de ADN de muestras de agua [30]. Se puso a punto una metodología
basada en qPCR para determinar la presencia y abundancia de cianobacterias productoras de mi-
crocistinas y saxitoxinas en muestras de agua. Para las reacciones se usó el kit  Power SYBR
Green PCR (Invitrogen) con un volumen final de reacción de 20 µl: 9,5 µl de agua, 0,5µl de BSA
(30mg ml-1), 7,76 µl de mix (Power SYBR Green PCR), 0,12 µl de cada primer (50 µM) y 2 µl
de ADN de la muestra. El termociclador utilizado para los ensayos de qPCR fue TouchTM Real-
Time PCR Detection System (BIO RAD) y las condiciones de ciclado fueron: 2 min a 50°C, 15
min a 95°C y 40 ciclos de 15 seg a 94°C, 30 seg a 60°C y 30 seg a 72°C. Al final se realizó la



curva de melting desde 65°C a 95°C, en incrementos de 1°C cada 4 sec. para confirmar la especi-
ficidad del fragmento amplificado.

4.3 Curva de calibración y cuantificación del número de copias génicas

La eficiencia de amplificación de los genes fue determinada empleando vectores (plásmidos) que
contienen los fragmentos génicos clonados. Para la clonación de los genes mcyB, mcyD, mcyE y
mcyJ se utilizó la cepa Baygorria140313 de Microcystis (proveniente del embalse de Baygorria,
Río Negro) y para los genens sxtI y sxtU se utilizó la cepa MVCC19 de Cylindrospermopsis ra-
ciborskii (proveniente de los lagos artificiales de Carrasco), el vector TOPO 2.1 (TOPO-TA clo-
ning kit, Invitrogen) y células competentes Escherichia coli. Para cuantificar el número de copias
de cada gen en las muestras se realizaron diluciones seriadas de -10 a -100000 de los genes clo-
nados, se realizó el ajuste de la curva (Figura 1) y se determinó el número de copias . Una vez co-
nocido el número de copias génicas que contenía cada reacción de PCR se calculó el número ori-
ginal de copias en la muestra.

Figura 1. Ejemplo de una curva de calibración del gen mcyE. Valor mínimo corresponde a 0,62 copias/ul y el valor
máximo 6,2 x 106 copias/ul. 

4.4 Muestreos

Se tomaron muestras de agua del río Uruguay y Río de la Plata, desde el embalse de Salto Gran-
de, hasta Punta del Este, cada tres meses (2013 -2014). Se midió profundidad, temperatura, pH,
conductividad, oxigeno, salinidad y nutrientes. Se tomaron muestras para cuantificar clorofila-a,
biovolumen de fitoplancton y biovolumen de cianobacterias y se registro la presencia de colonias
y floraciones de cianobacterias a simple vista, así como también se cuantificaron microcistinas y
saxitoxinas.



5 RESULTADOS Y DISCUSIÓN

5.1 Puesta a punto de la metodología

Se puso a punto una metodología basada en qPCR para determinar la presencia y abundancia de
cianobacterias productoras de microcistina y saxitoxinas en muestras de agua. Se confirmó la es-
pecificidad de los primers mediante ensayos de qPCR. Aquellos primers que se emplearon como
específicos para los cuatro genes del cluster para la biosíntesis de microcistinas (mcy) no amplifi-
caron ADN de cianobacterias no productoras de microcistinas, tales como cepas de Planktothrix
sp.,  Cylindrospermopsissp. y Dolichospermum sp., las que fueron previamente analizadas para
confirmar la ausencia de microcistina. Unicamente se obtuvo amplificación cuando se empleó
ADN de Microcystis sp. aisladas de ecosistemas acuáticos de nuestro país. En relación la especi-
ficidad de los primers para los dos genes que codifican para las enzimas que sintetizan saxitoxi -
nas (sxt), solo se obtuvo amplicón utilizando ADN de  Cylindrospermopsis raciborskii  previa-
mente identificadas como productoras de dicha toxina.

5.2 Genes mcy

Se detectó la presencia de genes mcy en todas las fechas y estaciones de muestreo (Figura 2). Sin
embargo, solamente se detectó la variante LR de microcistina mediante HPLC en el embalse de
Salto Grande en marzo y junio de 2013. La falta de correlación entre la concentración de micro-
cistina-LR y la abundancia de genes mcy podría deberse a una limitación metodológica para de-
tectar otras variantes de la toxina. Las mayores abundancias de los genes mcy se registraron en la
zona del embalse de Salto Grande y Fray Bentos, disminuyendo notoriamente hacia las estacio-
nes estuarinas (Montevideo y Punta del Este). Respecto a la distribución temporal, se puede ob-
servar que la abundancia de los cuatro genes mcy aumenta en verano y disminuye en invierno, al
igual que la temperatura (Figura 2).



Figura 2. Cambios temporal (superior) y espacial (inferior) de la abundancias de los cuatro genes mcy juntos
(copias/ml), eje "y" en escala logarítmica.

5.3 Genes sxt

Se detectaron genes sxt en todas las fechas y estaciones de muestreo (Figura 3). Estos genes pre-
sentaron abundancias máximas de 106-107 copias/mL. Esto resulto sorprendente, ya que en algu-
nos casos se detectó por el método aquí propuesto la presencia de genes y toxina pero no se de-
tectó mediante microscopia la presencia de organismos con potencial  productor de la misma.
Esta diferencia radica principalmente en los diferentes métodos de análisis utilizados, la técnica
de microscopia no es tan sensible como el qPCR o HPLC para la detección de toxinas. La abun-
dancia de ambos genes fue similar en todos los sitios de muestreo (Figura 3). Las mayores abun-
dancias se registraron en (enero 2013 y marzo 2014) disminuyendo en invierno (Junio 2013).



Figura 3. Cambios temporal (superior) y espacial (inferior) de la abundancias de los dos genes sxt juntos (copias/
ml), eje "y" en escala logarítmica. 

5.4 Relación entre genotipos tóxicos y otros indicadores de cianobacterias tóxicas

La abundancia del gen mcyE se correlacionó positivamente con los indicadores tradicionales de
fitoplancton, como ser la clorofila-a, biovolumen total de fitoplancton y biovolumen de cianobac-
terias  (rs=0,25-0,68, p<0,05).  Mientras que la abundancia de  mcyB y mcyJ presentó una fuerte
asociación positiva solo con el biovolumen total de cianobacterias. Asimismo, la abundancia de
los genes  mcyB y  mcyE fue significativamente mayor cuando las  colonias de Microcystis spp.
fueron detectadas a simple vista (KW, H=20, p<0,05). Estas diferencias en las correlaciones se
pueden deber principalmente a las diferentes metodologías, la detección por microscopio es me-
nos sensible que la detección por qPCR, por otro lado la utilización de primers de la literatura
podrían presentar sesgos ya que los mismos fueron diseñados para la detección de genotipos tóxi-
cos de otras regiones.  



6 CONCLUSIONES

En este trabajo se ha puesto a punto una herramienta basada en PCR cuantitativo en tiempo real
para la detección y cuantificación de cianobacterias potencialmente tóxicas en ecosistemas acuá-
ticos de Uruguay. Dichas herramienta posee un límite de detección de organismos potencialmen-
te tóxicos de aproximadamente 2 células por ml. Esta técnica requiere equipamiento especializa-
do que está disponible en la mayoría de los centro de investigación. Su alta sensibilidad y la posi-
bilidad de analizar varias muestras a la vez, el breve tiempo entre la obtención de la muestra y el
resultado  las convierten en una herramienta promisoria para el monitoreo, especialmente de agua
destinada al consumo humano que presenta bajas concentraciones de cianobacterias pero altos
riesgos a la salud pública.
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