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C A P Í T U L O  2 . 3 . 6 .  
 

INFECCIÓN POR EL  ALFAVIRUS  
DE  LOS SALMÓNIDOS 

1. Ámbito de aplicación 

A los efectos de este capítulo, la infección por alfavirus de los salmónidos (AVS) es una infección por cualquier 
subtipo de AVS del género Alphavirus, que pertenece a la familia Togaviridae.  

La infección por AVS puede causar enfermedad pancreática (EP) o enfermedad del sueño (ES) en salmón del 
Atlántico (Salmo salar L.), trucha arco iris (Oncorhynchus mykiss) y trucha marina (Salmo trutta L.) (Boucher et 
al., 1995; McLoughlin & Graham, 2007). Este virus se transmite de forma horizontal y los principales reservorios 
son peces infectados clínicamente enfermos o que se han recuperado (Viljugrein et al., 2009). Es una 
enfermedad sistémica que se caracteriza, microscópicamente, por una necrosis y pérdida de tejido pancreático 
exocrino, así como lesiones cardiacas y del músculo esquelético. La mortalidad varía considerablemente, y oscila 
entre inapreciable y superior al 50% en los casos graves; hasta un 15% de los peces que sobreviven se 
convertirán en peces alargados y más delgados (‘enanos’) (McLoughlin & Graham, 2007). 

2. Información sobre la enfermedad  

2.1. Factores del agente 

2.1.1. El agente patógeno, cepas del agente 

El AVS es un virus de ARN de polaridad positiva, monocatenario, esférico y con envoltura, de unos 60-
70 nm de diámetro y con un genoma de ~12 kb. Este genoma codifica ocho proteínas: cuatro 
glucoproteínas con cápside (E1, E2, E3 y 6K) y cuatro proteínas no estructurales (nsP1–4). La 
glucoproteína E2 se considera el lugar de la mayoría de epítopos neutralizantes, mientras que la E2 
contiene epítopos más conservados y que presentan reacción cruzada (McLoughlin & Graham, 2007). 
El AVS se considera que pertenece al género Alphavirus de la familia Togaviridae. Esta hipótesis se 
basa en estudios de la secuencia de nucleótidos de cepas del AVS, y también está respaldada por 
propiedades biológicas del virus, incluidos ensayos de infección cruzada y de neutralización. Además, 
en el genoma del AVS hay cuatro secuencias de nucleótidos conservadas (CSE) y un motivo 
conservado (GDD), característico de los alfavirus (McLoughlin & Graham, 2007). 

El AVS se ha dividido en seis subtipos (SAV1–SAV6) únicamente en función de la secuencia de 
ácidos nucleicos que codifica las proteínas E2 y nsP3 (Fringuelli et al., 2008). El nivel de variación 
antigénica entre subtipos se considera bajo porque es probable que los anticuerpos monoclonales 
(MAbs) generados contra un subtipo específico de AVS reaccionen de forma cruzada con otras cepas 
de AVS (Graham et al., 2013; Jewhurst et al., 2004). En la siguiente tabla se muestran los grupos de 
genotipo y sus ubicaciones geográficas (abreviaturas: AS= agua salada; AD = agua dulce; EP = 
enfermedad pancreática; ES = enfermedad del sueño): 

Subtipo de AVS Hospedador y medio País  

AVS 1 (EP) Salmón del Atlántico (AS) 
Trucha arco iris (AD) 

Irlanda, Reino Unido (Irlanda del Norte, Escocia ) 

AVS 2 AD (ES) 
 
 
AVS 2 Marino (PD) 

Trucha arco iris (AD) 
Salmón del Atlántico (AS) 
 
Salmón del Atlántico (AS) 

Francia, Alemania, Italia, España, Suiza, Polonia, Reino Unido 
(Inglaterra, Escocia )  
 
Noruega, Reino Unido (Escocia ) 

AVS 3 (PD) Trucha arco iris (AS) 
Salmón del Atlántico (AS) 

Noruega 

AVS 4 (PD) Salmón del Atlántico (AS) Irlanda, Reino Unido (Irlanda del Norte, Escocia ) 

AVS 5 (PD) Salmón del Atlántico (AS) Reino Unido (Escocia ) 

AVS 6 (PD) Salmón del Atlántico (AS) Irlanda  
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2.1.2. Supervivencia fuera del hospedador 

Las pruebas de laboratorio indican que el AVS sobreviviría durante largos periodos de tiempo en el 
medio acuático. En estas pruebas, la supervivencia del virus es inversamente proporcional a la 
temperatura. En presencia de materia orgánica, se han observado periodos de supervivencia más 
largos en agua de mar que en agua dulce (Graham et al., 2007c). El AVS se ha detectado en grasa 
que goteaba de peces muertos, lo cual indica que esta podría ser una vía de transmisión. En la 
superficie del agua de mar pueden acumularse gotitas de grasa que contribuyan a una transmisión a 
grandes distancias (Stene et al., presentado). 

Se ha observado que la semivida del AVS en el suero es inversamente proporcional a la temperatura, 
lo cual potencia la necesidad de un envío rápido de las muestras a 4°C a los laboratorios donde se 
aislará el virus. Para conservar las muestras positivas al AVS y los cultivos víricos durante largos 
periodos de tiempo, se recomienda un almacenaje a -80°C (Graham et al., 2007c). 

2.1.3. Estabilidad del agente 

El AVS se inactiva rápidamente en presencia de concentraciones altas de materia orgánica a 60°C, a 
un pH de 7,2 y a un pH de 4 o de 12 a 4°C, lo cual indica que tanto el compostaje como el ensilado o 
la hidrólisis alcalina serían eficaces para inactivar el virus en residuos de pescado (Graham et al., 
2007a). 

2.1.4. Ciclo de vida 

Las vías de infección probables son las branquias y el intestino. En las fases agudas de la 
enfermedad, pueden detectarse grandes cantidades de AVS y puede aislarse virus vivo del corazón, el 
riñón, la sangre y otros órganos, pero todavía no se sabe cuáles son las verdaderas células diana del 
virus. 

El inicio de las lesiones histopatológicas y de los signos clínicos va precedido de una viremia 
(McLoughlin & Graham, 2007). Las vías de excreción podrían ser excreciones o secreciones 
naturales, una hipótesis respaldada por la detección de AVS mediante reacción en cadena de la 
polimerasa con transcriptasa inversa (RT-PCR) en heces y moco de salmón del Atlántico infectado 
experimentalmente. Por lo tanto, este tipo de muestras podría intervenir en la transmisión horizontal 
del AVS por el agua (Graham et al., 2012). Se ha detectado virus en el agua 4-13 días después de la 
infección, lo cual indica que la excreción de virus coincide con la fase virémica (Andersen et al., 2010). 
Se ha estimado un periodo de incubación de 7-10 días a temperaturas marinas de 12-15°C, según un 
análisis de la producción de anticuerpos en peces y cohabitantes que fueron infectados por vía 
intraperitoneal en un ensayo experimental (McLoughlin & Graham, 2007). En varios estudios se ha 
observado que puede detectarse ARN de AVS en peces durante un largo periodo de tiempo tras la 
infección (Jansen et al., 2010a; McLoughlin & Graham, 2007). Se ha observado infección subclínica, lo 
cual indica que la gravedad de un brote podría estar influida por varios factores ambientales 
(McLoughlin & Graham, 2007), y datos recientes muestran que el aumento estacional de la 
temperatura del agua podría desencadenar brotes de la enfermedad en piscifactorías infectadas por 
AVS (Stene et al., 2013). 

2.2. Factores del hospedador 

2.2.1. Especies hospedadoras susceptibles 

Los estudios de brotes e infecciones relacionados con esta enfermedad han mostrado que el salmón 
del Atlántico (Salmo salar L.), la trucha arco iris (Oncorhynchus mykiss) y la trucha marina (Salmo 
trutta L.) son especies susceptibles (Boucher et al., 1995; McLoughlin & Graham, 2007).  

2.2.2. Fases susceptibles de la vida del hospedador 

Todas las fases de la vida del hospedador deben considerarse susceptibles al AVS. 

La trucha arco iris cultivada en agua dulce puede resultar afectada en cualquier fase de producción 
(Kerbart Boscher et al., 2006). La experiencia de Noruega muestra que la trucha arco iris y el salmón 
del Atlántico de piscifactoría son susceptibles en cualquier fase en agua de mar, lo cual 
probablemente indica la existencia de un reservorio del AVS en el agua de mar. La infección 
experimental mediante inyección indica la susceptibilidad de los pintos de salmón del Atlántico en 
agua dulce (McVicar, 1990). 
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2.2.3. Especies o subpoblaciones predilectas (probabilidad de detección) 

No existe preferencia por ninguna especie ni subpoblación conocida.  

2.2.4. Órganos diana y tejidos infectados 

La infección por el AVS es una enfermedad sistémica con una fase virémica temprana. Tras la 
infección, se ha detectado AVS en todos los órganos que se han examinado: cerebro, branquias, 
pseudobranquias, corazón, páncreas, riñón y músculo esquelético (Andersen et al., 2007; McLoughlin 
& Graham, 2007), así como moco y heces (Graham et al., 2012). 

2.2.5. Infección persistente con portadores de por vida 

Se ha detectado AVS en peces supervivientes 6 meses después de la infección experimental 
(Andersen et al., 2007). A nivel de piscifactoría, una población infectada albergará AVS hasta que sea 
sacrificada (Jansen et al., 2010a; 2010b). Sin embargo, a nivel individual, no se ha documentado 
infección persistente de por vida.  

2.2.6. Vectores 

Se ha detectado AVS en los piojos del salmón (Lepeophtheirus salmonis) obtenidos durante brotes de 
enfermedad aguda en salmón del Atlántico, pero no se ha estudiado la transferencia a especies de 
peces susceptibles (Petterson et al., 2009). Para la transmisión del AVS no se precisan vectores.  

2.2.7. Animales acuáticos salvajes sospechosos de ser portadores  

En estudios de peces marinos salvajes, se ha detectado ARN de AVS en las especies de peces 
planos (Limanda limanda, Hippoglossoides platessoides y Pleuronectes platessa) (McCleary et al., 
presentado; Snow et al., 2010). Está por determinar el papel que tienen las especies salvajes, ya sean 
marinas o de agua dulce, como portadoras del virus.  

2.3. Patrón de la enfermedad 

2.3.1. Mecanismos de transmisión 

La transmisión del AVS tiene lugar de forma horizontal, lo cual se ha comprobado en estudios 
filogenéticos, con el éxito de la transmisión entre peces en estudios de cohabitantes, con la 
demostración de la transmisión entre distintas piscifactorías, con estudios sobre la supervivencia del 
AVS en agua de mar y con la transmisión mediante corrientes de agua (Graham et al., 2000c; 2011; 
Jansen et al., 2010a; Kristoffersen et al., 2009; Viljugrein et al., 2009). 

Lo más probable es que la transmisión a largas distancias y, por lo tanto, la introducción del AVS en 
una zona previamente no infectada se deba al desplazamiento de peces vivos infectados 
(Kristoffersen et al., 2009; Rodger & Mitchell, 2007). Una vez el AVS se ha introducido en una zona, 
los factores que intervienen en la transmisión local el hecho de que la zona sea una propiedad 
compartida, la proximidad y las corrientes de agua (Aldrin et al., 2010; Kristoffersen et al., 2009; 
Viljugrein et al., 2009). Los factores de riesgo de brotes en una piscifactoría son antecedentes previos 
de infección por el AVS, un alto factor de conversión alimentaria, una alta carga de piojos de mar, el 
uso de esguines de otoño y brotes previos de necrosis pancreática infecciosa (NPI) (Bang Jensen et 
al., 2012; Kristoffersen et al., 2009; Rodger & Mitchell, 2007). 

Se ha sugerido la transmisión vertical del AVS (Bratland & Nylund, 2009), pero los datos no son 
convincentes (Kongtorp et al., 2010; McLoughlin & Graham, 2007). Recientemente, el Norwegian 
Scientific Committee for Food Safety (comité científico noruego para la seguridad alimentaria) ha 
llevado a cabo una evaluación del riesgo basada en la vigilancia de las crías y en la transmisión 
vertical de la infección, y ha llegado a la conclusión de que el riesgo de transmisión vertical de AVS es 
prácticamente inexistente.  

2.3.2. Prevalencia  

La prevalencia de los peces infectados en piscifactorías infectadas por AVS puede variar. Durante los 
brotes de la enfermedad, la prevalencia suele ser alta; se han observado prevalencias del 70-100% en 
piscifactorías de salmón del Atlántico (Graham et al., 2010). Si se muestrean peces moribundos 
delgados o “enanos”, la probabilidad de detectar el AVS es más alta que si se eligen al azar peces de 
aspecto sano (Jansen et al., 2010b). La estimación de la prevalencia también variará en función del 
método de diagnóstico aplicado. 
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La prevalencia en peces salvajes se desconoce en gran medida. Se ha detectado ARN del AVS en 
algunas especies de flatfish de aguas marítimas de Escocia (Snow et al., 2010). En un estudio 
serológico de salmónidos salvajes de agua dulce de Irlanda del Norte no se detectaron anticuerpos de 
neutralización vírica contra el AVS en ninguno de los 188 sueros analizados, mientras que la mayoría 
de sueros de salmones de piscifactoría de agua de mar de la misma zona dieron resultados positivos 
(Graham et al., 2003). 

2.3.3. Distribución geográfica 

Se sabe que hay infección por el AVS en salmónidos de piscifactoría de Croacia, Francia, Alemania, 
Irlanda, Italia, Noruega, Polonia, España, Suiza y el Reino Unido (Inglaterra, Escocia e Irlanda del 
Norte). 

2.3.4. Mortalidad y morbilidad 

Las tasas de mortalidad debida a la infección por AVS pueden variar en función del subtipo, de la 
estación, del año, de si se aplican medidas de bioseguridad y de la especie (Bang Jensen et al., 2012; 
Graham et al., 2011; Rodger & Mitchell, 2007; Stormoen et al., 2013). La mortalidad acumulativa en la 
piscifactoría oscila entre prácticamente inexistente y superior al 50% en los casos graves (Bang 
Jensen et al., 2012; Graham et al., 2003, Rodger & Mitchell, 2007; Ruane et al., 2008; Stene et al., 
2013). 

La duración de los brotes de enfermedad, que se definen como el periodo con alta mortalidad, oscila 
entre 1 y 32 semanas (Jansen et al. 2010a; 2014; Ruane et al., 2008). 

2.3.5. Factores ambientales  

Los brotes clínicos y la mortalidad están influidos por la temperatura del agua y la estación del año 
(McLoughlin & Graham, 2007; Rodger & Mitchell, 2007; Stene et al., 2013; Stormoen et al., 2013). 
Estresar a los peces con desplazamientos, hacinamiento o tratamientos puede desencadenar brotes 
de la enfermedad en piscifactorías infectadas.  

2.4. Control y prevención 

2.4.1. Vacunación 

Actualmente, se dispone de una vacuna comercial. Esta vacuna se introdujo en 2007 y se utiliza 
mucho en piscifactorías de salmón del Atlántico de zonas endémicas de Noruega, Irlanda y Escocia. 
Esta vacuna contiene el subtipo 1 del AVS inactivado, y se dice que reduce la mortalidad al menos en 
un 50%, si se comparan peces vacunados y no vacunados de una misma piscifactoría. Esta vacuna 
no parece ofrecer una protección completa, pero en una evaluación de campo realizada en Noruega 
se observó que la mortalidad de piscifactorías con peces vacunados era comparable a la de 
piscifactorías sin infección por el AVS. Además, se ha observado una pequeña reducción del número 
de brotes (Bang Jensen et al., 2012). 

Actualmente se está desarrollando una vacuna que contendrá otro subtipo de AVS inactivado. 
Además, una vacuna de ADN está mostrando resultados prometedores. Hasta ahora, solo Canadá ha 
permitido el uso de vacunas de ADN para controlar enfermedades de los peces; no está claro si esta 
vacuna se autorizará para su uso en otros mercados.  

2.4.2. Tratamiento con sustancias químicas 

No se dispone de tratamientos con sustancias químicas. 

2.4.3. Inmunoestimulación 

No se dispone de inmunoestimulación. 

2.4.4. Selección genética a favor de la resistencia 

Se han observado diferencias de susceptibilidad entre distintas familias de salmón del Atlántico en 
pruebas de exposición y en condiciones de campo, lo cual indica el potencial que tiene la selección 
genética a favor de la resistencia. Tanto en Irlanda como en Noruega se están realizando esfuerzos 
por reproducir peces que sean más resistentes a la infección por el AVS (McLoughlin & Graham, 
2007). La selección de reproductores con el uso de marcadores génicos de resistencia está en las 
fases iniciales. 
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2.4.5. Repoblación con especies resistentes 

No es aplicable. 

2.4.6. Agentes bloqueantes 

No es aplicable 

2.4.7. Desinfección de huevos y larvas 

Los métodos de la OIE para la desinfección de huevos y larvas que se describen en el Capítulo 1.1.3 
Métodos de desinfección de establecimientos de acuicultura se consideran efectivos contra el AVS 
(Graham et al., 2007b; Kongtorp et al., 2010). 

2.4.8. Prácticas generales de manejo 

Para evitar la infección por el AVS, deben aplicarse unas buenas prácticas de higiene generales: 
utilizar lugares adecuados para el cultivo de peces, separar generaciones, poblar con peces de 
calidad, retirar los peces muertos, limpiar con regularidad los tanques y los compartimientos, controlar 
los parásitos y otros agentes patógenos, y manipular cuidadosamente los peces. Si una piscifactoría 
ha resultado infectada, la mortalidad puede reducirse imponiendo una parada general de la 
manipulación de los peces así como una parada general de la alimentación.  

3. Obtención de muestras  

3.1. Elección de ejemplares 

Todas las unidades de producción (estanques, tanques, jaulas de red, etc.) deben inspeccionarse para 
comprobar si contienen peces muertos, débiles o que se comporten de forma anómala. Es posible 
encontrar peces extremadamente débiles (“adormilados”) en el fondo de un tanque o en las jaulas de red. 
Si hay pocos peces clínicamente enfermos, pueden añadirse muestras de peces alargados y delgados 
(“enanos”) (Jansen et al., 2010b). 

3.2. Conservación de las muestras para su envío 

Histología e inmunohistoquímica: Fijación en formalina neutra al 10% tamponada con 
fosfato 

Biología molecular (RT-PCR y secuenciación): Medio adecuado para conservar el ARN 
Cultivo celular: Medio de transporte de virus 
Serología:  Plasma o suero sanguíneo  

3.3. Combinación de varias muestras 

A efectos del diagnóstico, la combinación de muestras de varios peces no se considera necesaria ni 
recomendada porque la detección del AVS y la presencia de alteraciones histopatológicas características 
en el mismo individuo respaldarán la sospecha de que la enfermedad observada se deba a este virus. A 
efectos de la vigilancia, puede ser aceptable la combinación de varias muestras para el examen virológico 
(PCR o cultivo celular), pero puede disminuir la sensibilidad de las pruebas.  

3.4. Órganos y tejidos de elección 

El corazón y el riñón medio son los órganos recomendados para la detección del AVS tanto por métodos de 
biología molecular como mediante cultivo celular. Durante el curso de la enfermedad, el corazón suele 
contener más AVS que otros tejidos y siempre debe obtenerse una muestra del mismo. Se ha observado 
que después de un brote de la enfermedad permanecían positivos durante meses tras la detección inicial, 
según la PCR, las branquias y el corazón, (Graham et al., 2010) y combinaciones de corazón y riñón medio 
(Jansen et al., 2010a; 2010b) 

Durante la fase virémica inicial, también es adecuado analizar muestras de suero para detectar el AVS, bien 
por métodos de biología molecular, bien mediante cultivo celular. Por lo tanto, la obtención de suero puede 
utilizarse para las pruebas de cribado de advertencia iniciales (Graham et al., 2010). Desde alrededor de las 
3 semanas tras la infección por el AVS, es adecuado utilizar suero o plasma sanguíneo en las pruebas de 
neutralización vírica que identifican anticuerpos neutralizantes contra el AVS en peces expuestos a este 
virus (Graham et al., 2003). 
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Los tejidos para el examen histológico deben ser las branquias, el corazón, los ciegos pilóricos con tejido 
pancreático adherido, el hígado, el riñón, el bazo y el músculo esquelético, con músculo tanto rojo (aerobio) 
como blanco (anaerobio). Debe tomarse una muestra de piel con músculo esquelético adherido de la zona 
de la línea lateral y llegando a suficiente profundidad como para incluir músculo tanto rojo como blanco.  

4. Métodos de diagnóstico 

4.1. Métodos de diagnóstico de campo 

4.1.1. Signos clínicos 

Es posible observar una caída repentina del apetito 1-2 semanas antes de la detección de un aumento 
de la mortalidad. Pueden observarse peces clínicamente enfermos nadando lentamente en la 
superficie del agua. En algunos casos, pueden hallarse peces extremadamente débiles 
(“adormilados”) en el fondo de los tanques o en las jaulas de red. También es posible encontrar un 
aumento del número de cilindros fecales en el agua. No obstante, es importante destacar que los 
signos clínicos no son patognomónicos y que es necesaria una observación y examen cuidadosos de 
todos los peces muertos, débiles o que presenten comportamientos anómalos.  

Inicialmente, el estado nutricional suele ser normal, pero en los meses posteriores a un brote o en las 
últimas fases de la enfermedad, es habitual observar peces alargados y más delgados (“enanos”) en 
mal estado. La aparición de peces alargados y más delgados puede deberse a factores distintos del 
AVS.  

4.2. Métodos clínicos 

4.2.1. Anatomopatología macroscópica 

Un hallazgo habitual es el contenido intestinal mucoide y amarillo, porque se observa habitualmente 
en peces que no comen. En ocasiones pueden observarse signos de perturbaciones circulatorias, 
como hemorragias petequiales, pequeñas ascitis o enrojecimiento de la zona pancreática. Algunos 
peces enfermos pueden presentar palidez o rotura cardiaca. Es importante destacar que los hallazgos 
post-mortem no son patognomónicos.  

4.2.2. Bioquímica clínica 

No documentada para uso diagnóstico. 

4.2.3. Anatomopatología microscópica 

Las alteraciones más frecuentes en peces clínicamente enfermos son una pérdida grave de tejido 
pancreático exocrino, necrosis e inflamación de miocitos cardiacos, inflamación del músculo 
esquelético rojo (aerobio) y degeneración o inflamación del músculo esquelético blanco (anaerobio). 
Un hallazgo menos frecuente pero importante es la detección de células con muchos gránulos 
eosinofílicos citoplasmáticos a lo largo de los sinusoides renales.  

A medida que la enfermedad avanza, la aparición de estas alteraciones no es simultánea en todos los 
órganos: En una fase inicial muy corta es posible que la única lesión sea una necrosis del tejido 
pancreático exocrino y una reacción inflamatoria variable de la grasa peripancreática. Poco después, 
aparece degeneración y necrosis de células del miocardio antes de que se acentúe la respuesta 
inflamatoria del corazón. Aparentemente desaparecerán los restos necróticos pancreáticos y pronto se 
observará el cuadro habitual de pérdida grave de tejido pancreático exocrino, de forma simultánea al 
aumento de la inflamación cardiaca. Algo después, aparece degeneración, inflamación y fibrosis del 
músculo esquelético. En una parte de los peces, puede producirse una fibrosis grave del tejido 
periacinar, y en este caso el páncreas no se recupera (enanos) (Christie et al., 2007; Kerbart Boscher 
et al., 2006; McLoughlin & Graham, 2007; Taksdal et al., 2007). 

4.2.4. Preparaciones húmedas 

No es aplicable. 

4.2.5. Frotis 

No es aplicable. 
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4.2.6. Cortes fijados, inmunohistoquímica 

El único método inmunohistoquímico publicado (Taksdal et al., 2007) solo se recomienda para 
muestras de peces con necrosis aguda del tejido pancreático exocrino.  

4.2.6.1. Preparación de los cortes de tejido 

Los tejidos se fijan en formalina neutra al 10% tamponada con fosfato, durante al menos 1 día, se 
deshidratan en etanol gradado, se aclaran en xileno y se incluyen en parafina, siguiendo los protocolos 
estándar. Se calientan cortes de unos 3 µm de espesor (para inmunohistoquímica, preparados sobre 
portaobjetos recubiertos de poli-L-lisina) a 56–58°C (máximo de 60°C) durante 20 minutos, se 
desparafinan (dewaxed) en xileno, se rehidratan con etanol gradado y se tiñen con hematoxilina y 
eosina para la histopatología y la inmunohistoquímica, como se describe a continuación. 

4.2.6.2. Protocolo de tinción para inmunohistoquímica 

Todas las incubaciones se realizan a temperatura ambiente y todos los pasos de lavado se realizan 
con solución salina tamponada con Tris (TBS). 

i) En primer lugar se bloquean los puntos de unión de anticuerpo inespecífico en albúmina 
sérica bovina (BSA) diluida en TBS durante 20 minutos. A continuación se vierte la solución 
sin lavar.  

ii) Los cortes se incuban con anticuerpo primario (anticuerpo 4H1 monoclonal de ratón contra la 
glucoproteína E1 del AVS [Todd et al., 2001]), se diluyen a 1/3000 en BSA al 2,5% en TBS y 
después se incuban durante toda una noche; el siguiente paso son dos baños de lavado, que 
duran como mínimo 5 minutos.  

iii) Los cortes se incuban con anticuerpos secundarios (anticuerpos anti Ig de ratón generados 
en conejo y biotinilados) diluidos a 1/300 durante 30 minutos, seguidos de baños de lavado 
iguales a los del paso ii.  

iv) Los cortes se incuban con estreptavidina con fosfatasa alcalina a 1/500 durante 30 minutos y 
a continuación se aplican baños de lavado como los del paso ii.  

v) Para la detección de anticuerpos ligados, los cortes se incuban con Fast Red1 (1 mg ml–1) y 
Naphthol AS-MX fosfato (0,2 mg ml–1) con Levamisol 1 mM en TBS 0,1 M (pH 8,2), se 
permite el revelado durante 20 minutos y después se aplica un lavado en agua de grifo; a 
continuación se aplica la tinción de contraste con hematoxilina de Mayer y se montan en 
medio de montaje acuoso.   

Se incluyen cortes positivos a AVS y negativos a AVS como controles en cada ejecución (Taksdal et 
al., 2007) 

4.2.7. Microscopía electrónica/citopatología 

No aplicable a uso diagnóstico. 

4.2.8. Diagnósticos diferenciales 

4.2.8.1. Diagnósticos diferenciales relevantes para la anatomopatología microscópica (Apartado 4.2.3) 

Los tejidos afectados por una infección por AVS, presentan inflamación del músculo esquelético y 
cardiaco (IMEC), síndrome de miocardiopatía (SMC) y NPI. No obstante, al examinar mediante 
histopatología todos los órganos principales, el patrón de los órganos afectados suele tener un 
aspecto diferente:  

 Infección por AVS IMEC SMC NPI 

Corazón* + + + – 

Páncreas + – – + 

Músculo esquelético + + – – 

*Las alteraciones cardiacas del SMC afectan principalmente a la capa esponjosa más interna del ventrículo y de 
la aurícula, mientras que en la infección por AVS y en la IMEC, la capa compacta del ventrículo es la que resulta 
más gravemente afectada. Aunque estas tres enfermedades incluyen epicarditis, la IMEC es la que causa una 

inflamación más intensa del epicardio. 

                                                            

1  La mención de productos comerciales concretos a modo de ejemplos no implica su aceptación por parte de la OIE. Esto 
es aplicable a todos los productos mencionados en este Manual Acuático. 
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En una fase inicial de la infección, aguda y muy corta, cuando solo ha aparecido necrosis del 
páncreas exocrino, una infección por AVS podría confundirse con una NPI causada por el virus de la 
NPI (VNPI). En estos casos, el examen virológico aclarará cuál es el agente causal.  

Los exámenes virológicos y serológicos, combinados con un examen histopatológico de 5-10 peces 
clínicamente enfermos suelen aclarar la situación. La IMEC y el SMC solo se han detectado en 
salmón del Atlántico.  

4.3. Métodos de detección e identificación del agente 

4.3.1. Métodos directos de detección 

4.3.1.2. Aislamiento e identificación del agente 

4.3.1.2.1. Cultivo celular 

El aislamiento de cepas naturales de AVS en cultivo celular puede ser difícil (Christie, 1998; 
Graham, 2007c; Petterson et al., 2013). Para el aislamiento primario de AVS es frecuente utilizar 
CHSE-214, pero pueden emplearse líneas celulares susceptibles como BF-2, FHM, SHK-1, EPC, 
CHH-1 u otras. Se han observado diferencias de susceptibilidad a la línea celular entre distintas 
cepas naturales del AVS (Graham et al., 2008; Herath et al., 2009), y por lo tanto se recomienda 
probar varias líneas celulares para el aislamiento inicial en cultivo celular del AVS cuando se 
trabaja en un laboratorio nuevo o con una nueva cepa vírica.  

Las células de la línea CHSE-214 se cultivan a 20°C en medio mínimo esencial de Eagle (EMEM) 
con aminoácidos no esenciales y tampón HEPES (ácido 4-[2-hidroxietil] piperazina-1-
etanesulfónico) 0,01 M o bien medio de cultivo celular Leibovitz L-15, ambos suplementados con 
suero bovino fetal (FBS) (al 5% o 10%) y L-glutamina (4 mM).  

Para el aislamiento del virus, las células se cultivan en frascos de cultivo celular o placas de cultivo 
celular multipocillo. Pueden inocularse controles positivos al AVS paralelamente con muestras de 
tejido a modo de prueba de susceptibilidad celular al AVS. Cuando se incluyan controles positivos, 
deben tomarse medidas para evitar la contaminación.  

i) Inoculación de monocapas celulares 

Se prepara una suspensión al 2% de homogenado de tejido o una suspensión al 10% de 
suero empleando medio L-15 o EMEM sin suero u otro medio cuya idoneidad esté 
documentada. Se retira el medio de cultivo de las monocapas que estén creciendo 
activamente (cultivos de 1 a 2 días de edad o cultivos con un 70-80% de confluencia) 
cultivadas en frascos de cultivo tisular o placas de cultivo celular multipocillo (véase arriba). 
Se inoculan las monocapas con un volumen bajo del homogenado tisular al 2% o dilución 
sérica al 10% (para frascos de 25 cm2: 1,5 ml). Se ajusta el volumen a la superficie que se 
esté utilizando. Se deja incubar durante 2-3 horas a 15°C y a continuación se retira el inóculo 
y se añade medio L-15 o EMEM fresco suplementado con suero fetal bovino al 2-5% (para 
frascos de 25 cm2: 5 ml). 

Cuando las muestras de peces proceden de lugares de producción en los que el VNPI se 
considera endémico, antes de la inoculación debe incubarse el sobrenadante del tejido 
homogenado (durante al menos 1 hora a 15°C) con una combinación de antisueros contra los 
serotipos nativos del VNPI.  

ii) Seguimiento de la incubación 

Se examinan los cultivos celulares inoculados (mantenidos a 15°C) a intervalos periódicos (al 
menos cada 7 días) para comprobar si aparece efecto citopático (ECP). El ECP clásico 
debido al AVS son placas de células picnóticas y vacuoladas. No obstante, las cepas 
naturales noruegas de AVS (tanto SAV3 como SAV2 marina) no suelen producir ECP a bajo 
número de pases, y esto también se ha observado en otros subtipos del AVS (Graham et al., 
2008; Petterson et al., 2013). Si pasados 14 días no ha aparecido ECP, se procede al 
subcultivo en cultivos celulares nuevos.  

iii) Procedimiento del subcultivo 

Catorce días (o antes, cuando aparece un ECP evidente) después de la inoculación, los 
cultivos se congelan a -80°C y se descongelan (este procedimiento se puede repetir 1-
2 veces) para liberar el virus de las células infectadas. 

Tras la centrifugación a 3.000 g durante 5 minutos, los sobrenadantes se inoculan en cultivos 
celulares nuevos como se ha indicado para la inoculación primaria: se retira el medio de 
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cultivo y se inoculan monocapas con un pequeño volumen de sobrenadante diluido (1/5 y 
diluciones superiores) durante 2-3 horas antes de añadir el medio nuevo.  

Los cultivos celulares inoculados se incuban durante al menos 14 días y se examinan a 
intervalos periódicos, como se ha descrito para la inoculación primaria. Al final del periodo de 
incubación, o antes si aparece ECP evidente, se recoge el medio para identificar el virus, 
como se describe a continuación. Para comprobar si contienen AVS, los cultivos celulares 
siempre deben examinarse mediante inmunofluorescencia (prueba de la inmunofluorescencia 
indirecta [IFAT]), puesto que puede producirse replicación vírica sin que aparezca ECP 
evidente.  

iv) Verificación del crecimiento de AVS en cultivo celular basada en anticuerpos 

Todas las incubaciones siguientes se llevan a cabo a temperatura ambiente a no ser que se 
especifique lo contrario. 

a) Se preparan monocapas de células en placas de cultivo tisular adecuadas (por ejemplo, 
placas de 96 pocillos), o en cubreobjetos, en función del tipo de microscopio de que se 
disponga (para las monocapas cultivadas en placas de cultivo tisular es necesario un 
microscopio invertido equipado con luz UV). Deben incluirse las monocapas necesarias 
para los controles negativos y positivos.  

b) Se inoculan las monocapas con las suspensiones víricas a identificar en diluciones 
decimales, a razón de dos monocapas por dilución. Se añade control positivo del virus a 
diluciones conocidas para que dé una buena reacción de tinción. Se incuban los cultivos 
celulares inoculados a 15°C durante 9-11 días.  

c) Se fijan en acetona al 80% durante 20 minutos tras retirar el medio de cultivo celular y 
se enjuagan una vez con acetona al 80%. Se retira el fijador y se secan al aire durante 
1 hora. Si es necesario, los cultivos celulares fijados pueden almacenarse secos durante 
14 días a 4°C hasta la tinción.  

d) Se incuban las monocapas celulares con anticuerpos monoclonales anti AVS a una 
dilución adecuada en solución salina tamponada con fosfato (PBS) durante 1 hora y se 
enjuagan tres veces con PBS con Tween 20 al 0,05%.  

e) Se incuban con anticuerpos anti Ig de ratón conjugados con isotiocianato de 
fluoresceína (ITCF) durante 1 hora (o bien, si el anticuerpo primario es policlonal y 
procede de conejos, se utiliza anticuerpo contra inmunoglobulina de conejo conjugado 
con ITCF), siguiendo las instrucciones del proveedor. Para aumentar la sensibilidad de 
la prueba, los anticuerpos anti Ig de ratón conjugados con ITCF pueden sustituirse por 
anticuerpos anti Ig de ratón marcados con biotina y estreptavidina marcada con ITCF, 
con un lavado como el del paso d) entre estos pasos. Los núcleos se pueden teñir con 
yoduro de estreptavidina (100 µg ml–1 en agua destilada estéril). Se añade PBS (sin 
Tween 20) y se examinan a luz UV. Para evitar que se velen, las placas teñidas deben 
mantenerse en la oscuridad hasta que se examinen. Para periodos de almacenaje 
largos (más de 2-3 semanas) puede utilizarse una solución de 1,4-diazabiciclooctano 
(DABCO al 2,5% en PBS, pH 8,2) o un reactivo similar, a modo de solución anti-velado.  

4.3.1.2.3. Reacción en cadena de la polimerasa con transcripción inversa (RT-PCR), RT-PCR en tiempo real y 
genotipificación mediante secuenciación 

Los cebadores descritos a continuación para la RT-PCR en tiempo real y la RT-PCR con 
secuenciación detectarán todos los subtipos conocidos de AVS.  

Puede utilizarse la RT-PCR para detectar el AVS en ARN total (o ácidos nucleicos totales) extraído 
de los órganos o tejidos de elección (véase el Apartado 3.4). La RT-PCR en tiempo real para la 
detección del AVS se recomienda porque aumenta la especificidad y también la sensibilidad de la 
prueba.  

Para la genotipificación, se recomienda la RT-PCR con posterior secuenciación de fragmentos de 
los genes que codifican las proteínas E2 y nsP3.  

A continuación se muestra una lista de los cebadores y la sonda necesarios para la RT-PCR en 
tiempo real del gen nsP1, así como los cebadores necesarios para la genotipificación. Los 
cebadores E2 también pueden utilizarse para la detección mediante RT-PCR convencional del 
AVS, si es necesario. 
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RT-PCR: Secuencias de cebadores y sondas Denominación Segmento 
genómico 

Tamaño del 
producto 

Referencia 

QnsP1F: 5’-CCG-GCC-CTG-AAC-CAG-TT-3’ 
QnsP1R: 5’-GTA-GCC-AAG-TGG-GAG-AAA-GCT-3’ 

Sonda QnsP1: 5’FAM-CTG-GCC-ACC-ACT-TCG-A-MGB3’ 

Cebador directo 
Cebador inverso 
Taqman®probe 

QnsP1 107 nt Hodneland 
et al., 2006 

E2F: 5’-CCG-TTG-CGG-CCA-CAC-TGG-ATG-3’ 
E2R: 5’-CCT-CAT-AGG-TGA-TCG-ACG-GCA-G-3’ 

Cebador directo 
Cebador inverso 

E2 516 nt Fringuelli  
et al., 2008 

nsP3F: 5’-CGC-AGT-CCA-GCG-TCA-CCT-CAT-C-3’ 
nsP3R: 5’-TCA-CGT-TGC-CCT-CTG-CGC-CG-3’ 

Cebador directo 
Cebador inverso 

nsP3 490 nt Fringuelli  
et al., 2008 

4.3.2. Métodos serológicos 

4.3.2.1 Neutralización sérica basada en la inmunoperoxidasa (Graham et al., 2003)  

En estudios experimentales se ha observado que pueden detectarse anticuerpos neutralizantes 10-
16 días después de la infección (Graham et al., 2003), y pueden utilizarse pruebas de neutralización 
en suero (SN) como método de diagnóstico para la detección de anticuerpos contra el AVS. Las 
pruebas de SN se basan en la presencia o ausencia de crecimiento de virus detectable en cultivos 
celulares tras la incubación con un suero que podría contener anticuerpos neutralizantes. Además, la 
prueba permite detectar virus en suero o plasma, si lo hay.  

Se cultivan células de la línea CHSE-214 como se describe en el Apartado 4.3.1.2.1 Cultivo celular. 
Se prepara una suspensión de células tripsinizadas, diluidas a 1/3 en medio de cultivo (FBS al 10%) 
para la prueba de la SN.  

i) Se preparan diluciones a 1/20 y 1/40 de cada suero problema en medio de mantenimiento 
(FBS al 2%), y se transfieren a dos pocillos duplicados (15 µl por pocillo) de una placa de 
microtitulación de grado de cultivo tisular y fondo plano. Se añade un volumen igual de virus 
(100 DICT50 [mediana de la dosis infectiva en cultivo tisular]) y la placa se incuba durante 

2 horas a temperatura ambiente.  

ii) Se añaden 70 µl de medio de mantenimiento, y 50 µl de suspensión celular CHSE-214 a 
cada pocillo, y las placas se incuban durante 3 días a 15°C.   

iii) A continuación, la monocapa celular se fija y tiñe como se describe en el Apartado 4.3.1.2.1, 
paso iv Verificación del crecimiento de AVS en cultivo celular basada en anticuerpos, o 
empleando el siguiente procedimiento: se fijan monocapas de células CHSE-214 durante 
30 minutos a temperatura ambiente en formalina tamponada neutra al 10%. Tras dos lavados 
con PBS 0,1 M, se añade un anticuerpo monoclonal (MAb) contra el AVS a las monocapas a 
una dilución adecuada. Se visualizan los MAb fijados con un sistema de estreptavidina-biotina 
marcada siguiendo las instrucciones del fabricante.  

iv) A continuación, se calculan los títulos de SN (ND50) según el método de Karbere (1931), y los 

títulos ≥ 1:20 se consideran positivos. Siempre deben incluirse tanto controles séricos (sin 
virus añadido) como controles con virus (sin suero añadido), para garantizar la validez de los 
resultados.  

5. Idoneidad de las pruebas para cada uso previsto 

Los métodos actualmente disponibles para la vigilancia dirigida y el diagnóstico de la infección por el AVS se 
detallan en la Tabla 5.1. Las denominaciones utilizadas en la Tabla indican: a =el método es el recomendado por 
razones de disponibilidad, utilidad y especificidad y sensibilidad de diagnóstico; b= el método es estándar, con 
buena sensibilidad y especificidad de diagnóstico; c = el método tiene aplicación en algunas situaciones, pero el 
coste, la precisión u otros factores limitan seriamente su aplicación; y d= el método no se recomienda 
actualmente para este fin. Esta clasificación es de alguna forma subjetiva ya que la idoneidad implica cuestiones 
de fiabilidad, sensibilidad, especificidad y utilidad. Aunque no todas las pruebas incluidas en las categorías a o b 
se han sometido a estandarización y validación formales, su naturaleza sistemática y el hecho de que se hayan 
usado generalmente sin resultados dudosos las hace aceptables. 
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Tabla 5.1. Métodos de vigilancia dirigida y diagnóstico 

Método 

Vigilancia dirigida 
Diagnóstico 
provisional 

Diagnóstico 
confirmativo 

Alevines Juveniles Adultos 

Signos macroscópicos d d d c d 

Histopatología c c c a a 

Inmunohistoquímica d d d b b 

Aislamiento en cultivo 
celular 

d d d c c 

Neutralización en suero d c b a b 

RT-PCR en tiempo real b b b b b 

RT-PCR con secuenciación d b b b a 

RT-PCR = Reacción en cadena de la polimerasa con transcripción inversa. 

6. Prueba(s) recomendada(s) para la vigilancia dirigida destinada a declarar la ausencia de 
infección por AVS 

La prueba recomendada para la vigilancia de poblaciones de peces susceptibles para declarar la ausencia de 
AVS es la RT-PCR, como se describe en el Apartado 4.3.1.2.3 de este capítulo. 

7. Criterios de diagnóstico confirmativo 

7.1. Definición de caso sospechoso 

Un caso sospechoso de infección por el AVS se define como: 

i) Signos clínicos compatibles con infección por el AVS (Apartado 4.1.1) 

o 

ii) Lesiones macroscópicas o microscópicas compatibles con la enfermedad (Apartados 4.2.1 y 4.2.3) 

o 

iii) Detección de anticuerpos contra el AVS (Apartado 4.3.2.1) o detección del AVS (Apartado 4.3.1.2.) 

o 

iv) Existencia de información epidemiológica de contacto infeccioso con uno o varios casos sospechosos 
o confirmados. 

7.2. Definición de caso confirmado 

Datos que indiquen la presencia del AVS obtenidos con dos pruebas de laboratorio independientes, como 
lesiones microscópicas (Apartado 4.2.3), cultivo celular (Apartado 4.3.1.2), RT-PCR (Apartado 4.3.1.2.3) o 
serología (Apartado 4.3.2) 
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*   * 

NB: Existe un Laboratorio de Referencia de la OIE para el alfavirus de los salmónidos (puede consultarse la lista 
actualizada en la Tabla del final de este Manual Acuático o en la página web de la OIE:  

http://www.oie.int/es/nuestra-experiencia-cientifica/laboratorios-de-referencia/lista-des-laboratorios/ ).  
Para más información sobre el alfavirus de los salmónidos, por favor contacte con el  

Laboratorio de Referencia de la OIE 
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C A P Í T U L O  2 . 3 . 7 .  
 

VIROSIS  DEL  BAGRE DE CANAL 

1. Ámbito de amplicación 

A efectos de este capítulo, la virosis del bagre de canal (VIBC) (Inouye et al., 1992) es la infección causada por el 
iridovirus del bagre de canal (VBC).  

La VIBC es una causa importante de mortalidad en bagre de canal (Pagrus major) de piscifactoría y en más de 
otras 30 especies de peces marinos cuando viven en piscifactorías (Kawakami y Nakajima, 2002; Matsuoka et al., 
1996) pertenecientes a los órdenes Perciformes y Pleuronectiformes. El primer brote de VIBC se documentó en 
bagre de canal de piscifactoría en la isla de Shikoku, Japón, en 1990 (Inouye et al., 1992). Desde entonces, la 
enfermedad ha causado mortalidades masivas en poblaciones de peces de piscifactoría en la parte occidental de 
Japón, principalmente en bagres de canal juveniles. Los peces afectados quedaron letárgicos, presentaron anemia 
intensa, petequias en las branquias y esplenomegalia (Inouye et al., 1992; Jung et al., 1997; Nakajima y Maeno, 
1998). Esta enfermedad se caracteriza por la aparición de células aumentadas de tamaño que se tiñen 
intensamente con la solución de Giemsa en las observaciones histopatológicas del bazo, el corazón, el riñón, el 
intestino y las branquias de los peces infectados (Inouye et al., 1992).  

Recientemente, se ha comprobado que la enfermedad está causada no solo por el VBC (Inouye et al., 1992; Jeong 
et al., 2003; 2006; Kurita et al., 2002; Kusuda et al., 1994; Nakajima y Kurita, 2005; Nakajima y Sorimachi, 1994) y 
sus sinónimos (Chou et al., 1998; Do et al., 2004; 2005; Gibson-Kueh et al., 2004; Jung et al., 1997; Jung y Oh, 
2000; Kim et al., 2002; Kurita et al., 2004; Miyata et al., 1997; Nakajima y Kurita, 2005; Sudthongkong et al., 2002b), 
sino también por el virus de la necrosis infecciosa del bazo y el riñón (VNIBR) (He et al., 2001; Oseko et al., 2004). 
Esta enfermedad se ha observado no solo en Japón sino también muy extendida en países del este y el sureste 
asiático (Chou et al., 1998; Do et al., 2004; 2005; Gibson-Kueh et al., 2004; Jeong et al., 2003; 2006; Jung et al., 
1997; Jung y Oh, 2000; Kim et al., 2002; Kurita et al., 2004; Miyata et al., 1997; Nakajima y Kurita, 2005; Oseko et 
al., 2004; Sudthongkong et al., 2002b). 

Existe un anticuerpo monoclonal (MAb) contra el VBC (Nakajima y Sorimachi, 1995) que puede detectar tanto el 
VBC como el VNIBR, pero no reconoce los ranavirus de los peces (familia: Iridoviridae) en pruebas anticuerpos 
inmunofluorescentes (IFAT) (Nakajima et al., 1998; Oseko et al., 2004). 

Se utilizan muchos métodos diagnósticos útiles, como la observación de frotis de improntas teñidos o de cortes 
fijados, IFAT en la que se utilizan MAb, y reacciones en cadena de la polimerasa (PCR) (Jeong et al., 2004; Kurita 
et al., 1998; Nakajima et al., 1995; Nakajima et al., 1998; Oshima et al., 1996; 1998).  

Existe una vacuna inactivada por formalina contra la VIBC que es eficaz y que se comercializa en Japón (Nakajima 
et al., 1997; 1998). 

2. Información sobre la enfermedad 

2.1. Factores del agente 

2.1.1. El agente patógeno, cepas del agente 

Esta enfermedad está causada por la cepa Ehime-1 del iridovirus del bagre de canal (VBC) (Inouye et al., 
1992; Jeong et al., 2003; 2006; Kurita et al., 2002; Kusuda et al., 1994; Nakajima y Kurita, 2005; 
Nakajima y Sorimachi, 1994) y otors genotipos del VBC, incluidos muchos virus que se consideran 
sinónimos del VBC (Chou et al., 1998; Do et al., 2004; 2005; Gibson-Kueh et al., 2004; Jung et al., 1997; 
Jung y Oh, 2000; Kim et al., 2002; Miyata et al., 1997; Nakajima y Kurita, 2005; Sudthongkong et al., 
2002b). También está causada por el virus de la necrosis infecciosa del bazo y del riñón (VNIBR) (Oseko 
et al., 2004), que es uno de los virus relacionados con el VBC, pero claramente diferente. También se 
han documentado otros iridovirus que causan enfermedades similares en peces ornamentales de agua 
dulce (Sudthongkong et al., 2002a). Estos virus son difíciles de distinguir genéticamente del VNIBR, y no 
se ha determinado si estas enfermedades deben incluirse en la VIBC. Recientemente, en la Rep. Pop. de 
China y en la Rep. de Corea se han notificado el iridovirus del cuerpo rojizo del rodaballo (IVCRR) (Shi et 
al., 2004; 2010) y sus probables sinónimos (Do et al., 2005, Jeong et al., 2006), que están relacionados 
con el VBC y el VNIBR, aunque son claramente distintos. Se precisa más investigación para poder 
determinar si la enfermedad causada por el IVCRR debe incluirse o no en la VIBC. Todos estos agentes 
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patógenos pertenecen al quinto género de la familia Iridoviridae, y no es posible distinguirlos 
genéticamente ni biológicamente de los ranavirus de los peces, como el virus de la necrosis 
hematopoyética epizoótica (VNHE), el iridovirus del bagre (IVB) y el iridovirus del mero (IVM = iridovirus 
del mero de Singapur [IVMS]) (Kasornchandra y Khongpradit, 1997; Murali et al., 2002; Qin et al., 2001; 
2003; Shi et al., 2004; Song et al., 2004), ninguno de los cuales es patógeno para el bagre de canal 
(Nakajima y Maeno, 1998). 

2.1.2. Supervivencia fuera del hospedador 

Desconocida. 

2.1.3. Estabilidad del agente (métodos eficaces de inactivación) 

Se inactiva sometiéndolo a 56°C durante 30 minutos; es sensible al éter y al cloroformo; se inactiva en 
presencia de formalina (0,1%); es estable en tejidos congelados a –80°C. 

2.1.4. Ciclo de vida 

No es aplicable. 

2.2. Factores del hospedador 

2.2.1. Especies hospedadoras susceptibles 

En el caso de la infección por el VBC, se sabe que son susceptibles: el bagre de canal (Pagrus major), 
Acanthopagrus schlegeli, Acanthopagrus latus, Evynnis japonica, el medregal del Japón (Seriola 
quinqueradiata), el medregal coronado (Seriola dumerili), el medregal rabo amarillo (Seriola lalandi), el 
híbrido de medregal rabo amarillo x medregal del Japón (S. lalandi × S. quinqueradiata), el jurel dentón 
(Pseudocaranx dentex), el atún rojo (Thunnus thynnus), el carite oriental (Scomberomorus niphonius), el 
estornino (Scomber japonicus), el jurel japonés (Trachurus japonicus), Oplegnathus fasciatus, 
Oplegnathus punctatus, la cobia (Rachycentron canadum), Trachinotus blochii, Parapristipoma 
trilineatum, Plectorhinchus cinctus, Lethrinus haematopterus, Lethrinus nebulosus, Girella punctata, la 
gallineta (Sebastes schlegeli), Pseudosciaena crocea, el mero de pintas rojas (Epinephelus akaara), 
Epinephelus septemfasciatus, el mero malabárico (Epinephelus malabaricus), Epinephelus bruneus, 
Epinephelus coioides, Epinephelus awoara, el mero lutria (Epinephelus tauvina), Epinephelus 
fuscoguttatus, el mero guasa (Epinephelus lanceolatus), Lateolabrax japonicas, los serránidos 
(Lateolabrax sp.), la lubina (Lates calcarifer), el híbrido de lubina estriada x tilo blanco americano (Morone 
saxatilis × M. chrysops), la perca atruchada (Micropterus salmoides), el falso halibut del Japón 
(Paralichthys olivaceus), Verasper variegatus y Takifugu rubripes. En el caso de la infección por el 
VNIBR, se sabe que son susceptibles: Siniperca chuatsi, el corvinón ocelado (Sciaenops ocellatus), el 
mugil (Mugil cephalus) y Epinephelus sp. 

2.2.2. Fases susceptibles de la vida del hospedador  

Desde juveniles a adultos (la susceptibilidad de los juveniles en general es más alta que la de los adultos). 

2.2.3. Especies o subpoblaciones predilectas (probabilidad de detección) 

En el caso de la infección por el VBC, los peces del género Oplegnathus son más sensibles que otros. 

2.2.4. Órganos diana y tejidos infectados 

Se observan células infectadas en el bazo, el riñón, el corazón, el intestino y las branquias. 

2.2.5. Infección persistente con portadores de por vida 

Se desconoce. 

2.2.6. Vectores 

Se desconocen. 

2.2.7. Animales acuáticos salvajes portadores o sospechosos de serlo 

Se desconocen. 
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2.3. Patrón de la enfermedad 

2.3.1. Mecanismos de transmisión 

El principal mecanismo de transmisión del VBC es horizontal, por el agua. La transmisión vertical del 
VBC todavía no se ha estudiado. 

2.3.2. Prevalencia  

Esta enfermedad se observa en poblaciones de piscifactoría. 

2.3.3. Distribución geográfica 

Se ha notificado VIBC causada por el VBC y por el VNIBR no solo en Japón sino también en muchas 
otras partes de distintos países del este y el sureste asiático (Chinese Taipei, China [People’s Rep. of], 
Hong Kong, Korea [Rep. of], Malaysia, Philippines, Singapore, and Thailand) (Chou et al., 1998; Chua et 
al., 1994; Do et al., 2004; 2005; Gibson-Kueh et al., 2004; Jeong et al., 2003; 2006; Jung et al., 1997; 
Jung y Oh, 2000; Kawakami y Nakajima, 2002; Kurita et al., 2004; Miyata et al., 1997; Oseko et al., 2004; 
Sudthongkong et al., 2002b). 

2.3.4. Mortalidad y morbilidad 

En función de las especies de peces hospedadores, del tamaño de los peces, de la edad de los mismos, 
de la temperatura del agua y de otras condiciones del cultivo, la mortalidad oscila entre el 0% y el 100%. 
La morbilidad se desconoce. 

2.3.5. Factores ambientales 

Se han observado brotes principalmente en verano a temperaturas de 25°C y superiores.  

2.4. Control y prevención  

2.4.1. Vacunación 

Actualmente se dispone de una vacuna comercial eficaz inactivada por formalina contra el VIBC para el 
bagre de canal (Pagrus major), el jurel dentón (Pseudocaranx dentex), Malabar grouper (Epinephelus 
malabaricus), Epinephelus coioides), el mero malabárico (Epinephelus malabaricus), Epinephelus 
coioides y otras especies de peces pertenecientes al género Seriola de Japón. Es difícil proteger a peces 
del género Oplegnathus mediante vacunación. 

2.4.2. Tratamiento con sustancias químicas 

No disponible. 

2.4.3. Inmunoestimulación 

En estudio. 

2.4.4. Selección genética a favor de la resistencia 

En estudio. 

2.4.5. Repoblación con especies resistentes 

En estudio. 

2.4.6. Agentes bloqueantes 

Se desconocen. 

2.4.7. Desinfección de huevos y larvas 

No se dispone de datos. 

2.4.8. Prácticas generales de manejo 

Para reducir las pérdidas debidas al VIBC se utilizan varias prácticas generales de manejo, como las 
siguientes: introducir peces libres de agentes patógenos, implementar prácticas de higiene en las 
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piscifactorías y evitar prácticas que puedan disminuir la calidad del agua y/o aumentar el estrés, como el 
hacinamiento o la sobrealimentación.  

3. Obtención de muestras  

3.1. Elección de ejemplares 

Deben escogerse peces moribundos. 

3.2. Conservación de las muestras para su envío 

Se guardan los peces a 4°C si van a ser utilizados en un plazo de 24 horas (o a –80°C si se va a tardar más 
[hasta varios años]).  

3.3. Combinación de varias muestras 

Pueden combinarse varias muestras de tejidos (bazo y riñón) que contenga no más de cinco peces juveniles 
cada una (de menos de 3 cm). 

3.4. Órganos y tejidos de elección 

Aunque pueden utilizarse branquias y vísceras como el bazo, el corazón, el riñón, el hígado y el intestino, 
también se recomienda tomar muestras de tejidos de bazo y/o de riñón; el bazo en concreto puede ser el 
órgano más adecuado para la preparación de frotis que se vayan a utilizar en la IFAT. 

3.5. Muestras/tejidos que no son adecuados 

Los peces muertos con signos de descomposición tisular avanzada no serán adecuados para ningún tipo de 
análisis. 

4. Métodos de diagnóstico 

4.1. Métodos de diagnóstico de campo 

4.1.1. Signos clínicos 

Los peces afectados se vuelven letárgicos y presentan anemia extrema, petequias en las branquias y 
aumento de tamaño del bazo. 

4.1.2. Alteraciones del comportamiento 

Los peces enfermos nadan de forma poco enérgica y presentan movimientos respiratorios anómalos o 
llamativos causados por la anemia. 

4.2. Métodos clínicos 

4.2.1. Anatomopatología macroscópica 

Palidez en las branquias y aumento de tamaño del bazo. 

4.2.2. Bioquímica clínica 

Hematocrito bajo. 

4.2.3. Anatomopatología microscópica 

Véanse los métodos de preparación de frotis (apartado 4.2.5) y la microscopía electrónica/citopatología 
(apartado 4.2.6). La anatomopatología microscópica debería confirmar la presencia de células 
anormalmente aumentadas de tamaño en tejidos como el bazo, el corazón, el riñón, el intestino o las 
branquias. 
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4.2.4. Preparaciones húmedas 

Ninguna. 

4.2.5. Frotis 

Confirman la presencia de células anormalmente aumentadas de tamaño en frotis de bazo preparados 
por impronta y teñidos con solución de Giemsa. 

4.2.6. Cortes fijados 

Confirman la presencia de células anormalmente aumentadas de tamaño, habitualmente basófilas en 
cortes de bazo teñidos con hematoxilina-eosina. 

4.2.7. Microscopía electrónica/citopatología 

Confirma la presencia de viriones (200–240 nm de diámetro) en las células aumentadas de tamaño. 

4.3. Métodos de detección e identificación del agente 

4.3.1. Métodos directos de detección 

4.3.1.1. Métodos microscópicos 

4.3.1.1.1. Preparaciones húmedas 

Ninguna. 

4.3.1.1.2. Frotis 

El examen de frotis realizados por impronta y fijados en acetona tomados de peces enfermos pone de 
manifiesto células del bazo, el corazón o el riñón anormalmente aumentadas de tamaño. Estas 
células aumentadas de tamaño reaccionan frente a MAb anti-VBC (M10) en la prueba de la detección 
de antígeno basada en anticuerpos (IFAT) (Nakajima et al., 1999). 

4.3.1.1.3. Cortes fijados 

El examen de cortes histológicos de peces enfermos puede poner de manifiesto células 
anormalmente aumentadas de tamaño del bazo, el corazón, el riñón, el hígado, el intestino o las 
branquias. Estas células aumentadas de tamaño puede reaccionar frente a MAb anti-VBC en la 
prueba de la inmunohistoquímica. Sin embargo, este método todavía no está del todo validado.  

4.3.1.2. Aislamiento e identificación del agente 

El aislamiento del VBC y del VNIBR de peces marinos se lleva a cabo utilizando la línea celular de la 
aleta de ronco catire (GF) (Oseko et al., 2004); el aislamiento de los virus de peces de agua dulce, 
como el gurami, es difícil. Los tejidos de bazo y/o riñón de peces enfermos son muestras adecuadas. 
Deben cultivarse células en medio basal de Eagle (BME) suplementado con suero fetal bovino (FBS) al 
10% a 25°C en una incubadora de temperatura controlada para garantizar el posterior éxito en el 
aislamiento del VBC. Pueden obtenerse virus para ser utilizados como controles positivos en el 
Laboratorio de Referencia de la OIE para la VIBC. Como controles negativos se utilizan células no 
infectadas. Tras el desarrollo de efecto citopático (ECP) por parte del virus, la identificación del virus se 
llevaría a cabo utilizando métodos de detección del antígeno basados en anticuerpos (IFAT) y/o 
basados en el ácido nucleico (PCR). 

4.3.1.2.1. Cultivo celular/medios artificiales  

Inoculación de monocapas celulares 

i) Tras el procedimiento de extracción de virus descrito en el Capítulo 2.3.0, apartado A.2.2.2, se 
prepara otra dilución decimal de sobrenadante de homogenado de bazo a 1/10 y se transfiere un 
volumen adecuado de cada una de las dos diluciones a monocapas celulares de 24 horas de 
edad. Se inoculan al menos 2 cm2 de la monocapa celular drenada con 100 µl de cada dilución. 

ii) Se deja adsorber durante 0,1-1 hora a 25°C y, sin retirar el inóculo, se añade el medio de cultivo 
celular tamponado a pH 7,6 y suplementado con FBS al 2% (1 ml/pocillo en el caso de las 
placas de cultivo celular de 24 pocillos), y se incuba a 25°C utilizando una incubadora de 
temperatura controlada. 
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Seguimiento de la incubación 

i) Se sigue el curso de la infección en controles positivos y otros cultivos celulares inoculados 
mediante el examen microscópico diario a 40-100 aumentos durante 10 días. Se recomienda 
utilizar un microscopio de contraste de fases. 

ii) Si aparece ECP en los cultivos celulares inoculados con diluciones de los homogenados 
problema, deben llevarse a cabo procedimientos de identificación de inmediato (véase abajo). 

Si se está implementando un programa de vigilancia/control sanitario de los peces, tal vez 
tengan que tomarse medidas para suspender el estado sanitario aprobado en la unidad de 
producción y/o en la zona (si se aprobó previamente) del cual proceda la muestra positiva al 
virus. La suspensión del estado aprobado se mantendrá hasta que se demuestre que el virus en 
cuestión no es VBC ni VNIBR. 

iii) Si no aparece ECP en los cultivos inoculados (a pesar del avance normal del ECP en los 
controles del virus) tras 10 días de incubación, los cultivos inoculados debe subcultivarse 
durante 7 días más. En el caso de que el control del virus no desarrolle ECP, el proceso deberá 
repetirse con células susceptibles nuevas y nuevos lotes de muestras. 

Procedimientos para el subcultivo 

i) Se recogen alícuotas de medio de cultivo celular de todas las monocapas inoculadas con 
diluciones de cada sobrenadante de los homogenados problema.  

ii) Se inoculan monocapas celulares como se ha descrito antes (Inoculación de monocapas 
celulares, pasos i e ii). 

iii) Se incuban y se les realiza un seguimiento como se ha descrito antes (Inoculación de 
monocapas celulares, pasos i e ii y Seguimiento de la incubación, pasos i e ii). 

Si no apareceECP, la prueba podría ser declarada negativa. 

4.3.1.2.2. Métodos de detección del antígeno basados en anticuerpos (IFAT)  a partir de frotis preparados por 
impronta  

Las muestras a analizar son frotis preparados por impronta de bazo de peces afectados. 

Se utiliza un frotis preparado por impronta de bazo de peces no infectados como control negativo, y 
un frotis preparado por impronta de bazo de peces en los que se ha confirmado que están infectados 
por el VBC como control positivo. 

Pueden obtenerse controles positivos (frotis preparados por impronta fijados y secados al aire de 
bazo de peces infectados) en el Laboratorio de Referencia de la OIE. Se utilizan improntas de bazos 
de peces sanos como controles negativos.  

Procedimiento analítico 

i) Se sangre el pez por completo. 

ii) Se preparan improntas de bazo en portas de vidrio limpios. 

iii) Se guardan los trozos de baso a 4°C junto con los otros órganos necesarios para el aislamiento 
del virus por si más tarde se necesitan. 

iv) Se dejan secar las improntas al aire durante 20 minutos. 

v) Se fijan las improntas con acetona fría. 

vi) Se tratan las improntas con la solución de MAb (M10) durante 30 minutos a 37°C en una cámara 
húmeda. 

vii) Se enjuagan tres veces con PBS. 

viii) Se incuban las improntas durante 30 minutos a 37°C en una cámara húmeda con una solución 
de anticuerpos específicos anti-ratón conjugados con ITCF preparada según las instrucciones 
del fabricante. Estos anticuerpos conjugados a ITCF suelen ser de conejo o de cabra.  

ix) Se enjuagan tres veces con PBS. 

x) Se montan los portas con cubreobjetos utilizando solución salina de glicerol antes de la 
observación al microscopio. 
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xi) Se examinan con luz UV directa utilizando un microscopio con oculares de 10 aumentos y 
objetivos de 20-40 aumentos. Antes de iniciar la observación debe observarse que los controles 
positivos y negativos dan los resultados esperados. 

Niveles de validación: 

• Especificidad y sensibilidad: Los MAb M10 pueden detectar tanto el VBC como el VNIBR (31) 
pero no detectan ranavirus. La reactividad de los MAb contra el IVCRR todavía no está 
confirmada. 

• Método de referencia: Las células anormalmente aumentadas de tamaño con fluorescencia 
fuerte se confirman mediante IFAT. 

Interpretación de los resultados: 

• Si la prueba es positiva, los peces de los que se tomaron las muestras se considerarán 
infectados por el VBC o el VNIBR y por la enfermedad VIBC. Si la prueba es negativa, se 
procesan las muestras de órganos guardadas a 4°C para el aislamiento del virus en cultivos 
celulares como se ha descrito antes. 

Se dispone de reactivos en el Laboratorio de Referencia de la OIE y en empresas. El Laboratorio de 
Referencia de la OIE puede suministrar el MAb M10. 

4.3.1.2.3. Métodos de detección del antígeno basados en anticuerpos (IFAT, ELISA, etc.) a partir del cultivo 
celular 

El VBC (y probablemente el VNIBR también) no puede identificarse mediante pruebas de 
neutralización porque los antisueros generados por la inmunización de conejos tienen pocos 
anticuerpos neutralizantes. 

4.3.1.2.3.1 Prueba de la inmunofluorescencia indirecta 

Las muestras que tienen que tomarse para el análisis son monocapas celulares infectadas fijadas en 
acetona que hayan presentado ECP. 

Se utiliza una monocapa celular no infectada como control negativo, y se utiliza una monocapa celular 
infectada por el VBC como control positivo. 

La IFAT se lleva a cabo directamente tras el aislamiento del virus en cultivo celular. 

i) Se preparan monocapas de células sobre cubreobjetos hasta alcanzar aproximadamente un 
18% de confluencia, que normalmente se logra en un plazo de 24 horas de incubación a 25°C. 
El contenido en FBS del medio de cultivo celular se reduce al 2%. 

ii) Cuando las monocapas celulares están listas, se inocula la suspensión de virus problema 
realizando a diluciones decimales seriadas añadiéndola directamente a los pocillos del cultivo 
celular o a los frascos. 

iii) Se incuba a 25°C durante 24–72 horas. 

iv) Cuando aparece ECP, se retira el medio de cultivo celular y se enjuaga tres veces con solución 
salina tamponada con fosfato (PBS). Se secan al aire las células infectadas y se fijan con 
acetona fría (guardada a -20°C) durante 10 minutos. 

v) Se dejan secar las monocapas celulares al aire durante al menos 30 minutos y se procesan de 
inmediato o se congelan a -20°C. 

vi) Se prepara una solución de MAb M10 a la dilución previamente determinada. 

vii) Se tratan las monocapas celulares con la solución de MAb durante 30 minutos a 37°C en una 
cámara húmeda. 

viii) Se enjuagan las células tres veces durante 5 minutos con PBS. 

ix) Se incuban con un anticuerpo específico anti-ratón conjugado a isotiocianato de fluoresceína 
(ITCF) (se prepara según las instrucciones del fabricante) durante 30 minutos a 37°C en la 
oscuridad en una cámara húmeda. 

x) Se enjuagan tres veces durante 5 minutos con PBS. 

xi) Se examinan las monocapas celulares tratadas sobre placas de plástico de inmediato, o se 
montan los cubreobjetos utilizando solución salina con glicerol a pH 8,5 antes de la observación 
microscópica. 
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xii) Se examinan con luz UV incidente utilizando un microscopio con oculares de 10 aumentos y 
objetivos de 20-40 aumentos. Antes de iniciar la observación debe observarse que los controles 
positivos y negativos dan los resultados esperados. Los resultados positivos vienen indicados 
por una fluorescencia difusa por todo el citoplasma. 

Niveles de validación: 

• Especificidad y sensibilidad: Los MAb M10 pueden detectar tanto el VBC como el VNIBS (31) 
pero no detectan ranavirus. La reactividad de los MAb contra el IVCRR todavía no está 
confirmada. 

• Método de referencia: el ECP se caracteriza por muchas células aumentadas de tamaño y el 
virus se confirma por el ECP mediante IFAT. 

Interpretación de los resultados: 

• El virus aislado es VBC o VNIBR y la enfermedad es VIBC. 

Disponibilidad de la prueba: Se dispone de reactivos y material biológico en el Laboratorio de 
Referencia de la OIE para la VIBC y en empresas. El Laboratorio de Referencia de la OIE puede 
suministrar el MAb M10. 

4.3.1.2.3. Técnicas moleculares 

4.3.1.2.3.1 Reacción en cadena de la polimerasa 

Las muestras a analizar son bazo de peces afectados o sobrenadantes de cultivos celulares que 
hayan desarrollado ECP. 

Como control negativo se utiliza ADN extraído del bazo de peces no infectados o ADN extraído del 
sobrenadante de un cultivo celular no infectado. Como control positivo se utiliza ADN extraído del bazo 
de peces que se haya confirmado que están infectados por el VBC o ADN extraído del sobrenadante de 
un cultivo celular infectado. Se escogen los controles en función de los tipos de muestras que se vayan 
a analizar. 

Extracción de ADN de muestras de órganos o sobrenadante de cultivos celulares de virus aislados  

Las muestras de peces o sobrenadantes de cultivo celular se preparan como describen Kurita et al. 
(1998) para la extracción de ADN. Como control positivo se utiliza órgano que previamente se haya 
confirmado que está afectado por el VBC (o el VNIBR), o bien sobrenadante de cultivos celulares 
infectados por el VBC (o VNIBR). Como control negativo se utilizan órganos de peces sanos o 
sobrenadantes de cultivos celulares no infectados. 

Amplificación mediante la reacción en cadena de la polimerasa 

El VBC y el VNIBR tienen grandes genomas de ADN bicatenario. Se utiliza un conjunto de cebadores, 
uno directo, 1-F (5’-CTC-AAA-CAC-TCT-GGC-TCA-TC-3’) y uno inverso, 1-R (5’-GCA-CCA-ACA-
CAT-CTC-CTA-TC-3’) para la amplificación de la secuencia génica (570 bases) tanto del ADN del 
VBC como del ADN del VNIBR mediante PCR (Kurita et al., 1998). (Obsérvese que los cebadores 
previos de la OIE específicos del VBC, 4-F [5’-CGG-GGG-CAA-TGA-CGA-CTA-CA-3’] y 4-R [5’-CCG-
CCT-GTG-CCT-TTT-CTG-GA-3’, cuyo producto tiene un tamaño esperable de 568 pb, no amplifican 
el ADN del VNIBR [Oseko et al., 2004]). Ambos conjuntos de cebadores han sido descritos por Kurita 
et al. (1998). 

El ADN extraído (1 µl) se añade al tampón polimerasa Taq que contiene cada cebador 1 mM, 
desoxinucleótido trifosfato 200 mM, y 1,25 U de polimerasa ADN Ex Taq en tampón 20 mM para PCR 

Mg2+. Esta mezcla se incuba en un termociclador automático programado para 30 ciclos a 94°C 
durante 30 segundos, 58°C durante 60 segundos, y 72°C durante 60 segundos, y finalmente se 
mantiene a 72°C durante 5 minutos. El ADN amplificado (570 pb) se analizar mediante electroforesis 
en gel de agarosa.  

Niveles de validación: 

• Especificidad y sensibilidad: el conjunto de cebadores 1-F y 1-R permite amplificar tanto ADN de 
VBC como de VNIBR con una sensibilidad suficiente. El conjunto previo de cebadores, 4-F y 4-R 
también tiene una sensibilidad suficiente para el VBC, pero no puede utilizarse para amplificar 
ADN del VNIBR. La reactividad de estos conjuntos de cebadores para el IVCRR todavía no se 
ha confirmado. 



Capítulo 2.3.7. — Virosis del bagre de canal 

Manual Acuático de la OIE 2012 9 

• Método de referencia: el producto de la PCR del tamaño esperado se confirma claramente 
mediante electroforesis cuando se utiliza el conjunto de cebadores 1-F y 1-R. 

Interpretación de los resultados: 

• Un resultado positivo en la PCR utilizando el conjunto de cebadores 1-F y 1-R, y con una 
especificidad confirmada por secuenciación, indica la presencia del VBC o el VNIBR y que la 
enfermedad es la VIBC. Un resultado positivo en la PCR opcional utilizando el conjunto previo 
de cebadores, 4-F y 4-R, y ejecutada junto con la PCR previa, indica que el virus es el VBC y 
que la enfermedad es la VIBC y está causada por el VBC. Un resultado negativo con esta PCR 
opcional secundaria indica que el virus es el VNIBR y que la enfermedad es VIBC y está 
causada por el VNIBR. 

Disponibilidad de la prueba: Se dispone de reactivos en el Laboratorio de Referencia de la OIE y en 
fuentes comerciales. 

4.3.1.2.4. Purificación del agente 

Se lleva a cabo por ultracentrifugación en gradiente de CsCl (10–35% p/p). La gravedad de la banda 

de virión resultante es de aproximadamente 1,25–1,3 g ml–1. 

4.3.2. Métodos serológicos 

Todavía no se han desarrollado métodos serológicos en los que se utilice suero de peces afectados. 

5. Idoneidad de las pruebas para cada uso previsto 

Como ejemplo, los métodos actualmente disponibles para la vigilancia dirigida de la VIBC se detallan en la Tabla 
5.1. Las denominaciones utilizadas en la Tabla indican: a =el método es el recomendado por razones de 
disponibilidad, utilidad y especificidad y sensibilidad de diagnóstico; b= el método es estándar, con buena 
sensibilidad y especificidad de diagnóstico; c = el método tiene aplicación en algunas situaciones, pero el coste, la 
precisión u otros factores limitan seriamente su aplicación; y d= el método no se recomienda actualmente para este 
fin. Esta clasificación es de alguna forma subjetiva ya que la idoneidad implica cuestiones de fiabilidad, sensibilidad, 
especificidad y utilidad. Aunque no todas las pruebas incluidas en las categorías a o b se han sometido a 
estandarización y validación formales, su naturaleza sistemática y el hecho de que se hayan usado generalmente 
sin resultados dudosos las hace aceptables. 

Tabla 5.1. Métodos para la vigilancia dirigida y el diagnóstico  

Método 

Vigilancia dirigida 
Diagnóstico 
provisional 

Diagnóstico 
confirmativo 

Larvas PL Juveniles Adultos 

Signos macroscópicos d d d d b d 

Bioanálisis (aislamiento del virus en 
cultivo celular) e identificación 

mediante IFAT o PCR) 
c c c c a a 

MO directa  d d c d b d 

Histopatología d d d d b d 

ME de transmisión d d d d b d 

Pruebas basadas en anticuerpos(IFAT) 
con virus aislados o frotis preparados 

por impronta 
c c c c a a/b 

PCR c c c c a a 

Secuenciación d d d d a a 

PLs = postlarvas; IFAT = prueba de inmunofluorescencia indirecta; PCR = reacción en cadena de la polimerasa;  
MO = microscopía óptica; ME = microscopía electrónica. 
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6. Prueba(s) recomendada(s) para la vigilancia dirigida destinada a declarar la ausencia de la 
virosis del bagre de canal  

No existe ningún método de detección establecido para la vigilancia, porque el estado de portador del agente 
todavía no se ha estudiado. Los métodos provisionales serían el aislamiento del virus seguido de IFAT o PCR 
anidada (Choi et al., 2006). 

7. Criterios de diagnóstico confirmativo 

7.1. Definición de caso sospechoso 

La presencia de VBC o VNIBR debe sospecharse si se cumple al menos uno de los siguientes criterios: 

1) Presencia de signos clínicos típicos y confirmación de células anormalmente aumentadas de tamaño en 
frotis preparados por impronta o cortes de tejido. 

2) Presencia de signos clínicos típicos y confirmación de la presencia de viriones en células anormalmente 
aumentadas de tamaño por microscopía electrónica. 

3) Aislamiento del virus con ECP específico. 

4) Presencia de células positivas en la IFAT en frotis preparados por impronta. 

7.2. Definición de caso confirmado 

La presencia de VBC o VNIBR debe considerarse confirmada si, además de los criterios de 7.1, se cumple 
uno o más de los siguientes: 

1) Aislamiento del virus con ECP específico y resultado positivo en la IFAT utilizando cultivos celulares 
infectados. 

2) Aislamiento del virus con ECP específico y resultado positivo en la PCR utilizando como molde ADN 
extraído de virus aislado. 

3) Resultado positivo en la PCR utilizando como molde ADN de órganos afectados. 

4)    Presencia de células anormalmente aumentadas de tamaño típicas que den positivo en la IFAT con frotis 
preparados por impronta. 
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VIREMIA PRIMAVERAL DE LA CARPA 

1. Ámbito de aplicación 

La viremia primaveral de la carpa (VPC) es una infección por un rabdovirus capaz de inducir una viremia 
hemorrágica y contagiosa aguda en varias especies de carpa y en algunos ciprínidos e icatalúridos. A efectos de 
este capítulo, la VPC se considera una infección por el virus de la viremia primaveral de la carpa (VVPC). Pueden 
hallarse referencias importantes en las revisiones de Wolf (1988), Ahne et al. (2002) y Dixon (2008). 

2. Información sobre la enfermedad 

2.1. Factores del agente 

2.1.1. El agente patógeno, cepas del agente 

El agente etiológico de la VPC es el virus de la viremia primaveral de la carpa (VVPC), una especie del 
género Vesiculovirus, perteneciente a la familia Rhabdoviridae (Carstens, 2010). El genoma vírico es un 
ARN no segmentado, de sentido negativo y monocatenario, que contiene 11.109 nucleótidos que 
codifican cinco proteínas en el siguiente orden: una nucleoproteína (N), una fosfoproteína (P), una 
proteína de la matriz (M), una glucoproteína (G) y una ARN polimerasa dependiente de ARN (L). El 
genoma no contiene un gen no virión (NV) entre los genes G y L, como ocurre en ciertos rabdovirus del 
género Novirhabdovirus (Ahne et al., 2002). La cepa tipo del VVPC se encuentra en la Colección 
Americana de Cultivos Tipo (ATCC VR-1390). Se han enviado al Genbank (número de acceso U18101 
por Björklund et al. [1996] y número de acceso AJ318079 por Hoffmann et al. [2002]) dos secuencias 
genómicas completas de la cepa tipo. La secuencia del genoma completo de cepas de China (Rep. Pop. 
de) también se ha depositado en Genbank (número de acceso DQ097384 por Teng et al. [2007] y 
número de acceso EU177782 por Zhang et al. [2009]). 

Stone et al. (2003) utilizaron un análisis de la secuencia de una región de 550 nucleótidos del gen G para 
comparar 36 cepas de distintas especies de peces y ubicaciones geográficas previamente identificadas 
mediante serología como VVPC o rabdovirus de alevín de lucio (RVAL). El análisis puso de manifiesto 
que las cepas podían clasificarse en cuatro genogrupos claramente distintos y que todas las cepas del 
VVPC podían asignarse al genogrupo I, compartiendo menos de un 61% de identidad de nucleótidos con 
virus de los otros tres genogrupos. El genogrupo II estaba formado por una sola cepa de la carpa 
herbívora, previamente identificada por serología como RVAL; el genogrupo III estaba formado por la 
cepa RVAL de referencia, y el genogrupo IV estaba formado por un gran número de cepas sin clasificar y 
de cepas previamente identificadas como RVAL. El último genogrupo se denominó grupo del rabdovirus 
de la tenca (RVTen) por la especie de la cual se aisló el primer miembro. Otros análisis también pusieron 
de manifiesto que el genogrupo I del VVPC se podía subdividir en al menos cuatro subserogrupos. Ahne 
et al. (1998) observaron que los dos virus podían también diferenciarse por una prueba de protección de 
la ribonucleasa utilizando una sonda para el gen G, lo cual sugiere que existen diferencias genéticas 
entre ambos virus.  

Anticuerpos dirigidos contra el VVPC reaccionan de forma cruzada en distintos grados con miembros de 
los otros tres genogrupos, lo cual indica que los virus poseen antígenos en común, aun siendo 
genéticamente distintos. Se ha observado que los virus comparten determinantes antigénicos comunes 
en las proteínas G, N y M, pero que pueden diferenciarse mediante pruebas de neutralización (Jørgensen 
et al., 1989). 

2.1.2. Supervivencia fuera del hospedador 

Se ha observado que el virus permanece viable fuera del hospedador durante 5 semanas en agua de río 
a 10°C, durante más de 6 semanas en barro de estanque a 4°C y solo 4 días en barro de estanque a 
10°C (Ahne, 1976). 
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2.1.3. Estabilidad del agente  

El virus se inactiva a 56°C en 30 minutos, a pH 12 en 10 minutos, y a pH 3 en 2 horas (Ahne, 1986). Los 
agentes oxidantes, el dodecilsulfato de sodio, los detergentes no iónicos y los disolventes lipídicos son 
eficaces para la inactivación del VVPC. Los siguientes desinfectantes también son eficaces para la 
inactivación: formalina al 3% durante 5 minutos, hidróxido de sodio al 2% durante 10 minutos, 
540 mg/litro de cloro durante 20 minutos, 200-250 ppm (partes por millón) de compuestos yodados 
durante 30 minutos, 100 ppm de cloruro de benzalconio durante 20 minutos, 350 ppm de alquiltolueno 
durante 20 minutos, 100 ppm de gluconato de clorhexidina durante 20 minutos y 200 ppm de cresol 
durante 20 minutos (Ahne, 1982; Ahne y Held, 1980; Kiryu et al., 2007). El virus se puede guardar 
durante varios meses cuando se congela en un medio que contenga un 2-5% de suero, y es más estable 
a temperaturas bajas, con poca pérdida de título cuando se guarda durante 1 mes a -20°C, o durante 
6 meses a -30 o -74°C (Ahne, 1976; Kinkelin y Le Berre, 1974). El virus es estable tras cuatro ciclos de 
congelación (–30°C) y descongelación en un medio que contenga un 2% de suero (Kinkelin y Le Berre, 
1974). 

2.1.4. Ciclo de vida 

El virus parece entrar en el hospedador por las branquias. A continuación tiene lugar una viremia y el 
virus se propaga rápidamente al hígado, el riñón, el bazo y el tracto alimentario. El virus puede detectarse 
en las heces y también se excreta al agua por las heces y la orina. 

2.2. Factores del hospedador 

2.2.1. Especies hospedadoras susceptibles 

 Se han registrado infecciones naturales por VPC en las siguientes especies de ciprínidos: carpa común 
(Cyprinus carpio carpio) y carpa koi (Cyprinus carpio koi), carpín (Carassius carassius), carpa plateada 
(Hypophthalmichthys molitrix), carpa cabezona (Aristichthys nobilis), carpa herbívora (Ctenopharyngodon 
idella), pez rojo (Carassius auratus), cacho (Leuciscus idus), tenca (Tinca tinca) y brema común (Abramis 
brama) (Basic et al., 2009; Dixon, 2008). Se ha observado que tres especies de carpa de la India, mrigal 
(Cirrhinus merigala [= C.cirrhosus]), rohu, (Labeo rohita) y catla (Catla catla [= Gebelion catla]) son 
hospedadoras del VVPC (Haghighi Khiabanian Asl et al. 2008a), pero los datos de la secuencia de 
nucleótidos de una reacción en cadena de la polimerasa con transcripción inversa (RT-PCR) confirmativa 
depositados en el Genbank no coinciden con los datos de la secuencia de nucleótidos conocida del 
VVPC (D.M. Stone, comunicación personal). Además, la secuencia de aminoácidos deducida comparte 
solo algo de similitud con el VVPC, y por tanto se precisan más estudios para determinar si el virus es 
VVPC. El virus también se ha aislado de siluros no ciprínidos (también denominados bagres europeos) 
(Silurus glanis) y de lucios (Esox lucius); el ácido nucleico del virus también se ha detectado en lucios 
mediante una combinación de RT-PCR y PCR anidada (Koutná et al., 2003). 

También se ha notificado que el VVPC se ha aislado de tilapia del Nilo (Sarotherodon niloticus) (Soliman 
et al., 2008) y de trucha arco iris (Oncorhynchus mykiss) (Jeremic et al., 2006; Haghighi Khiabanian Asl et 
al. 2008b). La inmunohistoquímica constituyó el único método de identificación de VVPC en tilapia del 
Nilo; la microscopía electrónica parece indicar la presencia del virus en el núcleo, lo cual no es un rasgo 
de la infección por VVPC. Haghighi Khiabanian Asl et al. (2008b) utilizaron la misma RT-PCR para 
identificar el virus en trucha arco iris que produjo resultados ambiguos cuando se utilizó para tipificar el 
virus en carpas de la India indicadas arriba, y por tanto la identidad de ese virus en truchas arco iris 
todavía está pendiente de confirmación. El virus aislado de trucha arco iris por Jeremic et al. (2006) se 
confirmó posteriormente como VVPC mediante análisis de la secuencia de nucleótidos, pero los intentos 
de infectar trucha arco iris con el virus mediante inyección intraperitoneal no han funcionado, aunque el 
virus fue virulento en carpa común  (P.F. Dixon, J. Munro y D.M. Stone, datos no publicados). Así, el 
estado de la trucha arco iris y de la tilapia como hospedadores del VVPC sigue sin resolverse, y está 
pendiente de otros datos confirmativos. Algunas pruebas serológicas no distinguen el VVPC de miembros 
de los otros genogrupos descritos por Stone et al. (2003), y es indispensable utilizar datos de la 
secuenciación para confirmar la identidad de cepas aisladas de nuevos hospedadores que puedan 
corresponder al VVPC.  

Se ha observado que otras especies de ciprínidos son susceptibles al VVPC mediante infección 
experimental por baño, como el rutilo (Rutilus rutilus) (Haenen y Davidse, 1993) mientras que el pez 
cebra (Danio rerio) y la carpita dorada (Notemigonus crysoleucas) se han infectado con el VVPC por 
inyección intraperitoneal (véase Dixon, 2008). Es razonable suponer que otras especies de ciprínidos de 
aguas templadas puedan ser susceptibles a la infección. Otras especies también pueden resultar 
infectadas experimentalmente, por ejemplo el gupy (Lebistes reticulatus). Se ha observado que la perca 
sol (Lepomis gibbosus) resulta infectada experimentalmente por el VVPC, pero no existen datos que lo 
respalden. 
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La secuencia de nucleótidos del gen G de un rabdovirus aislado del camarón patiblanco (Litopenaeus 
(Penaeus) vannamei en Hawaii es en más de un 99% idéntica a la del VVPC (Johnson et al., 1999), y 
está serológicamente relacionada con el VVPC. El virus causó mortalidad en camarón azul (L. stylirostris) 
alimentado con granulado empapado del virus (Lu y Loh, 1994). 

2.2.2. Fases susceptibles de la vida del hospedador  

En general, los peces jóvenes de hasta 1 año de edad son más susceptibles a la enfermedad clínica, 
pero todos los grupos de edad pueden resultar afectados. Además, existe una gran variabilidad en el 
grado de susceptibilidad al VPC entre peces de la misma especie. Además del estado fisiológico del pez, 
cuya influencia está poco estudiada, la edad o el estado de la inmunidad innata, relacionado con la edad, 
parece ser extremadamente importante: cuanto más joven es el pez, mayor es la probabilidad de que la 
enfermedad sea manifiesta, aunque incluso reproductores adultos pueden ser susceptibles a la infección.  

2.2.3. Especies o subpoblaciones predilectas (probabilidad de detección) 

Las variedades de carpa común son los principales hospedadores del VVPC y se consideran las más 
susceptibles a la infección por el VVPC, seguidas, por orden decreciente de susceptibilidad, de otras 
especies de carpa (incluidos ciertos híbridos), otras especies de ciprínidos susceptibles y, por último, 
especies de peces no ciprínidos susceptibles. Cuando se obtiene una muestra durante programas de 
vigilancia de la VPC, preferiblemente deben escogerse ejemplares de carpa común o estirpes como la 
carpa koi o el híbrido de carpa koi x carpa común, seguidos de híbridos de carpa común x carpín, y a 
continuación otras especies de carpa, como el carpín, el pez rojo, la carpa herbívora, la carpa cabezona y 
la carpa plateada. En el caso de que no se disponga de estas especies, pueden escogerse otras 
especies que se sepa que son susceptibles, en el siguiente orden de preferencia: la tenca, el cacho, el 
siluro y, por último, cualquier otra especie de ciprínido que esté presente. A efectos de vigilancia de la 
enfermedad, todas las especies de ciprínidos debe considerarse posibles portadores subclínicos del 
VVPC. Es habitual mezclar varias especies de ciprínidos en sistemas de policultivo, de modo que el 
riesgo de transmisión del VVPC entre especies durante los brotes de enfermedad es alto. 

2.2.4. Órganos diana y tejidos infectados 

En el hígado y el riñón de los peces infectados se hallan títulos altos de virus, mientras que en el bazo, 
las branquias y el encéfalo, los títulos son mucho más bajos (Dixon, 2008). 

2.2.5. Infección persistente con portadores de por vida 

Los reservorios del VVPC son peces clínicamente infectados y portadores subclínicos del virus de entre 
peces de piscifactoría, asilvestrados o salvajes. No se han estudiado cuáles son los factores que afectan 
a la persistencia y la duración del estado de portador. 

2.2.6. Vectores 

En cuanto a vectores inanimados, los invertebrados parasitarios Argulus foliaceus (Crustacea, 
Branchiura) y Piscicola geometra (Annelida, Hirudinea) transmitieron el VVPC de peces enfermos a 
sanos en condiciones experimentales, y el virus se ha aislado de A. foliaceus extraído de carpa infectada 
(Ahne et al., 2002; Dixon, 2008). Se alimentaron garzas reales (Ardea cinerea) con carpas infectadas por 
el VVPC y se les provocó la regurgitación del pescado a intervalos post-ingesta. Se aisló el virus de 
peces regurgitados 120 minutos tras la ingesta.  

2.2.7. Animales acuáticos salvajes portadores o sospechosos de serlo 

La mayoría de informes de la VPC tienen que ver con peces de piscifactoría, pero este virus se ha 
aislado de carpas salvajes de lagos, tanto enfermas como aparentemente sanas. 

Se ha sugerido que un posible mecanismo de transmisión del virus tiene lugar por los desplazamientos 
de peces cebo, pero no existen datos que demuestren que esto ha ocurrido (Goodwin et al., 2004). El 
principal mecanismo de transmisión del virus de una zona a otra es por el desplazamiento de peces 
infectados. En peces ornamentales, como el pez rojo o la carpa koi, que se transportan habitualmente por 
todo el mundo, suele hallarse el virus. 

2.3. Patrón de la enfermedad 

2.3.1. Mecanismos de transmisión 

El mecanismo de transmisión del VVPC es horizontal, pero no puede descartarse la transmisión 
“asociada a los huevos” (normalmente denominada transmisión “vertical”) según un informe de 
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aislamiento del VVPC de líquido ovárico de carpa, aunque no ha habido ningún otro informe de este tipo. 
La transmisión horizontal puede ser directa o vectorizada, en la cual el agua es el principal vector abiótico 
(Fijan, 1988). En la transmisión del VVPC también pueden intervenir vectores vivos (apartado 2.2.6.) y 
fomites (Fijan, 1988). Una vez el VVPC se establece en la población de un estanque o de una 
piscifactoría, puede ser muy difícil erradicarlo sin destruir todos los tipos de vida de esas instalaciones de 
acuicultura. 

2.3.2. Prevalencia 

Existen muy pocos datos sobre la prevalencia de la VPC, aunque se han llevado a cabo unos pocos 
estudios sobre la prevalencia de anticuerpos contra el virus. En uno de estos estudios, carpas de 19 de 
20 viveros estudiados fueron positivas a anticuerpos contra el virus. Los datos recogidos en Serbia 
durante el periodo de 10 años comprendido entre 1992 y 2002 mostraron que el virus había sido aislado 
de carpas de 12 de 38 viveros. El virus puede aparecer esporádicamente en distintos estanques de una 
instalación, y esporádicamente de año en año en distintos lugares.  

2.3.3. Distribución geográfica 

Durante mucho tiempo, la zona geográfica afectada por la VPC se ha limitado a países de la Europa 
continental que experimentan bajas temperaturas del agua durante el invierno. Por tanto, la enfermedad 
se ha registrado en la mayoría de países europeos y en algunos de los Estados Independientes del oeste 
de la antigua Unión Soviética (Bielorrusia, Georgia, Lituania, Moldova, Rusia y Ucrania) (véase Dixon 
2008 para conocer más información sobre estos y los siguientes lugares). Sin embargo, en 1998, la 
enfermedad se notificó en pez rojo de un lago de Brasil, en 2002 se notificó por primera vez en dos 
lugares distintos de EE.UU., y se notificó en Canadá en 2006. La detección del virus en carpas de China 
(Rep. Pop. De) se confirmó en 2004. La confirmación del aislamiento del VPC de trucha arco iris en carpa 
de la India en Irán, y de tilapia del Nilo en Egipto está pendiente de más datos, de modo que para añadir 
estos países a la zona geográfica considerada afectada por el virus también se precisan más datos.  

2.3.4. Mortalidad y morbilidad 

Los patrones de la enfermedad resultan influidos por la temperatura del agua, la edad y estado de los 
peces, la densidad de población y la presencia de factores estresantes. El estado inmunitario de los 
peces también es un factor importante, en el que influyen de forma importante la inmunidad tanto 
inespecífica (por ejemplo, el interferón) como la específica (anticuerpos séricos, inmunidad celular). Un 
mal estado fisiológico de los peces durante el invierno podría contribuir a que desarrollaran 
susceptibilidad a la enfermedad. En la acuicultura europea, las pérdidas pueden alcanzar el 70% en 
carpas jóvenes (Ahne et al., 2002), pero normalmente son de entre 1 y el 40%. Alrededor del 20% de la 
población de carpas de un lago de EE.UU. murió por VPC durante un brote de la enfermedad.  

2.3.5. Factores ambientales 

En general surgen brotes de la enfermedad en carpas a temperaturas de entre 11°C y 17°C. Casi nunca 
tienen lugar a menos de 10°C, y las mortalidades, sobre todo en los peces de más edad, disminuyen a 
medida que la temperatura supera los 22°C (Fijan, 1988). Las infecciones bacterianas secundarias y 
concomitantes y/o parasitarias pueden afectar la mortalidad y la presentación de signos clínicos. En la 
carpa, la enfermedad a menudo se observa en primavera (de ahí el nombre común de la enfermedad), en 
concreto en países con inviernos fríos. Se considera que el mal estado de los peces durante el invierno 
puede contribuir a la aparición de la enfermedad. La enfermedad puede aparecer en peces en 
cuarentena debido al estrés del transporte, aunque no se disponga de ninguna prueba de la presencia 
del virus en los peces antes del transporte. El virus se ha aislado de peces aparentemente sanos de un 
lago de Canadá que se habían extraído a lo largo de un periodo de 13 días durante el cual la temperatura 
del agua pasó de los 27,3°C a los 24,2°C. 

2.4. Control prevención 

Los métodos para controlar la VPC se basan principalmente en evitar la exposición al virus, junto con unas 
buenas prácticas de higiene. Esto es factible en piscifactorías pequeñas que utilizan agua de manantiales o de 
perforaciones y un sistema seguro para prevenir la entrada de peces a la piscifactoría mediante el agua. Las 
medidas de higiene deben incluir la desinfección de los huevos mediante un tratamiento con iodóforos (Ahne y 
Held, 1980) hasta que se haya confirmado, sin lugar a dudas, que no se produce transmisión vertical, una 
desinfección periódica de los estanques, una desinfección química del equipo de la piscifactoría, una 
manipulación cuidadosa de los peces para evitar causarles estrés y una eliminación inocua de los peces 
muertos. Reducir la densidad de población de los peces durante el invierno y el principio de la primavera 
reducirá la propagación del virus. En instalaciones de engorde, con un medio controlado, el aumento de la 
temperatura del agua por encima de los 19-20°C detendrá o prevendrá los brotes de VPC. Actualmente no se 
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dispone de ninguna vacuna inocua y eficaz. No obstante, muchas preparaciones inactivadas experimentales, 
vacunas vivas atenuadas y vacunas basadas en el ADN han dado resultados esperanzadores (Dixon, 2008). 

2.4.1. Vacunación 

En varios estudios se ha observado la eficacia de la vacunación, y se han documentado pruebas de 
vacunación en el campo realizadas en la antigua Yugoslavia, en Austria y en la antigua Checoslovaquia 
(Fijan, 1988); una vez se marcó una vacuna en este último país, pero ya no existe. En pruebas de 
laboratorio se ha observado que la vacunación basada en el ADN puede proteger a los peces (Dixon, 
2008; Emmenegger y Kurath, 2008), pero se precisa más trabajo de desarrollo. 

2.4.2. Tratamiento con sustancias químicas 

El metisoprinol inhibe la replicación del VVPC in vitro, pero no se ha comprobado en condiciones de 
cultivo de carpas. 

2.4.3. Inmunoestimulación 

La inyección de ARN monocatenario y bicatenario (que es un inductor del interferón) a carpas las 
protegió durante más de 3 semanas, pero este tratamiento no es eficaz cuando se administra mediante 
baño. 

2.4.4. Selección genética a favor de la resistencia 

Se ha criado la estirpe “Krasnodar” de la carpa común a favor de un aumento de la resistencia al VVPC. 

2.4.5. Repoblación con especies resistentes 

No se conoce. La gran variedad de hospedadores del virus indica que tendrían que aplicarse 
procedimientos de selección estrictos a posibles especies alternativas. 

2.4.6. Agentes bloqueantes 

Ninguno identificado. 

2.4.7. Desinfección de huevos y larvas 

No se considera que el virus que se transmita por los huevos, pero si se considerara necesario, podrían 
desinfectarse huevos mediante tratamiento con iodóforos (Ahne y Held, 1980). 

2.4.8. Prácticas generales de manejo 

Deben desinfectarse los estanques periódicamente y deben aplicarse prácticas de bioseguridad eficaces 
contra la enfermedad. El equipo, en concreto las redes, no deben utilizarse en estanques distintos a no 
ser que antes se desinfecten. Deben minimizarse las prácticas que puedan causar estrés, y deben 
evitarse las altas densidades de población.  

3. Obtención de muestras 

3.1. Elección de ejemplares 

3.1.1. Peces enfermos 

Deben escogerse peces moribundos o que presenten signos clínicos de la enfermedad; en el momento 
de extraerlos, los peces deben estar vivos. No obstante, no existe ninguna lesión que sea 
patognomónica, y en los casos de mortalidad súbita puede no haber ningún signo clínico (véase el 
apartado 4.1.1). Cada muestra debe ir identificada con una etiqueta en la que se indique el lugar, la hora, 
la fecha, la especie, el número de muestras obtenidas, si el pez estaba muerto o moribundo en el 
momento de extraerlo, y el nombre e información de contacto de la persona que ha obtenido la 
muestra(s). En el Capítulo 1.4 del Código Acuático se indica un enfoque general de la vigilancia y la 
obtención de muestras. Véase también la Guía de la OIE para la Vigilancia Sanitaria de los Animales 
Acuáticos (2009). 

3.1.2. Peces que parecen clínicamente normales 

La obtención de peces debe asegurar un número estadísticamente significativo de ejemplares, pero es 
evidente que el hecho de no encontrar determinados agentes patógenos en la muestra no garantiza la 
ausencia de estos en el ejemplar examinado ni en la población. Esto es especialmente cierto en el caso 
de las poblaciones de vida libre o asilvestradas, en las cuales es difícil obtener una muestra 
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representativa y aleatoria. No obstante, el riesgo de que un agente patógeno escape al sistema de 
vigilancia se reduce en las piscifactorías cuyas poblaciones han sido inspeccionadas y en las que se ha 
comprobado durante varios años (al menos dos) si estaban infectadas por el agente patógeno en 
cuestión, siempre que no estén expuestas a una posible recontaminación por peces asilvestrados. 

Las muestras deben englobar todas las especies susceptibles del lugar y deben representar todos los 
lotes de todas las especies. Un lote se define como un grupo de peces de la misma especie que tiene en 
común el suministro de agua y que procede de la misma población de reproductores o de desove. 

En primer lugar deben escogerse los peces moribundos de la población que se va a muestrear, y el resto 
de la muestra debe estar formada por peces vivos escogidos de forma aleatoria de todas las unidades de 
engorde que representen el lote que se está estudiando. 

En el Capítulo 1.4 del Código Acuático se indica un enfoque general de la vigilancia y la obtención de 
muestras. Véase también la Guía de la OIE para la Vigilancia Sanitaria de los Animales Acuáticos (2009).  

3.2. Conservación de las muestras para su envío 

Las muestras para el aislamiento del virus deben transportarse al laboratorio a 4°C utilizando recipientes 
refrigerados o sobre hielo, preferiblemente en medio de transporte para virus (Capítulo 2.3.0, apartado 
A.2.2.1.), y analizarse en un plazo de 24 horas o, en circunstancias excepcionales, un plazo de 48 horas. Es 
preferible enviar muestras de órganos, pero si es necesario pueden enviarse peces vivos o muertos enteros al 
laboratorio de análisis. Si esto no es posible, las muestras se pueden congelar, aunque puede producirse una 
pérdida de la viabilidad del virus al descongelarlas. Debe evitarse el congelar-descongelar la muestra 
reiteradas veces. Las muestras para la RT-PCR pueden conservarse en soluciones comerciales de 
conservación del ARN según las instrucciones del fabricante, o, como alternativa, pueden fijarse en etanol.  

3.3. Combinación de varias muestras 

Pueden prepararse muestras combinadas de hasta cinco peces cada una. 

3.4. Órganos y tejidos de elección 

Peces infectados de forma subclínica (peces aparentemente sanos): riñón, bazo, branquias y encéfalo (peces 
de cualquier tamaño) 

Peces afectados clínicamente: alevines enteros (longitud corporal ≤ 4 cm), vísceras enteras incluidos el riñón y 
el encéfalo (> 4 cm longitud corporal ≤ 6 cm) o, en el caso de peces de mayor tamaño, el hígado, el riñón, el 
bazo y el encéfalo. 

3.5. Muestras/tejidos que no son adecuados 

Puede ser difícil aislar el virus de peces portadores infectados de forma subclínica y, en concreto, de peces 
que sobrevivan a un brote de la enfermedad que tuvo lugar hace tiempo. De igual forma, es problemático el 
aislamiento del virus en este tipo de peces a temperaturas distintas de aquellas a las que se manifiesta la 
enfermedad clínica. En estos peces tal vez se puedan detectar anticuerpos contra el virus (Dixon, 2008), pero 
consúltese la advertencia del apartado 4, abajo. Es posible que no pueda llevarse a cabo el aislamiento del 
virus de muestras clínicas descompuestas, de modo que en estos casos la presencia de signos de VPC y un 
resultado positivo en la prueba de la inmunofluorescencia indirecta (IFAT) o en el enzimoinmunoanálisis 
(ELISA) pueden considerarse suficientes para iniciar medidas de control. Varios estudios en los que se ha 
intentado aislar el virus de líquidos reproductivos han resultado infructuosos, aunque en algunos pocos casos 
se ha asilado el virus de líquidos ováricos, pero no seminales.  

4. Métodos de diagnóstico 

El diagnóstico de la VPC en peces afectados clínicamente puede lograrse por el aislamiento del virus o, más 
rápidamente, por IFAT o ELISA en tejidos infectados. Teóricamente, el diagnóstico directo mediante IFAT o ELISA 
debe confirmarse mediante el aislamiento del virus seguido de una neutralización vírica (VN) o una RT-PCR y 
análisis de la secuencia del producto obtenido. 

No hace mucho que se ha aceptado la detección en peces de anticuerpos contra virus como método de detección 
sistemática para la evaluación del estado de poblaciones de peces respecto a las enfermedades víricas, debido a 
un insuficiente conocimiento de las respuestas serológicas de los peces a las infecciones víricas. No obstante, en 
un futuro cercano podrían validarse ciertas técnicas serológicas para ciertas infecciones víricas de los peces, 
haciendo que el uso de la serología de peces se aceptara más a efectos de detección de enfermedades. Como el 
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VVPC no se puede detectar en cualquier momento del año, ni con confianza de todos los peces portadores, en 
ocasiones la detección de anticuerpos en los peces puede aportar información útil para estudios epidemiológicos o 
evaluaciones del riesgo. No obstante, hay que recordar que la presencia de anticuerpos específicos solo indica una 
exposición previa al virus, y no la presencia actual del virus en un pez. Es mejor utilizar los estudios de anticuerpos 
que indiquen la exposición previa al virus a nivel de la población y no del individuo. 

4.1. Métodos de diagnóstico de campo 

4.1.1. Signos clínicos 

Durante un brote de VPC, habrá un considerable aumento de la mortalidad en la población. Los peces 
enfermos suelen estar más oscuros. Los signos clínicos típicos son exoftalmia, palidez de branquias, 
hemorragias en la piel, la base de las aletas y el orificio de la salida intestinal, distensión abdominal o 
hidropesía y protrusión del orificio de salida intestinal (ano), a menudo con arrastre de cilindros fecales 
mucoides. Todos estos signos clínicos pueden no estar presentes en peces determinados, y pueden no 
observarse todos en la población afectada. Además, algunos de estos signos pueden aparecer en 
enfermedades causadas por otros agentes patógenos. Por otra parte, en los casos de mortalidad de 
aparición súbita, puede no haber ningún signo clínico. 

4.1.2. Alteraciones del comportamiento 

En general, los peces jóvenes de hasta 1 año de edad son más susceptibles a la enfermedad clínica, 
pero todos los grupos de edad pueden resultar afectados. Los peces se vuelven letárgicos, se separan 
del banco y se agrupan en la entrada de agua o en los laterales del estanque, y algunos pueden sufrir 
pérdida del equilibrio. 

4.2. Métodos clínicos 

4.2.1. Anatomopatología macroscópica 

No hay lesiones macroscópicas patognomónicas. El diagnóstico final debe basarse en la detección 
directa del antígeno vírico o de ácido nucleico en tejidos o en el aislamiento e identificación del virus. 
Puede no haber lesiones en los casos de mortalidad súbita. Existen lesiones macroscópicas 
documentadas principalmente en la carpa común y pueden incluir un exceso de líquido ascítico en la 
cavidad abdominal, que suele contener sangre, degeneración de las láminas de las branquias e 
inflamación del intestino, que contiene moco en lugar de alimento. Es frecuente observar edema y 
hemorragias de los órganos viscerales, y pueden observarse hemorragias focales en el músculo y en el 
tejido adiposo, así como en la vejiga natatoria. 

4.2.2. Bioquímica clínica 

Debido a la ausencia de estudios a gran escala, la bioquímica clínica es un medio poco fiable de 
detección de la VPC. Los datos presentados abajo son solo indicativos de procesos patológicos 
inespecíficos. 

En algunos grupos de siluros infectados experimentalmente con el virus se han observado disminuciones 
del hematocrito, mientras que en otros, este parámetro ha quedado inalterado. La actividad transaminasa 
ha aumentado en todos los grupos.   

Durante los 3 meses siguientes a un brote de VPC en carpas de estanques, se observó un aumento de 
los neutrófilos, los monocitos, los eosinófilos y los basófilos. Los linfocitos disminuyeron y a continuación 
aumentaron recuperando los valores basales. A lo largo del mismo periodo, peces con signos de VPC 

presentaron un aumento de las concentraciones plasmáticas de Ca2+, de fosfato inorgánico, de 
bilirrubina total, de actividad alanina aminotransferasa, de actividad lactato deshidrogenasa y de actividad 
α-hidroxibutiril deshidrogenasa. Las concentraciones de proteína total y de colesterol, así como la 
actividad de la fosfatasa alcalina, disminuyeron.  

4.2.3. Anatomopatología microscópica 

Pueden observarse alteraciones histopatológicas en todos los órganos principales. En el hígado, los 
vasos sanguíneos presentan perivasculitis edematosa que avanza a necrosis. El parénquima hepático 
muestra hiperemia con múltiples necrosis focales y degeneración. El corazón muestra pericarditis e 
infiltración del miocardio que avanza a degeneración focal y necrosis. El bazo muestra hiperemia con 
hiperplasia del reticuloendotelio y aumento de tamaño de centros melanomacrófagos, y el páncreas está 
infamado, con necrosis multifocal. En el riñón, se observan lesiones en el tejido excretor y 
hematopoyético. Los túbulos renales están obstruidos por cilindros y las células sufren degeneración 
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hialina y vacuolación. El intestino muestra inflamación perivascular, descamación del epitelio y atrofia de 
las vellosidades. El peritoneo está inflamado y los vasos linfáticos están llenos de detritos y de 
macrófagos. En la vejiga natatoria, la lámina epitelial pasa de ser una monocapa a una multi-capa 
continua y los vasos de la submucosa están dilatados y se observa una infiltración de linfocitos cercana.  

4.2.4. Preparaciones húmedas 

No relevante. 

4.2.5. Frotis 

Solo son útiles si se utiliza un procedimiento inmunohistoquímico como la IFAT (véase el apartado 
4.3.1.2.2.1) o el de inmunoperoxidasa, pero deben consultarse las advertencias del apartado 4.3.1.2. 

4.2.6. Cortes fijados 

Véase el apartado 4.2.3. Cortes fijados. También pueden utilizarse cortes fijados para los procedimientos 
de inmunohistoquímica, como en 4.2.5., pero deben consultarse las advertencias del apartado 4.3.1.2. 

4.2.7. Microscopía electrónica/citopatología 

El virus tiene la típica forma de bala de un rabdovirus y mide unos 60-90 nm de ancho por 90-180 nm de 
largo, según una tinción negativa. El virus consiste en una nucleocápsida con envoltura. 

4.3. Métodos de detección e identificación del agente 

Véanse los siguientes apartados del Capítulo 2.3.0: 

• Apartado A.2.2.1 para más detalles sobre el transporte. 
• Apartado A.2.2.2 para la extracción del virus y la obtención de homogenados de órgano. 

4.3.1. Métodos directos de detección 

El virus se puede observar directamente mediante microscopía electrónica, pero esta solo indicará la 
presencia de un rabdovirus, de modo que se precisará una posterior identificación. El antígeno y el ácido 
nucleico víricos pueden llegar a identificarse en extractos de tejidos de peces infectados clínicamente, y 
normalmente de estos peces se puede aislar el virus. No obstante, es mucho menos probable que el 
antígeno o el ácido nucleico vírico se detecten directamente de tejidos de peces portadores infectados de 
forma subclínica. El aislamiento del virus es el método de elección para la detección de dichos peces, 
pero no es un 100% eficaz.  

4.3.1.1. Métodos microscópicos 

Los métodos microscópicos por sí solos no se recomiendan para el diagnóstico de la VPC porque el 
cuadro histopatológico no es específico de la enfermedad. No obstante, pueden aportar pruebas que lo 
respalden, en concreto cuando se utilizan métodos inmunohistológicos, aunque deben consultarse las 
advertencias del apartado 4.3.1.2. 

4.3.1.1.1. Preparaciones húmedas 

No relevante. 

4.3.1.1.2. Frotis/improntas de tejidos 

Solo son útiles si se utiliza un procedimiento inmunohistológico como la IFAT (véase el apartado 
4.3.1.2.2.1) o el procedimiento de la inmunoperoxidasa, pero deben consultarse las advertencias del 
apartado 4.3.1.2. 

4.3.1.1.3. Cortes fijados 

Solo son útiles si se utiliza un procedimiento inmunohistológico como la IFAT (véase el apartado 
4.3.1.2.1.2) o el procedimiento de la inmunoperoxidasa, pero deben consultarse las advertencias del 
apartado 4.3.1.2. Para conocer los detalles de la fijación de muestras consúltese el Capítulo 2.30, 
apartado B.3.3.1. 
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4.3.1.2. Aislamiento e identificación del agente 

Tras el aislamiento, el virus tiene que identificarse, lo cual se puede lograr por métodos de detección 
del antígeno, neutralización del virus o métodos de identificación del ácido nucleico. Los resultados de 
los dos primeros métodos deben considerarse provisionales a no ser que se utilicen anticuerpos 
monoclonales o policlonales totalmente validados, dado que se producen reacciones cruzadas con 
otros virus (apartado 2.1.1 y apartado 5). Los kits comerciales en los que se utilizan anticuerpos 
policlonales pueden carecer de especificidad, y aquellos en los que se utilizan anticuerpos 
monoclonales pueden no detectar todos los subgenogrupos del VVPC (Dixon y Longshaw, 2005). Para 
confirmar la identidad del virus, los métodos de detección del ácido nucleico siempre deben ir seguidos 
de secuenciación o uso de un método como la hibridación inversa (Sheppard et al., 2007) 

4.3.1.2.1. Cultivo celular/medios artificiales 

Línea celular a utilizar: EPC o FHM (capítulo 2.3.0, apartado B.1.1). 

Extracción del virus: Se utiliza el procedimiento descrito en el capítulo 2.3.0, apartado A.2.2.2. 

Inoculación de monocapas celulares: se llevan a cabo dos diluciones decimales seriadas de 
sobrenadantes de homogenados de órgano a 1/10 en medio de cultivo celular (es decir, los 
sobrenadantes de homogenado serán diluciones a 1/100 y 1/1000 del material orgánico original) y se 
transfiere un volumen adecuado de cada una de estas dos diluciones a monocapas celulares de 24 
horas de edad cuyo medio de cultivo se haya drenado. Como alternativa, se prepara una dilución 
decimal única del homogenado de órgano a 1/10 (es decir, una dilución a 1/100 del material orgánico 
original) y se añade un volumen adecuado tanto de la dilución a 1/10 como de la dilución a 1/100 
directamente a monocapas celulares de 24 horas de edad sin drenar, para conseguir diluciones 
finales a 1/100 y a 1/1000 del homogenado de órgano. En el caso de que surja toxicidad de la 
muestra, se preparan dos diluciones decimales seriadas de los sobrenadantes de homogenado de 
órgano a 1/10 en medio de cultivo celular como se ha descrito antes y se inoculan al menos 2 cm2 de 
monocapa celular drenada con 100 µl de cada dilución. Se deja adsorber durante 0,5-1 hora a 10-
15°C, se retira el inóculo y se añade el medio de cultivo celular tamponado a pH 7,6 y se suplementa 
con un suero fetal bovino (FBS) al 2% (1 ml/pocillo en el caso de placas de cultivo celular de 24 
pocillos). Se incuba a 20°C. 

Seguimiento de la incubación: Se sigue el curso de la infección en controles positivos y otros cultivos 
celulares inoculados, mediante examen microscópico a 40-100 aumentos durante 7 días. Se 
recomienda utilizar un microscopio de contraste de fases. 

Se mantiene el pH del medio de cultivo celular a 7,3-7,6 durante la incubación. Esto se puede lograr 
añadiendo al medio inoculado tampón de bicarbonato estéril (en el caso de los frascos de cultivo 
celular muy bien cerrados) o medio tamponado con HEPES (HEPES= ácido N-2-hidroxietil-
piperazina-N-2-etanosulfónico) o solución 2 M del tampón Tris (Tris [hidroximetil]) aminometano)/HCl 
(en el caso de las placas de cultivo celular).  

Si aparece un efecto citopático (ECP) en los cultivos celulares inoculados con las diluciones de los 
sobrenadantes del homogenado problema, deben llevarse a cabo los procedimientos de identificación 
de inmediato (véanse los apartados 4.3.1.2.1.1, 4.3.1.2.1.2, 4.3.1.2.1.3 y 4.3.1.2.3.1, abajo). 

Si no aparece ECP en los cultivos inoculados (a pesar del avance normal del ECP en los controles 
positivos), los cultivos inoculados debe subcultivarse durante 7 días más. En el caso de que el control 
positivo no desarrolle ECP, el proceso debe repetirse con células susceptibles nuevas y nuevos lotes 
de muestras. 

Procedimiento del subcultivo: mediante una pipeta, se intentan desprender células de los recipientes 
de cultivo celular y recoger alícuotas de medio de cultivo celular más células de todas las monocapas 
inoculadas, manteniendo distintos grupos separados. Las alícuotas de las diluciones a 1/100 y a 
1/1000 se combinan y se inoculan en cultivos celulares nuevos de 24 horas de edad para conseguir 
diluciones finales de 1/10 y de 1/100 de las alícuotas combinadas. Se incuban y se controlan como se 
ha descrito antes. Si no aparece ECP, la prueba puede declararse negativa. 

4.3.1.2.1.1 Confirmación de la identidad del virus mediante neutralización  

i) Se recoge el medio de cultivo de las monocapas celulares que muestren ECP y se centrifuga a 
2.000 g durante 15 minutos a 4°C, o se filtra por una membrana de 0,45 µm de tamaño de poro 
para eliminar detritos celulares. 

ii) Se diluye el medio que contiene el virus, pasando de 10–2 a 10–4. 
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iii) Se mezclan las alícuotas de cada dilución con volúmenes iguales de una solución de 
anticuerpos contra el VVPC, y de forma similar se tratan alícuotas de cada dilución del virus con 
medio de cultivo celular. La solución del anticuerpo neutralizante (MAb) debe tener un título de 
reducción del 50% en placa de al menos 2000 en la neutralización de 50-100 unidades 
formadoras de placa (UFP) del VVPC. 

iv) Paralelamente, deben llevarse a cabo otras pruebas de neutralización contra: 

• una cepa vírica homóloga (prueba de neutralización positiva)  

• una cepa vírica heteróloga (prueba de neutralización negativa). 

v) Se incuban todas las mezclas a 20°C durante 1 hora. 

vi) Se transfieren alícuotas de cada una de las mezclas anteriores a monocapas celulares (se 
inoculan dos cultivos celulares por dilución) y se dejan adsorber durante 0,5-1 hora a 15-20°C; 
para este fin son adecuadas las placas de cultivo celular de 24 o de 12 pocillos, utilizando un 
inóculo de 50 µl.  

vii) Cuando ha terminado la adsorción, se añade a cada pocillo medio de cultivo celular, 
suplementado con FBS al 2%, se tampona a pH 7,4-7,6 y se incuba a 20°C.  

viii) Se comprueba en los cultivos celulares si ha empezado el ECP y se leen los resultados en 
cuanto este empieza en controles no neutralizados (protegiendo las monocapas celulares de los 
controles de neutralización positivos). Los resultados se registran tras un examen por 
microscopía simple (preferiblemente de contraste de fases) o tras desechar el medio de cultivo 
celular y teñir las monocapas celulares con una solución de cristal violeta al 1% en etanol al 
20%.  

ix) El virus problema se identifica como VVPC cuando el ECP se previene o se retrasa 
considerablemente en los cultivos celulares que han recibido la suspensión de virus tratada con 
el anticuerpo específico contra el VVPC, siempre que se observe ECP en todos los demás 
cultivos celulares.  

NOTA: Las cepas presuntamente de VVPC identificadas mediante ELISA o IFAT pueden no ser 
neutralizadas por NAb contra el VVPC. Además, algunos subgenogrupos del VVPC pueden no ser 
totalmente neutralizados por los NAb preparados contra una cepa de un subgenogrupo distinto. 
Cuando no hay neutralización por parte de los NAb contra el VVPC o esta es incompleta, es 
recomendable una RT-PCR y un análisis de la secuencia de nucleótidos de los productos de la RT-
PCR para confirmar la presencia del VVPC.  

4.3.1.2.1.2 Confirmación de la identidad del virus mediante la prueba de la inmunofluorescencia 

indirecta (IFAT) 

i) Se preparan monocapas de células en pocillos de 2 cm2 de placas de cultivo celular de plástico, 
frascos, o cubreobjetos o portas de vidrio con el fin de alcanzar aproximadamente un 80% de 
confluencia en un plazo de 24 horas de incubación a 25°C (se siembran seis monocapas 
celulares por cepa vírica problema, más dos para el control positivo y dos para el control 
negativo). El contenido en FBS del medio de cultivo celular puede reducirse al 2-4%. Si tienen 
que identificarse muchas cepas víricas, es muy recomendable utilizar placas Terasaki.  

ii) Cuando las placas celulares estén listas para la infección, es decir, el mismo día o el día 
después de la siembra, se inoculan las suspensiones del virus problema por pasos de diluciones 
decimales seriadas directamente en los pocillos o frascos de cultivo celular. En el caso de las 
pruebas en las que se utilizan células cultivadas en cubreobjetos o portas de vidrio, las 
diluciones se preparan en recipientes estériles y a continuación se utilizan para inocular las 
células.  

iii) Se diluye la suspensión de virus control de VVPC de forma similar, con el fin de obtener un título 

vírico de unas 5.000–10.000 UFP ml–1 en el medio de cultivo celular.  

iv) Se incuban a 20°C durante 24 horas. 

v) Se retira el medio de cultivo celular, se enjuaga una vez con solución salina tamponada con 
fosfato (PBS) 0,01 M, pH 7,2, y a continuación tres veces brevemente con acetona fría 
(guardada a -20°C) en el caso de los portas o cubreobjetos, o bien acetona al 80% en agua o 
acetona al 30% en etanol, también a -20°C, en el caso de las células cultivadas en sustratos de 
plástico. Se deja actuar el fijador durante 15 minutos. Un volumen de 0,5 ml es suficiente para 2 
cm2 de monocapa celular.  

vi) Se dejan secar las monocapas celulares al aire durante al menos 30 minutos y se procesan de 
inmediato o se congelan a -20°C.  
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vii) Se rehidratan las monocapas celulares secadas, si se han guardado congeladas, mediante 
cuatro pasos de enjuagado con PBS que contenga Tween 20 al 0,05% (PBST) y se retira este 
tampón por completo tras el último enjuagado. Se bloquean con una solución de leche 
desnatada al 5% o de albúmina de suero bovino al 1%, en PBST, durante 30 minutos a 37°C. 

viii) Se enjuagan cuatro veces con PBST, durante 5 minutos cada vez. Los portas o placas de cultivo 
de plástico puede agitarse suavemente durante los enjuagados. 

ix) Se prepara una solución de anticuerpo purificado o suero contra el VVPC en PBST, a la dilución 
adecuada (que se habrá establecido previamente o que suministrará el proveedor del reactivo). 

x) Se incuban las monocapas celulares con la solución de anticuerpos durante 1 hora a 37°C en 
una cámara húmeda y se impide la evaporación. 

xi) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

xii) Se incuban las monocapas celulares con una solución de anticuerpos contra la inmunoglobulina 
utilizada en la primera capa y preparados según las instrucciones del fabricante, conjugados a 
isotiocianato de fluoresceína (ITCF). Estos anticuerpos conjugados a ITCF casi siempre son de 
conejo o de cabra. 

xiii) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

xiv) Se observan las monocapas celulares tratadas sobre sustratos de plástico de inmediato, o se 
montan los portas o cubreobjetos utilizando solución salina de glicerol a un pH de 8,5, o una 
solución de montaje comercial. 

xv) Se examinan bajo luz ultravioleta (UV) incidente utilizando un microscopio con oculares de 10 
aumentos y objetivos de 20 a 40 aumentos con aperturas numéricas de >0,65 y >1,3, 
respectivamente. Antes de proceder a observación alguna, hay que asegurarse de que los 
controles positivo y negativo dan los resultados esperados.  

4.3.1.2.1.3 Confirmación de la identidad del virus mediante enzimoinmunoanálisis (ELISA) 

i) Se recubren los pocillos de microplacas diseñadas para ELISA con diluciones adecuadas de 
inmunoglobulinas (Ig) purificadas específicas del VVPC, en tapón carbonato 0,02 M, a pH 9,5 
(200 µl pocillo–1). Las Ig pueden ser policlonales o monoclonales, y normalmente se generan en 
conejo o ratón, respectivamente. Para la identificación del VVPC, son adecuados anticuerpos 
monoclonales (MAbs) específicos de ciertos dominios de la proteína de la nucleocápsida (N).  

ii) Se incuban toda la noche a 4°C. 

iii) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

iv) Se bloquean con leche desnatada (solución al 5% en tampón carbonato) u otra solución de 
bloqueo durante 1 hora a 37°C (300 µl pocillo–1).  

v) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

vi) Se añade detergente no iónico al 2% (Triton X-100 o Nonidet P-40) a la suspensión del virus 
problema. 

vii) Se distribuyen 100 µl pocillo–1 de diluciones de dos o cuatro pasos del virus problema, y del 
cultivo celular no infectado recogido (control negativo). También se incluye un VVPC como 
control positivo. Se incuban durante 1 hora a 37°C. 

viii) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

ix) Se añaden a los pocillos 200 µl de MAb o anticuerpo policlonal contra el VVPC conjugado a 
peroxidasa de rábano (HRP). También puede utilizarse un MAb contra la proteína N específico 
de un dominio distinto del correspondiente al MAb de recubrimiento y previamente conjugado a 
biotina. Se incuban durante 1 hora a 37°C. 

x) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

xi) Si se ha utilizado anticuerpo conjugado a HRP, se procede al paso xiii. De lo contrario, se 
añaden 200 µl de estreptavidina conjugada a HRP o ExtrAvidin (Sigma) a los pocillos que han 
recibido el anticuerpo conjugado a biotina y se incuban durante 1 hora a 37°C.  

xii) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

xiii) Se añaden 200 µl de un sustrato adecuado y cromógeno, como dihidrocloruro de 
tetrametilbencidina. Se detiene el curso de la prueba cuando los controles positivos reaccionan, 
y se leen los resultados. 
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4.3.1.2.2. Métodos de detección del antígeno basados en anticuerpos directamente en tejidos de pez 

4.3.1.2.2.1 Prueba de la inmunofluorescencia indirecta  

i) Se desangra el pez por completo. 

ii) Se realizan improntas de riñón sobre portas de vidrio limpios o sobre el fondo de pocillos de una 
placa de cultivo celular de plástico. 

iii) Se guardan y se transportan trozos de riñón como se ha indicado en el capítulo 2.3.0, apartado 
A.2.21.) junto con los otros órganos necesarios para el aislamiento del virus.  

iv) Se deja secar la impronta al aire durante 20 minutos. 

v) Se fija con acetona fría (guardada a -20°C) en el caso de los portas de vidrio, o con acetona al 
80% en agua o acetona al 30% en etanol, también a -20°C, en el caso de los pocillos de 
plástico. Se deja actuar el fijador durante 15 minutos. Se dejan secar las improntas durante al 
menos 30 minutos y se procesan de inmediato o se congelan a -20°C. 

vi) Se rehidratan las improntas si han sido congeladas mediante cuatro pasos de enjuagado con 
PBST, y se retira este tampón por completo tras el último enjuagado. Se bloquean con una 
solución de leche desnatada al 5% o una solución de albúmina de suero bovino al 1%, en PBST, 
durante 30 minutos a 37°C. 

vii) Se enjuagan cuatro veces con PBST, durante 5 minutos cada vez. Los portas o placas de cultivo 
de plástico puede agitarse suavemente durante los enjuagados. 

viii) Se prepara una solución de anticuerpo o suero purificado contra el VVPC en PBST, a la dilución 
adecuada (que se habrá establecido previamente o que proporcionará el fabricante del reactivo). 

ix) Se incuban las improntas con la solución de anticuerpos durante 1 hora a 37°C en una cámara 
húmeda y se impide la evaporación. 

x) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

xi) Se incuban las improntas con una solución de anticuerpos contra la inmunoglobulina utilizada en 
la primera capa y preparada según las instrucciones del fabricante, conjugados a ITCF. Estos 
anticuerpos conjugados a ITCF casi siempre están generados en conejo o cabra. 

xii) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

xiii) Se observan las improntas tratadas en placas de plástico de inmediato, o se montan los portas 
con cubreobjetos utilizando solución salina de glicerol a pH 8,5, o una solución de montaje 
comercial. 

xiv) Se examinan con luz ultravioleta (UV) incidente al microscopio con oculares de 10 aumentos y 
objetivos de 20 o 40 aumentos con una apertura numérica de >0,65 y >1,3, respectivamente. 
Antes de realizar observación alguna hay que asegurarse de que los controles positivos y 
negativos dan los resultados esperados. 

4.3.1.2.2.2. Enzimoinmunoanálisis (ELISA) 

Véase el capítulo 2.3.0, apartado A.2.2.2 para detalles sobre la obtención de homogenados de 
órganos. 

i) Se recubren los pocillos de microplacas diseñadas para ELISA con diluciones adecuadas de 
inmunoglobulinas (Ig) purificadas específicas del VVPC, en tapón carbonato 0,02 M, a pH 9,5 

(200 µl pocillo–1). Las Ig pueden ser policlonales o monoclonales, y normalmente se generan en 
conejo o ratón, respectivamente. Para la identificación del VVPC, son adecuados anticuerpos 
monoclonales (MAbs) específicos de ciertos dominios de la proteína de la nucleocápsida (N). 

ii) Se incuban durante toda la noche a 4°C. 

iii) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

iv) Se bloquean con una solución de leche desnatada (al 5% en tampón carbonato) u otra solución 

bloqueante durante 1 hora a 37°C (300 µl pocillo–1). 

v) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

vi) Se guarda una alícuota a ¼ de cada homogenado a 4°C, por si la prueba sale negativa y es 
necesario un aislamiento del virus en cultivo celular. 

vii) Se trata la parte restante del homogenado con Triton X-100 al 2% o Nonidet P-40 y fluoruro de 
fenilmetil sulfonilo 2 mM, y se mezcla con cuidado. 
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viii) Se distribuyen 100 µl pocillo–1 de diluciones de dos o cuatro pasos de la muestra problema, y 
de los tejidos control negativos. También se incluye un VVPC como control positivo. Se incuban 
durante 1 hora a 37°C. 

ix) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

x) Se añaden a los pocillos 200 µl de MAb o anticuerpo policlonal contra el VVPC conjugado a 
peroxidasa de rábano (HRP). También puede utilizarse un MAb contra la proteína N específico 
de un dominio distinto del correspondiente al MAb de recubrimiento y previamente conjugado a 
biotina. Se incuban durante 1 hora a 37°C. 

xi) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

xii) Si se ha utilizado anticuerpo conjugado a HRP, se procede al paso xiv. De lo contrario, se 
añaden 200 µl de estreptavidina conjugada a HRP o ExtrAvidin (Sigma) a los pocillos que han 
recibido el anticuerpo conjugado a biotina y se incuban durante 1 hora a 37 

xiii) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

xiv) Se añaden 200 µl de un sustrato adecuado o cromógeno, como dihidrocloruro de 
tetrametilbencidina. Se detiene el curso de la prueba cuando reaccionan los controles positivos, 
y se leen los resultados. 

xv) Si la prueba es negativa, se procesan las muestras de órganos guardadas a 4°C, para el 
aislamiento del virus en cultivo celular como se ha descrito en el apartado 4.3.1.2.1. 

4.3.1.2.3. Técnicas moleculares 

4.3.1.2.3.1. Reacción en cadena de la polimerasa con transcripción inversa (RT-PCR) (confirmación de la 
identidad del virus o directamente de extractos de tejido de pez) 

El genoma del VVPC está formado por una única hebra de ARN de unas 11 kb, con polaridad 
negativa. Se lleva a cabo la amplificación de un fragmento de 714 pb de ADNc de VVPC utilizando 
cebadores derivados de secuencias de la región que codifica el gen de la glucoproteína: 5’-TCT-TGG-
AGC-CAA-ATA-GCT-CAR*-R*TC-3’ (VVPC F1) y 5’-AGA-TGG-TAT-GGA-CCC-CAA-TAC-ATH*-
ACN*-CAY*-3’ VVPC R2), utilizando una modificación del método de Stone et al. (2003). 

i) Se extrae ARN total de 100 µl de sobrenadante de cultivos celulares que presente ECP o 100 µl 
de extracto de tejido de pez y se disuelven en 40 µl de agua de grado biología molecular libre de 
ADNasa y de ARNasa.  

Existen varios kits comerciales de extracción del total del ARN que producirán un ARN de 
calidad para la RT-PCR. Algunos ejemplos son el Trizol ReagentT (RL, Life Technologies, 
Paisley, Reino Unido), el sistema de aislamiento SV Total RNA (Promega) y Nucleospin® RNA 
AB gene). 

ii) Para la síntesis de ADNc, se lleva a cabo una reacción de transcripción inversa a 37°C durante 
1 hora en un volumen de 20 µl formado por tampón de reacción RT del virus de la leucemia 
murina de Moloney (VLM-M) (Tris 50 mM, pH 8,3, KCl 75 mM, DTT 10 mM, MgCl2 3 mM) 1x, 

que contenga dNTP 1mM, 100 pmol de cebador R2 para VVPC, 20 unidades de transcriptasa 
inversa del VLM-M (Promega, Southampton, Reino Unido) o una transcriptasa inversa 
equivalente y 1/10 del ARN total que se ha extraído antes. 

iii) La PCR se lleva a cabo en un volumen de reacción de 50 µl de tampón para PCR (KCl 50 mM, 
Tris/HCl 10 mM, pH 9,0, y Triton X-100 al 0,1%) que contenga MgCl2 2,5 mM, cada una de las 

dNTP a una concentración 200 µM, 50 pmol de cada uno de los cebadores para el VVPC, el R2 
y el F1, 1,25 unidades de ADN polimerasa Taq, y 2,5 µl de mezcla de la reacción de la 
transcripción inversa. La mezcla de la reacción se recubre con aceite mineral y se somete a 35 
ciclos de temperatura de: 1 minuto a 95°C, 1 minuto a 55°C y 1 minuto a 72°C, seguidos de un 
paso de extensión final de 10 minutos a 72°C. El ADN amplificado (de 714 pb) se analiza 
mediante electroforesis en gel de agarosa.   

iv) Si el ECP del cultivo no es extenso, es posible que no se genere producto utilizando una sola 
ronda de amplificación. Para evitar estos problemas, se utiliza una prueba semi-anidada con los 
siguientes cebadores: 5’-TCT-TGG-AGC-CAA-ATA-GCT-CAR*-R*TC-3’ (SVCF1) y 5’-CTG-
GGG-TTT-CCN*-CCT-CAA-AGY*-TGY*-3’ (SVCR4) según Stone et al. (2003). 

v) La segunda ronda de PCR se lleva a cabo en un volumen de reacción de 50 µl de tampón para 
PCR (KCl 50 mM, Tris/HCl 10 mM, pH 9,0, y Triton X-100 al 0,1%) 1x que contenga MgCl2 2,5 

mM, cada una de las dNTP a una concentración de 200 µM, 50 pmol de cada uno de los 
cebadores para el VVPC, el R4 y el F1, 1,25 unidades de ADN polimerasa Taq, y 2,5 µl del 
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producto de la primera ronda. La mezcla para la reacción se recubre con aceite mineral y se 
somete a 35 ciclos de temperatura de: 1 minuto a 95°C, 1 minuto a 55°C y 1 minuto a 72°C, 
seguido de un paso de extensión final de 10 minutos a 72°C. El ADN amplificado (de 606 pb) se 
analiza mediante electroforesis en gel de agarosa. 

vi) Todos los productos amplificados se confirman como VVPC mediante secuenciación, y el 
subtipo del VVPC (Ia-Id) se identifica aplicando una búsqueda mediante el programa de 
búsqueda de similitud de secuencias génicas BLAST (http://www.ebi.ac.uk/blastall/index.html) o 
mediante análisis filogenético utilizando las secuencias del VVPC de las que se dispone en bases 
de datos públicas de secuencias. El análisis filogenético se lleva a cabo utilizando una región de 
426 pb que corresponda a los nucleótidos 429 a 855 del gen de la glucoproteína.  

vii) En algunos casos en que el ECP es extenso y el virus se replica a un título alto, se dispondrá de 
suficiente amplicón, obtenido por la PCR, como para llevar a cabo una secuenciación directa. 
Cuando el producto amplificado es débil, se recomienda insertar el producto en un vector de 
secuenciación adecuado (como pGEM-T, pCR® 4- TOPO®) antes de llevar a cabo la 
secuenciación. Al menos deben llevarse a cabo dos episodios de amplificación y secuenciación 
independientes para eliminar posibles errores de secuencia introducidos por la polimerasa Taq.  

NOTA: se identificaron puntos del VVPC de hibridación al cebador mediante la alineación de las 
secuencias de aminoácidos publicadas correspondientes a la glucoproteína del VVPC (Björklund et 
al., 1996; número de acceso en Genbank U18101), y a las cepas New Jersey (Gallione y Rose, 1983, 
Genbank accession V01214) y Piry (número de acceso en Genbank D26175) del virus de la 
estomatitis vesicular (VEV). A continuación, se diseñaron cebadores para que se hibridaran a las 
regiones que codifican los aminoácidos conservados utilizando la secuencia del VVPC publicada 
(Björklund et al., 1996) a modo de esqueleto, e introduciendo bases degeneradas en los extremos 3’, 
porque hay que contar con posibles diferencias en el uso del codón. Se han utilizado los códigos IUB 
adecuados cuando ha sido necesario y se indican mediante un asterisco (*). 

4.3.1.2.4. Purificación del agente 

El virus se puede purificar como describieron Hill et al. (1975). 

i) Se recoge medio de cultivos celulares infectados. 

ii) Se clarifica mediante centrifugación a 2.000 g durante 15 minutos a 4°C. Se retira el 
sobrenadante. 

iii) Se sedimenta el virus centrifugando el sobrenadante a 40.000 g durante 1 hora. 

iv) Se retira y desecha el sobrenadante. Se vuelve a suspender el sedimento en un pequeño 
volumen de PBS o TNE (Tris 0,01 M, NaCl 0,1 M, ácido etilendiaminotetraacético 1 mM, pH 7,2). 
El volumen dependerá de la cantidad original de medio de cultivo celular y del tamaño del tubo 
utilizado para crear el gradiente. Si los líquidos sobrenadantes se han centrifugado en varios 
tubos, se combinan los sedimentos resuspendidos. 

v) Se prepara un gradiente de sacarosa al 15–45% en el tampón utilizado en el paso iv. 

vi) Se recubren con cuidado los sedimentos resuspendidos y se centrifugan a 40.000 g durante 
2 horas a 4°C. 

vii) En el gradiente debe ser visible una banda opalescente de virus. Se recoge la banda y se diluye 
al menos a una décima parte con el tampón que se está utilizando. 

viii) Se centrifuga a 40.000 g durante 2 horas a 4°C. 

ix) Se vuelve a suspender el sedimento en el tampón que se está utilizando. 

4.3.2. Métodos serológicos 

Los peces producen una respuesta inmunitaria tras la infección por el VVPC, y esta se ha estudiado 
principalmente mediante un seguimiento del desarrollo de anticuerpos. La respuesta humoral resulta 
influida por la temperatura del agua. Tras la infección por el VVPC a temperaturas bajas, como de 10°C, 
es posible que no se detecten anticuerpos, o que estos se encuentren a títulos bajos y que tarden varias 
semanas en desarrollarse, mientras que a 20°C, los anticuerpos se desarrollan antes (en una semana), y 
puede haber títulos altos (Dixon, 2008). La duración de la respuesta humoral no se conoce, pero se han 
detectado anticuerpos hasta 1 año tras la infección natural en una pesquería, y hasta más de 2 años tras 
una infección experimental (observaciones no publicadas). La detección de anticuerpos neutralizantes se 
ha utilizado en muchos estudios sobre el virus, pero los ELISA son más sensibles. Dixon et al. (1994) 
desarrollaron un ELISA de competición, que es aplicable a la detección de anticuerpos en gran variedad 
de hospedadores.  
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La idoneidad de la detección de anticuerpos se ha explicado en los apartados 3.5 y 4. 

5. Idoneidad de las pruebas para cada uso previsto 

Los métodos actualmente disponibles para la vigilancia dirigida y el diagnóstico de la VPC se detallan en la Tabla 
5.1. Las denominaciones utilizadas en la Tabla indican: a =el método es el recomendado por razones de 
disponibilidad, utilidad y especificidad y sensibilidad de diagnóstico; b= el método es estándar, con buena 
sensibilidad y especificidad de diagnóstico; c = el método tiene aplicación en algunas situaciones, pero el coste, la 
precisión u otros factores limitan seriamente su aplicación; y d= el método no se recomienda actualmente para este 
fin. Esta clasificación es de alguna forma subjetiva ya que la idoneidad implica cuestiones de fiabilidad, sensibilidad, 
especificidad y utilidad. Aunque no todas las pruebas incluidas en las categorías a o b se han sometido a 
estandarización y validación formales, su naturaleza sistemática y el hecho de que se hayan usado generalmente 
sin resultados dudosos las hace aceptables. 

Tabla 5.1. Métodos para la vigilancia dirigida y el diagnóstico 

Método Vigilancia dirigida Diagnóstico provisional Diagnóstico confirmativo 

 Juveniles Adultos   

Signos macroscópicos d d b d 

Histopatología d d b c 

ME de transmisión d d d d 

Aislamiento en cultivo 
celular 

a a a a 

Prueba para el antígeno 
vírico 

d d a c 

Prueba para los anticuerpos 
del pez contra el virus 

c c c d 

RT-PCR c c a a 

Secuenciación na na a a 

ME = microscopía electrónica; RT-PCR = reacción en cadena de la polimerasa con transcripción inversa; na = no es aplicable. 

NOTA: el resultado del aislamiento en cultivo celular solo se puede considerar preliminar, hasta que la identidad del 
virus se haya confirmado por un método adecuado. 

Se han descrito cuatro genogrupos de rabdovirus (Stone et al., 2003): el genogrupo I (VVPC), el genogrupo II 
(rabdovirus de la carpa herbívora), el genogrupo III (rabdovirus de los alevines de lucio) y el genogrupo IV 
(rabdovirus de la tenca). Análisis posteriores también han mostrado que el genogrupo del VVPC podía subdividirse 
a su vez en al menos cuatro subgenogrupos. Anticuerpos dirigidos contra el VVPC reaccionan de forma cruzada en 
distintos grados con todos los rabdovirus de los otros tres genogrupos. La capacidad de confirmar el VVPC en base 
a los resultados de pruebas serológicas, como el ELISA, la IFAT o la neutralización sérica, depende de la 
especificidad de los anticuerpos utilizados. Los resultados de estas pruebas serológicas solo pueden aceptarse 
como confirmativos de la presencia del VVPC si los antisueros utilizados han sido validados como detectores del 
virus en los cuatro subgenogrupos del genogrupo I y no reaccionan de forma cruzada con cepas de los otros tres 
genogrupos. 

Muchos laboratorios de diagnóstico se han topado con dificultades a la hora de obtener anticuerpos contra el VVPC 
que sean adecuados para su uso en pruebas serológicas y han pasado a los kits comerciales de pruebas. Para la 
identificación del VVPC se dispone de dos kits comerciales, el kit TestLine ELISA (TestLine, Brno, República Checa) 
y el kit Bio-X IFAT (Bio-X Diagnostics, Jemelle, Bélgica). Recientemente, Dixon y Longshaw (2005) han evaluado la 
especificidad de las pruebas para la detección de cepas del virus de los genogrupos I, II, III y IV, y han observado 
que el TestLine ELISA, en el que se utiliza un anticuerpo policlonal de conejo, es inespecífico y no permite distinguir 
el VVPC de los virus de los otros tres genogrupos. Por el contrario, el kit Bio-X IFAT, en el que se utiliza un 
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anticuerpo monoclonal de ratón, es demasiado específico y solo permite detectar cepas del VVPC de uno de los 
cuatro genogrupos del VVPC. Estos kits comerciales de pruebas pueden servir para obtener un diagnóstico 
provisional de la VPC, pero los problemas de especificidad limitan mucho su aplicación para un diagnóstico 
confirmativo. 

Para obtener una identificación confirmativa del VVPC se recomienda utilizar RT-PCR y análisis de la secuencia de 
nucleótidos de los productos de la PCR.  

6. Prueba(s) recomendada(s) para la vigilancia dirigida destinada a declarar la ausencia de 
viremia primaveral de la carpa 

El método de vigilancia de poblaciones de peces susceptibles para la declaración de ausencia de VPC es la 
inoculación de cultivos celulares con extractos de tejido (como se describe en el apartado 4.3.1.2.1 anterior), para 
demostrar la ausencia del virus. 

7. Criterios de diagnóstico confirmativo 

7.1. Definición de caso sospechoso 

El VVPC debe considerarse una causa de enfermedad cuando tienen lugar mortalidades rápidas y en 
cantidades importantes en una población de una especie susceptible de peces, en concreto si cursa con 
signos clínicos de la VPC. 

Un caso sospechoso de VPC se define como la presencia de signos clínicos típicos de la enfermedad en una 
población de peces susceptibles O BIEN como la aparición de histopatología típica en cortes de tejido O BIEN 
como la aparición de ECP típico en cultivos celulares sin identificación del agente causal O BIEN como un 
único resultado positivo en una de las pruebas de diagnóstico descritas arriba. 

7.2. Definición de caso confirmado 

El primer caso de enfermedad en una nueva zona, o en una zona donde ha habido casos de VPC 
anteriormente pero donde no ha habido ninguno a lo largo de un periodo de vigilancia de 2 años, se denomina 
caso índice. Un caso índice confirmado se define como un caso sospechoso que ha producido un ECP típico 
en cultivos celulares con la posterior identificación del agente causal mediante una de las pruebas serológicas 
utilizando antisueros validados, o RT-PCR más secuenciación, descritas arriba, O BIEN un segundo resultado 
positivo en una prueba diagnóstica independiente y distinta de entre las descritas arriba. Si se utiliza una 
prueba serológica, los antisueros deben ser “adecuados para el fin deseado” como se indica en el apartado 5. 
Si se utiliza RT-PCR, el producto obtenido debe secuenciarse con el fin de confirmar el VVPC; si no, el caso 
solo puede considerarse sospechoso de VPC.  

Durante estudios de seguimiento tras un caso índice confirmado, un caso se puede confirmar mediante la 
mera RT-PCR con secuenciación. 
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C A P Í T U L O  2 . 3 . 9 .  

 
SEPTICEMIA HEMORRÁGICA VIRAL  

1. Ámbito de aplicación 

A efectos de este capítulo, la septicemia hemorrágica viral (SHV) se considera una enfermedad causada por el virus 
de la septicemia hemorrágica viral (VSHV), sinónimo: virus Egtved). 

La SHV es una enfermedad de la trucha arco iris de piscifactoría, el rodaballo de piscifactoría y el falso halibut del 
Japón, así como de una amplia variedad de especies salvajes tanto de agua dulce como marina (EFSA, 2008; 
Meyers y Winton, 1995; Skall et al., 2005) causada por el VSHV, un virus que pertenece al género Novirhabdovirus, 
de la familia Rhabdoviridae (Walker et al., 2000). Todas las cepas del virus de la SHV pueden identificarse mediante 
pruebas inmunoquímicas utilizando el anticuerpo monoclonal IP5B11(Lorenzen et al., 1988). 

Los peces enfermos pueden presentar signos clínicos inespecíficos en las primeras fases de la infección, como una 
aparición rápida de mortalidad (que puede alcanzar el 100% de la población en los alevines), letargia, 
oscurecimiento de la piel, exoftalmia, anemia (branquias pálidas), hemorragias en la base de las aletas, las 
branquias, los ojos y la piel, y una distensión abdominal debida a edema en la cavidad peritoneal. En el estado 
crónico de la infección, los peces afectados en general no presentan signos externos. La SHV también puede 
causar un cuadro nervioso, que se caracteriza por una natación muy anómala, como constantes movimientos 
fugaces y/o en espiral. Los criterios de diagnóstico confirmativo se resumen en el apartado 7 de este capítulo. 

2. Información sobre la enfermedad 

2.1. Factores del agente 

2.1.1. El agente patógeno, cepas del agente 

El agente patógeno de la SHV es un rabdovirus (VSHV) que pertenece al género Novirhabdovirus, de la 
familia Rhabdoviridae, que también incluye el virus de la necrosis hematopoyética infecciosa (VNHI) y el 
rabdovirus Hirame del falso halibut del Japón (Paralichthys olivaceus). Los viriones tienen forma de bala 
(miden unos 70 nm de diámetro y 180 nm de longitud), contienen un genoma de ARN de sentido negativo 
y monocatenario de unos 11.000 nucleótidos y poseen una envoltura que contiene la glucoproteína de 
membrana, que es el antígeno de superficie contra el cual se generan los anticuerpos neutralizantes. El 
genoma codifica seis proteínas: una nucleoproteína, N; una fosfoproteína, P (antes se denominaba M1); 
una proteína de la matriz, M (antes se denominaba M2); una glucoproteína, G; una proteína no virión, 
NV, y una polimerasa, L (Walker et al., 2000). 

La trucha arco iris, en la que el VSHV puede causar graves brotes de la enfermedad, es un hospedador 
típico del virus, pero muchas de las demás especies de peces, tanto marinas como de agua dulce, 
también son susceptibles a la enfermedad. Se han notificado brotes naturales en rodaballo de 
piscifactoría (Ross et al., 1994; Schlotfeldt et al., 1991) y en falso halibut del Japón tanto de piscifactoría 
como salvaje (Isshiki et al., 2001; Takano et al., 2000). Se ha observado mortalidad por una infección 
natural en especies de peces marinos de vida libre a lo largo de la costa del Pacífico de Norteamérica 
(Meyers et al., 1999; Traxler et al., 1999). Además, se ha observado que ciertas cepas del virus aisladas 
en arenque del Pacífico son patógenas en el arenque del Pacífico en condiciones experimentales (Kocan 
et al., 1997). Skall et al., 2005 ha publicado una revisión sobre este tema. Asimismo, se han producido 
brotes de SHV en especies salvajes de agua dulce de los Grandes Lagos (Elsayed et al., 2006; Groocock 
et al., 2007; Lumsden et al., 2007). 

La gran variedad de hospedadores y las importantes diferencias en cuanto a patogenicidad en cada 
especie hospedadora pueden causar problemas a los programas de control de la SHV, que se basan 
principalmente en la protección de la importante industria de producción de la trucha arco iris. El principal 
problema es decidir si el hallazgo de VSHV marino en peces de vida libre en una zona considerada libre 
del VSHV debe comportar la retirada de dicha calificación. No obstante, se ha observado en una gran 
parte de Europa que la SHV en peces de vida libre en el medio marino afecta al estado de ausencia 
reconocida de SHV solo en unos pocos casos. No obstante, un brote reciente en trucha arco iris de 
Noruega se debió al genotipo III del VSHV, un genotipo marino hasta entonces no considerado patógeno 
en la trucha arco iris (Dale et al., 2009), lo cual indica que las cepas marinas también son importantes 
para la producción de trucha arco iris. 
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El anticuerpo monoclonal (MAb) IP5B11 (Lorenzen et al., 1988) reacciona con todas las cepas del VSHV 
de todos los genotipos y serotipos conocidos. 

La mayoría de anticuerpos policlonales generados contra el VSHV de Tipo I (DK-F1) presentan reacción 
cruzada con todas las cepas conocidas del VSHV en la prueba de la inmunofluorescencia indirecta 
(IFAT) y en los enzimoinmunoanálisis (ELISA). Sin embargo, en la prueba de la neutralización vírica 
(VN), el VSHV se puede clasificar en tres subgrupos en función del patrón de neutralización frente a un 
conjunto de cuatro MAbs neutralizantes y un anticuerpo policlonal (Olesen et al., 1993). Así, el VSHV 
tiene en común varios epítopos antigénicos, aunque los serogrupos no se correlacionan con los 
genotipos identificados mediante análisis de la secuencia del ácido nucleico. Se han desarrollado MAbs 
que reaccionan específicamente con distintos grupos de VSHV, como por ejemplo cepas del genogrupo 
IVa y del genogrupo Ib americanas/japonesas (Ito et al., 2010; Ito et al., manuscrito en prep.). 

La forma más discriminatoria de tipificar el VSHV es mediante la secuenciación del ácido nucleico. 
Comparaciones entre las secuencias de varias cepas del VSHV realizadas por distintos laboratorios han 
puesto de manifiesto que las diferencias genéticas parecen estar más relacionadas con la ubicación 
geográfica que con el año de aislamiento o con la especie hospedadora (Skall et al., 2005). Se han 
clasificado cuatro genotipos principales, en base a la secuencia de toda la longitud y/o parte del gen de la 
nucleoproteína, N (Einer-Jensen et al., 2005; Snow et al., 1999; 2004), de la glucoproteína, G (Einer-
Jensen et al., 2004; 2005) y de la proteína no virión, NV (Einer-Jensen et al., 2005): 

Genotipo I: Varios sublinajes (Ia-Ie) que contienen cepas de VSHV europeas de agua dulce, cepas 
de la zona del Mar Negro y un grupo de cepas marinas del Mar Báltico, los estrechos 
de Kattegat y de Skagerrak, el Mar del Norte y el Canal de la Mancha. Recientemente 
se han descubierto cepas del Genotipo Ib tan al norte como a la latitud 70ºN, cerca del 
Cabo Norte, en Noruega (www.fishpathogens.eu, informe nº 2902). 

Genotipo II: Un grupo de cepas del Mar Báltico 

Genotipo III: Cepas de la parte del atlántica del Mar del Norte (desde el Cabo Flemish (López-
Vázquez et al., 2006) a la costa noruega (Dale et al., 2009), el Mar del Norte y los 
estrechos de Skagerrak y de Kattegat. 

Genotipo IV: Cepas de Norteamérica y japonesas/coreanas (dos sublinajes, IVa y Ivb [Elsayed et al., 
2006]).  

El genotipo I se divide en varios sublinajes, y las cepas marinas de peces salvajes se encuentran en el 
sublinaje Ib. La mejor resolución de sublinajes del genotipo I se obtiene al analizar el gen completo que 
codifica la glucoproteína, G (Einer-Jensen et al., 2005). 

Dado que el genotipo I incluye VSHV aislados de peces marinos salvajes, así como cepas que causan 
mortalidad en trucha arco iris de Europa continental, se ha sugerido una posible relación entre los tipos 
de alguna dulce y de agua marina (Skall et al., 2005). 

Todas las cepas japonesas y otras cepas asiáticas excepto una se clasifican en el genotipo IVa 
americano. La otra cepa se clasifica en el genotipo IB europeo tradicional (Nishizawa et al., 2002). Se 
considera que esta cepa se ha introducido procedente de algún lugar de fuera de Japón.  

En Norteamérica, se han encontrado al menos dos sublinajes: el genotipo IVa en la costa del Pacífico y el 
genotipo IVb en la costa del Atlántico y en la zona de los Grandes Lagos. 

2.1.2. Supervivencia fuera del hospedador 

La supervivencia del VSHV fuera del hospedador depende de las condiciones físico-químicas del medio 
acuoso (Ahne, 1982) y de la temperatura: el virus sobrevive durante periodos más largos a 4°C que a 
20°C Parry y Dixon, 1997). Se ha documentado que el virus persiste en agua dulce durante 28–35 días a 
4°C (Parry y Dixon, 1997) y se ha observado que es infectivo durante 1 año a 4°C en agua dulce filtrada 
(Hawley y Garver, 2008). Además, puede durar más tiempo si se añaden sustancias orgánicas al agua, 
como líquidos ováricos o productos hemáticos, como suero bovino. En agua dulce sin tratar a 15°C, el 
tiempo necesario para una inactivación del 99,9% fue de 13 días, pero en agua marina el virus se inactivo 
en un plazo de 4 días (Hawley y Garver, 2008). En otros estudios en los que se ha utilizado agua marina 
a 15°C, la infectividad del virus se ha reducido en un 50% pasadas 10 horas, pero se podía seguir 
recuperando pasadas 40 horas (Kocan et al., 2001). 

La congelación de peces infectados por el VSHV a temperaturas de congelación comerciales y la 
posterior descongelación no matan completamente el virus, pero reducen su infectividad o título en un 
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90% o más (Artkush et al., 2006). Estos autores observaron que el virus infeccioso restante se 
encontraba en el tejido de los peces y no perdido en el agua descongelada procedente del pez 
congelado.  

2.1.3. Estabilidad del agente (métodos eficaces de inactivación) 

El VSHV es sensible a varios desinfectantes de uso frecuente. Pueden consultarse las revisiones de 
Bovo et al., 2005b; Wolf, 1988. 

2.2. Factores del hospedador 

Los reservorios del VSHV son peces infectados clínicamente, así como portadores subclínicos que pueden ser 
peces de piscifactoría, asilvestrados o salvajes. Existen varios factores que influyen en la susceptibilidad a la 
SHV. En la trucha arco iris se ha observado una variabilidad genética de la susceptibilidad (Henryon et al., 
2002a; 2002b), y la edad del pez parece tener cierta importancia (cuanto más joven es el pez, más 
susceptibilidad presenta). En general, los peces de mayor edad que presentan una alta mortalidad debida a la 
SHV nunca antes han contactado con la enfermedad.  

2.2.1. Especies hospedadoras susceptibles 

Durante las dos últimas décadas, se ha aislado VSHV de varias especies de peces marinos y de agua 
dulce (véanse las Tablas 2.1 y 2.2). (En la Tabla 2.1 se expone una lista de las especies para las cuales 
existen pruebas científicas concluyentes de susceptibilidad, y en la Tabla 2.2., una lista de las especies 
para las cuales existen ciertos indicios de susceptibilidad). Es probable que el VSHV sea endémico en 
poblaciones de peces en grandes zonas del hemisferio norte, de aguas templadas. Hasta ahora, se ha 
aislado el VSHV de unas 80 especies diferentes de peces de todo el hemisferio norte, incluida 
Norteamérica, Asia y Europa. Se ha observado que varias especies son susceptibles al VSHV en 
condiciones experimentales. El número de posibles especies hospedadoras aumenta a medida que 
aumentan los esfuerzos por llevar a cabo un seguimiento. No obstante, la especie de pez de piscifactoría 
más susceptible es la trucha arco iris de genotipo Ia, aunque también se ha observado que la SHV causa 
mortalidad en rodaballo de piscifactoría y en el falso halibut del Japón. En los peces salvajes, durante los 
últimos años se han producido varias extinciones en la zona de los Grandes Lagos de EE.UU. y Canadá, 
que han afectado al menos a 28 especies de peces de agua dulce. Todas las cepas del VSHV de estos 
brotes pertenecían al genotipo IVb (USDA; Thompson et al., 2011). 

Tabla 2.1. Especies de peces para las cuales existen pruebas concluyentes de susceptibilidad (Autoridad Europea en 
Seguridad Alimentaria [EFSA], 2008) 

Especies susceptibles según las normas de la Autoridad Europea en Seguridad Alimentaria (EFSA)  

Orden Familia Nombre común Nombre científico 

Salmoniformes 
(Salmones) 

Salmonidae 
(salmónidos) 

Trucha arco iris Oncorhynchus mykiss 

Salmón real Oncorhynchus tshawytscha 

Salmón coho Oncorhynchus kisutch 

Salmón del Atlántico Salmo salar 

Trucha marina Salmo trutta 

Tímalo  Thymallus thymallus 

Lavareto*1 Coregonus lavaretus 

Coregones  Coregonus spp. 

Trucha arco iris x Coho*1 O. mykiss × O. kisutch 

Trucha arco iris x salvelino*1 O. mykiss × S. fontinalis triploid 

Trucha arco iris x Trucha alpina*1 O. mykiss × S. alpinus triploid 

Esociformes Esocidae 
Lucio de aletas rojas Esox masquinongy 

Lucio Esox lucius 

Clupeiformes Clupeidae 

Arenque del Atlántico Clupea harengus 

Arenque del Pacífico Clupea pallasii 

Sardina Sardinops sagax 

Espadín Sprattus sprattus 
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Especies susceptibles según las normas de la Autoridad Europea en Seguridad Alimentaria (EFSA)  

Orden Familia Nombre común Nombre científico 

Gadiformes 
(bacalao) 

Gadidae 

Bacalao del Atlántico Gadus morhua 

Capellán  Trisopterus minutus 

Plegonero Merlangius merlangus 

Bacaladilla Micromesistius poutassou 

Faneca noruega Trisopterus esmarkii 

Colín de Alaska Theragra chalcogramma 

Lotidae (merluzas y 
lotas) 

- Enchelyopus cimbrius 

Lota Lota lota 

Merlucciidae Merluza del Pacífico Norte Merluccius productus 

Pleuronectiformes 
(peces planos) 

Pleuronectidae 

Lenguadina Limanda limanda 

Platija europea Platichthys flesus 

Solla europea Pleuronectes platessa 

Fletán negro Reinhardtius hippoglossoides 

Halibut*1 Hippoglossus hippoglossus2 

Scophthalmidae Turbot Scophthalmus maximus 

Paralichthyidae Falso halibut del Japón Paralichthys olivaceus 

Osmeriformes 

Argentinidae Argentina Argentina sphyraena 

Osmeridae 
(eperlanos) 

Eperlano del Pacífico Hypomesus pretiosus 

Perciformes  
(con forma de 

perca) 

Ammodytidae 

- Ammodytes hexapterus 

Lanzones Ammodytes spp. 

Lanzón del Pacífico Ammodytes personatus 

Gobiidae 
– Pomatoschistus minutus 

Gobio pintado Neogobius melanostomus 

Embiotocidae – Cymatogaster aggregata 

Sciaenidae - Aplodinotus grunniens 

Scombridae Estornino Scomber japonicus 

Percidae (percas) Perca canadiense Perca flavescens3 

Moronidae (lubinas) Lubina*1 Dicentrarchus labrax 

Gasterosteiformes  Espinosillo Gasterosteus aculeatus 

Cypriniformes 
(carpas) 

Cyprinidae (chispas o 
carpas) Piscardo*1 Pimephales promelas4 

Petromyzontiformes 
(lamprea) 

Petromyzontidae 
(lamprea) 

Lamprea de río Lampetra fluviatilis5 

*1Prueba de infección por inmersión; * 2Skall et al., 2005; 3Kane-Sutton et al., 2010; 4Al-Hussinee et al., 2010; 5Gadd et al., 2010. 

Table 2.2. Especies de peces para las cuales existe algún indicio de susceptibilidad (EFSA, 2008) 

Orden Familia Nombre común Nombre científico 

Salmoniformes 
(Salmones) 

Salmonidae 
(salmónidos) 

Keta*3 Oncorhynchus keta 

Salmón rojo*3 Oncorhynchus nerka 

Trucha lacustre*1, 2 Salvelinus namaycush4 

Trucha de arroyo*1, 2 Salvelinus fontinalis4 

Coregono de lago Coregonus clupeaformis 
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Orden Familia Nombre común Nombre científico 

-*2 Oncorhynchus aguabonita 

Trucha alpina*1 Salvelinus alpines 

-*2 
Salvelinus namaycush × Salvelinus 

fontinalis4 

*1 O. mykiss × S. namaycush 

*1 O. mykiss × O. kisutch triploid 

Clupeiformes Clupeidae Sábalo molleja Dorosoma cepedianum 

Gadiformes 
(bacalao) 

Gadidae 

Bacalao del Pacífico Gadus macrocephalus 

Eglefino Melanogrammus aeglefinus 

- Microgadus proximus 

Lotidae (merluzas y 
lotas) 

Lota Lota lota 

Siluriformes 
(bagres) 

Ictaluridae (bagres de 
agua dulce de 
Norteamérica) 

Bagre pardo Ictalurus nebulosus 

Bagre de canal Ictalurus punctatus 

Osmeriformes 
Osmeridae 
(eperlanos) 

Eulacón Thaleichthys pacificus 

Perciformes  
(con forma de 

perca) 

Centrarchidae (peces 
sol) 

Perca atruchada Micropterus salmoides 

Perca atruchada*2 Micropterus salmoides4 

Perca americana de boca pequeña Micropterus dolomieu 

- Lepomis macrochirus 

Perca sol Lepomis gibbosus 

Perca plateada Pomoxis nigromaculatus 

- Ambloplites rupestris 

Percidae (percas) 
Lucioperca americana Sander vitreus 

Perca Perca fluviatilis 

Moronidae (lubinas 
de aguas templadas) 

- Morone chrysops 

Lubina estriada Morone saxatilis 

Lubina blanca Morone americana 

-*2 Acanthopagrus schlegelii 

Dorada del Japón*2 Pagrus major 

Sparidae Dorada Sparus aurata 

Serranidae Mero de pintas rojas*2 Epinephelus akaara 

Carangidae Medregal del Japón*2 Seriola quinqueradiata 

Sciaenidae -*3 Larimichthys polyactis5 

Sparidae -*3 Dentex tumifrons5 

Trichiuridae Pez sable*3 Trichiurus lepturus5 

Stromateidae - Pampus argentus5 

Scorpaeniformes 
(rascacios y 

platicefálidos) 

Anoplopomatidae 
(bacalao negro) 

Bacalao negro Anoplopoma fimbria 

Sebastidae (gallineta, 
trama  y 

Sebastolobus spp.) 
- Sebastes inerrmis 

 -*2 Sebastes schlegelii 

Liparidae -*3 Liparis tessellatus5 

Scorpaenidae -*3 Scorpaena izensis5 

Anguilliformes Anguillidae 
Anguila Anguilla anguilla 

Anguila americana*3 Anguilla rostrata6 
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Orden Familia Nombre común Nombre científico 

Cyprinodontiforme
s 

Fundulidae Fúndulo Fundulus heteroclitus 

Gasterosteiformes Aulorhynchidae - Aulorhynchus flavidus 

Cypriniformes 
(carpas) 

Catostomidae 
- Moxostoma anisurum 

- Moxostoma macrolepidotum 

Cyprinidae (chispas o 
carpas) 

 Barbus graellsii 

- Pimephales notatus 

- Notropis atherinoides 

- Notropis hudsonius 

Boga de río Chondrostoma polylepis 

Pez cebra*2 Danio rerio 

Pez rojo*1 Carassius auratus 

Percopsiformes 
(Percopsis 

omiscomaycus, 
Aphredoderus 

sayanus y peces 
de cueva) 

Percopsidae 
(Percopsis 

omiscomaycus) 
- Percopsis omiscomaycus 

Pleuronectiformes 
(peces planos) 

Soleidae 
- Solea senegalensis 

Lenguado senegalés*1,2 Solea senegalensis7 

Pleuronectidae 

-*2 Pleuronectes yokohamae 

- Parophrys vetula 

-*3 Glyptocephalus stelleri5 

Mugiliformes Mugilidae 
Mugil Mugil cephalus4 

Mugil*3 Mugil cephalus5 

Ophidiiformes Ophidiidae -*3 Hoplobrotula armata5 

Carcharhiniformes Scyliorhinidae -*3 Scyliorhinus torozame5 

No peces  - Myzobdella lugubris8 

No peces  - Diporeia spp.9 

*1Prueba de infección por inmersión; *2Prueba de infección por inyección IP; *3solo reacción en cadena de la polimerasa con 

transcripción inversa (RT-PCR); 4Kim y Faisal, 2010; 5Lee et al., 2007; 6Al-Hussinee et al., 2011; 7López-Vázquez et al., 2011;  
8Faisal y Schulz, 2009; 9Faisal y Winters, 2011. 

2.2.2. Fases susceptibles de la vida del hospedador  

La infección por el VSHV puede causar enfermedad y mortalidad en todas las fases de vida de los peces 
susceptibles. La infección puede dar lugar al desarrollo de una inmunidad protectora en zonas 
endémicas; por tanto, la enfermedad es más abundante en poblaciones de peces jóvenes, previamente 
no infectados. No se conocen casos de infección de huevos de peces con el VSHV.  

2.2.3. Especies o subpoblaciones predilectas (probabilidad de detección) 

En estudios de peces salvajes marinos, se ha aislado el VSHV de la mayoría de segmentos de edad. Sin 
embargo, se han analizado pocos alevines, ya normalmente no se capturan durante los estudios. La 
mayor prevalencia del virus se ha observado en peces que vivían formando bancos, como el arenque, el 
espadín, la faneca noruega, etc. (Skall et al., 2005).  

2.2.4. Órganos diana y tejidos infectados 

En las fases sépticas de la enfermedad, el virus es abundante en todos los tejidos, incluidos piel y 
músculos. Los órganos diana son el riñón, el corazón y el bazo, puesto que estos son los lugares donde 
el virus es más abundante. En las fases crónicas, los títulos del virus pueden llegar a ser altos en el 
encéfalo (Smail y Snow, 2011; Wolf, 1988). 
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2.2.5. Infección persistente con portadores de por vida 

Algunos supervivientes de epizootias se convertirán en portadores del virus durante largos periodos de 
tiempo. 

2.2.6. Vectores 

Dado el gran número de especies susceptibles, puede suponerse que el virus es capaz de multiplicarse 
en una variedad suficientemente amplia de hospedadores como para no precisar vectores. No obstante, 
en muchas especies de peces nunca se han observado signos clínicos en ejemplares infectados.   

Se ha aislado el VSHV de la sanguijuela, Myzobdella lugubris, y de Diporeia spp, en los Grandes Lagos, 
en Norteamérica. Por el momento no se sabe si la sanguijuela y Diporeia tipo camarón pueden transmitir 
el VSHV entre peces (Faisal y Schulz, 2009; Faisal y Winters, 2011). 

El VSHV se puede transmitir por aves piscívoras, que actúan como vectores mecánicos (Olesen y 
Vestergård Jørgensen, 1982; Peters y Neukirch, 1986). 

2.2.7. Animales acuáticos salvajes portadores o sospechosos de serlo 

Véanse la Tablas 2.1 y 2.2, donde se indican las especies de las que se ha aislado el VSHV. 
Actualmente, no se dispone de suficientes datos científicos como para incluir todas las especies de los 
Grandes Lagos en esta lista de las consideradas susceptibles al VSHV (EFSA, 2008). 

2.3. Patrón de la enfermedad 

2.3.1. Mecanismos de transmisión 

Los conocimientos sobre el mecanismo de transmisión del virus proceden principalmente de estudios de 
cepas del VSHV aisladas en truchas arco iris de Europa, en las cuales se ha observado una transmisión 
horizontal por contacto con otros peces o con agua contaminada, etc. El virus se excreta de peces 
infectados por la orina (Wolf, 1988) y líquidos reproductivos. La transmisión tiene lugar fácilmente en el 
intervalo de entre 1 y 15°C, pero puede producirse incluso a 20°C. El periodo de incubación depende de 
la temperatura y de la dosis infectiva, y dura 5 a 12 días a temperaturas más altas.  

Durante e inmediatamente después de un brotes, el virus se puede aislar fácilmente en cultivo celular 
(Wolf, 1988). El riñón, el corazón y el bazo son los tejidos que dan los títulos víricos más altos.  

En peces portadores (clínicamente sanos), la detección del VSHV es más problemática (Skall et al., 
2005). El VSHV crece en varias líneas celulares de peces, entre las cuales BF-2 es la más sensible a la 
infección por cepas europeas de agua dulce (Skall et al., 2005). Las siguientes líneas celulares, en orden 
decreciente de susceptibilidad, son FHM, RTG-2 y EPC (Lorenzen et al., 1999), pero otras líneas 
celulares de peces, como CHSE-214 y SSN-1, también son susceptibles. La susceptibilidad de una línea 
celular a la infección dependerá de varios parámetros, como el linaje de la línea celular y diferencias en la 
cepa vírica; por tanto, parece ser que la línea celular EPC podría ser más susceptible a las cepas del 
genotipo IV del VSHV que a las cepas de tipo I, II o III (Skall et al., 2005). 

El estado de portador del VSHV en especies de peces de agua dulce está bien estudiado (Enzmann y 
Konrad, 1985; Jørgensen, 1982). El estado virológico de estos portadores dependerá de varios 
parámetros, como el tiempo que haya transcurrido desde la exposición inicial y la proximidad geográfica 
a salidas de agua procedentes de piscifactorías de peces. Desde el descubrimiento de cepas del VSHV 
en especies marinas, se han llevado a cabo muchos estudios en los que se ha realizado un exhaustivo 
muestreo de una gran variedad de especies de peces de aguas costeras de la Europa continental (Skall 
et al., 2005), del Reino Unido (Skall et al., 2005), de Norteamérica (Hedrick et al., 2003) y de Asia (Kim y 
Park, 2004; Takano et al., 2000). En estos estudios, se ha comprobado si las muestras contenían virus 
inoculando líneas celulares de peces. En algunos, se han combinado varias muestras y, por tanto, la 
determinación de la prevalencia exacta ha sido difícil. No obstante, en base al aislamiento del virus en 
cultivo celular y fuera cual fuera la especie de pez estudiada, la prevalencia del VSHV en especies 
marinas de peces muestreadas en estos estudios se ha encontrado en el intervalo de entre el 0,0% y el 
16,7% (intervalo de confianza del 95%, 8,7–27,5%) (Skall et al., 2005). 

La enfermedad en general tiene lugar a temperaturas de entre 4°C y 14°C. A temperaturas del agua de 
entre 15°C y 18°C, la enfermedad en general tiene un curso rápido y poca mortalidad acumulada.  

Las temperaturas del agua bajas (1-5°C) en general dan lugar a un largo curso de la enfermedad, con 
baja mortalidad diaria pero con una alta mortalidad acumulada. Surgen brotes de la SHV en cualquier 
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estación del año, pero son más frecuentes en primavera, cuando las temperaturas del agua están 
aumentando o fluctuando. En las revisiones de Wolf (1988) y de Smail y Snow (2011) se pueden 
consultar más detalles sobre este trastorno.  

La transmisión tiene lugar principalmente de forma horizontal por el agua, debido a la excreción del virus 
con la orina (Smail y Snow, 2011). En estudios en los que se ha utilizado el diagnóstico por imagen 
mediante bioluminiscencia de truchas vivas infectadas con VNHI virulento recombinante, un virus muy 
similar al VSHV, portador de un gen indicador, ha ilustrado de forma muy clara que la replicación del virus 
sobre la piel del pez era muy alta (Bremont, 2005). Esto todavía no se ha estudiado en peces infectados 
por la SHV, pero la excreción directa del virus de la piel podría constituir una fuente de transmisión del 
virus (Smail y Snow, 2011). 

No se dispone de indicios ni pruebas de una verdadera transmisión vertical del VSHV (Bovo et al., 
2005a). 

2.3.2. Prevalencia 

Hasta finales de los años 1980, la SHV se consideró que se restringía a la trucha arco iris de 
piscifactorías de la Europa continental, con el aislamiento ocasional en algunas otras especies de peces 
de agua dulce (como la trucha marina, el lucio [Meier y Jørgensen, 1980; Schlotfeldt y Ahne, 1988]), 
considerándose libres de SHV Escandinavia (excepto Dinamarca), Gran Bretaña e Irlanda. A partir de la 
detección y aislamiento del VSHV del salmón del Pacífico mar adentro frente a la costa norteamericana 
del Pacífico a finales de los años 1980, estudios posteriores han puesto de manifiesto que el VSHV tiene 
lugar en muchas especies de peces de piscifactoría y salvajes a lo largo de la costa norteamericana tanto 
del Pacífico como del Atlántico (Skall et al., 2005), en la zona de los Grandes Lagos de Norteamérica 
(Thompson et al., 2011), en mares del Reino Unido (Skall et al., 2005), en el Mar Báltico, en los estrechos 
de Skagerrak y Kattegat (Skall et al., 2005), en las aguas de Japón (Skall et al., 2005), y en la zona del 
Mar Negro, con un genotipo Ie claramente diferenciado (Nishizawa et al., 2006). 

2.3.3. Distribución geográfica 

Durante las dos últimas décadas, el VSHV se ha aislado de peces salvajes de toda la zona templada del 
hemisferio norte, tanto en aguas dulces como marinas (Skall et al., 2005). No obstante, solo en Europa 
se han observado brotes de la SHV en trucha arco iris de piscifactoría, donde se sigue considerando una 
de las enfermedades víricas más graves en peces de acuicultura. En América, la SHV causa mortalidad 
principalmente en peces salvajes (Meyers y Winton, 1995; Skall et al., 2005; USDA, 2007). En Asia, ha 
habido informes de brotes clínicos en el falso halibut del Japón de piscifactoría, así como aislamientos en 
especies de peces salvajes (Lee et al., 2007; Skall et al., 2005). 

2.3.4. Mortalidad y morbilidad 

La mortalidad varía en función de muchas condiciones ambientales y fisiológicas, la mayoría de las 
cuales no están del todo determinadas. Esta enfermedad, en general es de aguas frescas o frías, y la 
máxima mortalidad tiene lugar a los 9-12°C. Los alevines pequeños de trucha arco iris (0,0-3 g) son más 
susceptibles al genotipo Ia, en los que causa mortalidades cercanas al 100%, pero todos los tamaños de 
la trucha arco iris pueden resultar afectados, con mortalidades que oscilan entre el 5% y el 90%. En 
pruebas de infección por inmersión también se ha inducido una mortalidad de hasta el 100% en arenques 
del Pacífico cuando se han infectado con el genotipo IVa (Skall et al., 2005). 

2.3.5. Factores ambientales 

Se han notificado brotes de la SHV en ambientes tanto de agua dulce como de agua marina con 
salinidades de hasta 36 partes por mil (ppmil) y a temperaturas de entre los 2°C y los 20°C. La mayoría 
de brotes de la enfermedad se observan en primavera, cuando las temperaturas fluctúan.  

En pruebas de laboratorio se ha observado que el intervalo de temperaturas del genotipo IVb del VSHV 
parece ser el mismo que el del genotipo I, con un óptimo en los 9-12°C y un límite superior en los 18-
20°C (Goodwin y Merry, 2011). 

2.4. Control y prevención 

En ausencia de tratamiento antivíricos, los métodos de control de la SHV actualmente se basan en programas 
oficiales de vigilancia sanitaria, junto con medidas de seguimiento. Ciertas prácticas que han funcionado para 
reducir el número de piscifactorías infectadas en una zona endémica y para prevenir la reinfección, como el 
sacrificio sanitario y el descanso de las instalaciones, han sido revisadas previamente (Olesen, 1998; Olesen y 
Korsholm, 1997). Recientemente se han podido erradicar con éxito los brotes de enfermedad aguda en el 
Reino Unido en 2006 (Stone et al., 2008) y en Noruega en 2007 (Dale et al., 2009), puesto que no se han 
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observado otros brotes desde entonces, y Dinamarca, que tenía má de 400 piscifactorías infectadas de forma 
endémica, se libró por sí sola de la SHV tras 45 años de vigilancia y control, sufriendo el último brotes de 
enfermedad en febrero de 2009 (Manuscrito en preparación). 

2.4.1. Vacunación 

Aunque durante más de tres décadas se ha investigado para desarrollar una vacuna contra la SHV, 
todavía no se dispone de ninguna. Ha habido varias vacunas candidatas, como vacunas inactivadas, 
vacunas vivas atenuadas, una vacuna recombinante en sistemas de expresión procariotas y eucariotas, y 
una vacuna basada en el ADN. Sin embargo, se ha observado que esta última es muy prometedora para 
inducir una buena protección frente a la SHV. Lorenzen y LaPatra, 2005 han publicado una revisión al 
respecto. 

2.4.2. Tratamiento con sustancias químicas 

Actualmente no se dispone de ninguno. 

2.4.3. Inmunoestimulación 

Para potenciar la protección frente a la SHV se han evaluado varios inmunoestimulantes, como beta-
glucanos derivados de levaduras, péptidos derivados de IL-1β y probióticos (Peddie et al., 2003). Varios 
autores han observado efectos positivos, pero no se dispone de ningún inmunoestimulante dirigido 
específicamente a potenciar la resistencia frente a la SHV.  

2.4.4. Selección genética a favor de la resistencia 

Se ha detectado una variación genética en la trucha arco iris en cuanto a la resistencia a la SHV (Dorson 
et al., 1995; Henryon et al., 2002a, b). En un estudio realizado por Henryon et al. (2005), la heredabilidad 
de la resistencia a la SHV fue de 0,11 medida por el tiempo restante hasta la muerte del animal, en una 
escala de tiempo logarítmica. Por tanto, se ha observado que hay un buen potencial de seleccionar 
genéticamente a favor de la resistencia. No obstante, todavía no se comercializa ninguna cepa de trucha 
arco iris resistente.  

2.4.5. Repoblación con especies resistentes 

En algunas piscifactorías de Dinamarca, con mortalidades altas recurrentes causadas por la SHV, se ha 
intentado la repoblación con especies más resistentes, como la trucha marina (Salmo trutta) o la 
lucioperca (Sander lucioperca) (H. Korsholm, comunicación personal). 

2.4.6. Desinfección de huevos y larvas 

La desinfección de huevos embrionados y de huevos verdes es una medida preventiva eficiente y 
rentable de detener la propagación de la enfermedad (se indican los procedimientos detallados en Bovo 
et al., 2005b). 

2.4.8. Prácticas generales de manejo 

Una mala calidad del agua, una alta densidad de peces, una alta frecuencia de alimentación, otras 
enfermedades, como la enfermedad renal proliferativa (ERP), la ictioftiriasis, la enfermedad renal 
bacteriana (ERB), etc. pueden influir en el curso y la gravedad de la enfermedad. En general, un aumento 
de la temperatura, una restricción alimentaria, una reducción de la densidad de peces y una restricción 
de la manipulación pueden reducir la mortalidad. En piscifactorías infectadas de forma endémica, 
normalmente se repuebla con alevines nunca antes expuestos a la enfermedad a temperaturas del agua 
tan altas como sea posible.  

3. Obtención de muestras 

3.1. Elección de ejemplares 

Deben realizarse inspecciones clínicas durante un periodo en que la temperatura del agua sea inferior a los 
14°C o siempre que la temperatura del agua pueda alcanzar su mínimo anual. En todas las unidades de 
producción (estanques, tanques, jaulas de red, etc.) debe comprobarse si hay peces muertos, débiles o que 
presenten un comportamiento anómalo, y debe prestarse especial atención a la zona de salida de agua, donde 
tienden a acumularse peces débiles debido a la corriente de agua.  

Los peces se elegirán en función de lo siguiente: 
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• En el caso del genotipo I: en piscifactorías con salmónidos, si hay truchas arco iris, solo se podrán 
escoger ejemplares de esta especie. Si no hay truchas arco iris, la muestra debe obtenerse de peces de 
todas las demás especies susceptibles al VSHV presentes, que se indican en en las Tablas 2.1 y 2.2. No 
obstante, todas las especies deben estar representadas de forma proporcional en la muestra. En el caso 
de otros genotipos: deben escogerse especies de susceptibilidad conocida al genotipo en cuestión. 
Deben escogerse ejemplares de especies susceptibles de forma proporcional, o siguiendo criterios de 
selección dirigida basados en el riesgo, de lotes o poblaciones con antecedentes de mortalidades 
anómalas o posibles episodios de exposición (por ejemplo, por agua superficial no tratada, recogida de 
peces salvajes o repoblación con poblaciones cuyo riesgo se desconozca).   

• Si para la producción de peces se utiliza más de un origen de agua, en la muestra deben incluirse peces 
de todos los orígenes. 

• Si hay peces débiles, con comportamientos anómalos o que acaban de morir (no descompuestos), estos 
deben escogerse. Si no hay este tipo de peces, los peces deben escogerse de entre los que presentan 
un comportamiento normal y parecen sanos, de tal forma que todas las partes de la piscifactoría, así 
como todos los segmentos de edad estén representados de forma proporcional en la muestra.  

3.2. Conservación de las muestras para su envío 

Antes ser enviados o transferidos al laboratorio, partes de los órganos que tienen que examinarse deben 
extraerse del pez con instrumental de disección estéril e introducirse en tubos de plástico estériles que 
contengan medio de transporte, es decir, medio de cultivo celular con suero fetal bovino (FBS) al 10% y 
antibióticos. Se recomienda la combinación de 200 Unidades Internacionales (UI) de penicilina, 200 µg de 
estreptomicina y 200 µg de kanamicina por ml, aunque también pueden utilizarse otros antibióticos cuya 
eficacia se haya demostrado. 

3.3. Combinación de varias muestras 

Pueden combinarse en un solo tubo estéril líquido ovárico o trozos de órganos de un máximo de diez peces; 
dichos tubos deben contener al menos 4 ml de medio de transporte, y cada uno representará una muestra 
combinada. El tejido de cada muestra debe pesar al menos 0,5 g. Los tubos deben situarse en recipientes (por 
ejemplo, cajas de poliestireno de pared gruesa) todos juntos con suficiente hielo o “bloques de congelador” 
para garantizar la refrigeración de las muestras durante el transporte hasta el laboratorio. Debe evitarse la 
congelación. La temperatura de una muestra durante el transporte nunca debe superar los 10°C, y cuando la 
caja llegue a su destino debe seguir quedando hielo en su interior, o bien uno o más bloques de congelador 
debe estar todavía parcial o totalmente congelados. El examen virológico debe empezar cuanto antes y no 
después de 48 horas tras la obtención de las muestras. En casos excepcionales, el examen virológico puede 
empezar como muy tarde a las 72 horas de la obtención del material, siempre que las muestras a examinar 
estén protegidas por medio de transporte y que durante el transporte se hayan cumplido los requisitos de 
temperatura. 

Se pueden enviar peces enteros al laboratorio si pueden cumplirse los requisitos de temperatura durante el 
transporte. Los peces enteros pueden envolverse en papel con capacidad absorben y tienen que enviarse en 
una bolsa de plástico, refrigerados como se ha explicado anteriormente. También pueden enviarse peces 
vivos. Todo el embalaje y etiquetado tienen que realizarse de acuerdo con las normas de transporte nacional e 
internacional, según corresponda.  

3.4. Órganos y tejidos de elección 

El material tisular óptimo para el examen es el bazo, el riñón anterior y, o bien el corazón o bien el encéfalo. 
En algunos casos, tiene que examinarse el líquido ovárico y el esperma. 

En el caso de alevines pequeños, pueden trocearse finamente peces enteros de menos de 4 cm de largo con 
tijeras o una hoja de bisturí estériles tras retirar la parte del cuerpo situada por detrás del orificio de salida 
intestinal. Si una muestra está formada por un pez entero cuya longitud corporal se sitúe entre los 4 y los 6 cm, 
deberán obtenerse las vísceras, incluido el riñón. 

3.5. Muestras/tejidos que no son adecuados 

El VSHV es muy sensible a la degradación enzimática, y por tanto debe evitarse tomar tejidos con altas 
actividades enzimáticas, como vísceras o hígado.  
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4. Métodos de diagnóstico 

4.1. Métodos de diagnóstico de campo 

4.1.1. Signos clínicos 

La aparición de los siguientes signos debe comportar un examen clínico detenido para averiguar si el pez 
presenta SHV: una aparición rápida de mortalidad, letargia, oscurecimiento de la piel, exoftalmia, anemia 
(palidez de branquias), hemorragias en la base de las aletas, las branquias, los ojos y la piel, natación 
anómala, por ejemplo con movimientos fugaces y en espiral, y distensión abdominal debida a edema en 
la cavidad peritoneal.  

4.1.2. Alteraciones del comportamiento 

La forma nerviosa de la enfermedad se caracteriza por una natación muy anómala, con movimientos 
fugaces y en espiral constantes, debido al tropismo del virus por el encéfalo. A diferencia de los peces 
con septicemia bacteriana, los peces infectados por el SHV tenderán a no escapar de las redes. 

4.2. Métodos clínicos 

4.2.1. Anatomopatología macroscópica 

La anatomopatología macroscópica incluye hemorragias petequiales generalizadas en la piel, el tejido 
muscular (sobre todo en músculos dorsales) y órganos internos. Es importante comprobar si en la 
musculatura dorsal hay sangrado petequial, que es un signo muy frecuente de infección por el VSHV. El 
riñón es de color rojo oscuro en la fase aguda, pero puede presentar una intensa necrosis en los peces 
moribundos. El bazo está moderadamente hinchado. El hígado a menudo está pálido y moteado. El 
tracto gastrointestinal, sobre todo el intestino caudal, está pálido y no contiene alimento.  

4.2.2. Bioquímica clínica 

El nivel de glóbulos rojos es muy bajo en la fase aguda de la SHV y la sangre es de color rojo claro y 
transparente.  

4.2.3. Anatomopatología microscópica  

La inmunohistoquímica pone de manifiesto células endoteliales positivas al VSHV, principalmente en el 
sistema vascular (Evensen et al., 1994). El riñón, el hígado y el bazo presentan necrosis focal extensa y 
degeneración (vacuolas citoplásmicas, picnosis, cariolisis e invasión linfocitaria). Aunque el músculo 
esquelético no parece un lugar de infección, pueden acumularse eritrocitos en los haces y fibras del 
músculo esquelético sin causar daños al músculo en sí.  

4.2.4. Microscopía electrónica/citopatología 

El VSHV es un rabdovirus típico en forma de bala, de 60-75 nm de diámetro y 180-240 nm de longitud. 
Anteriormente se han descritos aspectos ultraestructurales del desarrollo de la infección vírica en cultivo 
celular (Baroni et al., 1982). 

4.3. Métodos de detección e identificación del agente 

El método estándar de vigilancia (para detectar peces portadores) de la SHV se basa en métodos directos, es 
decir, el aislamiento del VSHV en cultivo celular seguido de la identificación con métodos basados en 
anticuerpos (IFAT, ELISA) o métodos basados en el ácido nucleico (como la reacción en cadena la polimerasa 
con transcripción inversa [RT-PCR]). Dado que la demostración inmunológica directa del antígeno del VSHV 
en tejidos de peces infectados (por la prueba de unión a anticuerpos) tiene baja sensibilidad, solo puede 
utilizarse cuando se sospecha de infección por SHV (en base a los signos clínicos, a datos epidemiológicos y 
a la histopatología). Se ha observado que una RT-PCR en tiempo real recientemente publicada validada para 
la identificación directa del genoma del VSHV en tejido de peces tiene valores de sensibilidad y de 
especificidad muy similares al cultivo celular seguido de la identificación (Garver et al., 2011; Jonstrup et al., 
2012). Esta técnica podría llegar a utilizarse en programas de vigilancia directa destinados a conseguir el 
reconocimiento de ausencia de SHV si, en el futuro, los Países Miembros de la OIE aprueban su utilización 
para este fin.  
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4.3.1. Métodos directos de detección 

4.3.1.1. Métodos microscópicos 

El riñón y el hígado son las principales dianas, y el examen de cortes histológicos de peces enfermos 
pone de manifiesto una degeneración y necrosis de tejidos hematopoyéticos en el riñón (y el bazo) con 
degeneración focal y necrosis hepática. En cortes de músculo esquelético se pueden observar muchos 
focos de glóbulos rojos, mientras que las fibras musculares permanecen inalteradas. 

4.3.1.2. Aislamiento e identificación del agente 

4.3.1.2.1. Cultivo celular/medios artificiales 

El aislamiento del virus de la SHV en cultivos de varias líneas celulares de peces establecidas está 
bien documentado (Lorenzen et al., 1999; Olesen y Vestergård Jørgensen, 1992). Aunque la 
inoculación de líneas celulares de peces con tejidos de peces procesados para el aislamiento del 
virus se considera el método de referencia en programas de vigilancia (para detectar peces 
portadores) en cuanto a sensibilidad, la sensibilidad exacta de este procedimiento se desconoce. El 
tejido de peces infectados más adecuado para el examen virológico se escogerá en función del 
tamaño del pez. Así, en los alevines enteros (de menos de 4 cm de longitud), las víceras, incluido el 
riñón (4 cm < longitud corporal < 6 cm) o, en el caso de peces más grandes, el riñón, el bazo, el 
corazón y el encéfalo, y el líquido ovárico de reproductores en el momento del desovado, son 
muestras adecuadas.  

Se recomienda la línea celular de pez BF-2. Como alternativa, pueden utilizarse las líneas celulares 
EPC o FHM (Lorenzen et al., 1999: Olesen y Vestergård Jørgensen, 1992; Departamento de Interior 
de EE.UU., 2007). En el caso de los genotipos I, II y III, en general la línea EPC es menos susceptible 
que la BF-2 (Lorenzen et al., 1999; Olesen y Vestergård Jørgensen, 1992). Sin embargo, la línea 
celular EPC muy sensible a varias cepas del genotipo IV (Departamento de Interior de EE.UU., 207). 

La detección del virus por la observación de efecto citopático (ECP) en el cultivo celular va seguida de 
una identificación del virus mediante pruebas basadas en anticuerpo o bien basadas en el ácido 
nucleico. Cualquier prueba basada en anticuerpos requeriría utilizar anticuerpos validados para ser 
sensible y específica (Ariel y Olesen, 2001). El uso de MAb IP5B11 (Lorenzen et al., 1988) se 
recomienda como reactivo de referencia, por que todas las cepas de VSHV aisladas hasta ahora 
reaccionan con este MAb.  

4.3.1.2.1.1. Extracción del virus 

En el laboratorio, el tejido de los tubos debe estar totalmente homogenizado (mediante digestor, 
mezcladora, homogeneizador validado o, lo que resulta más eficiente, mortero con arena estéril) 
y posteriormente debe suspenderse en el medio de transporte inicial. Si una muestra está 
formada por peces enteros de menos de 4 cm de largo, deben trocearse finamente con tijeras o 
una hoja de bisturí estériles tras retirar la parte del cuerpo situada por detrás del orificio 
intestinal. Si una muestra está formada por peces enteros de entre 4 y 6 cm de largo, debe 
obtenerse las vísceras, incluido el riñón. Si una muestra está formada por peces enteros de más 
de 6 cm de longitud, debe obtenerse muestras de tejido como se describe en el apartado 3.4. 
Las muestras de tejido deben trocearse finamente con tijeras o una hoja de bisturí estériles y 
homogeneizarse, como se ha descrito anteriormente, y después suspenderse en medio de 
transporte. La proporción final de tejido respecto a medio de transporte debe ajustarse en el 
laboratorio a 1:10.  

El homogenado se centrifuga en una centrífuga refrigerada a 2-5°C a 2.000-4.000 g durante 15 
minutos y el sobrenadante se recoge y se trata durante 4 horas a 15°C o durante toda la noche 
a 4°C con antibióticos, 1 mg ml–1 de gentamicina, por ejemplo, puede ser útil en esta fase. Si la 
muestra se envía en medio de transporte (es decir, expuesta a antibióticos), el tratamiento del 
sobrenadante con antibióticos puede omitirse. El tratamiento con antibióticos tiene por objetivo 
controlar la contaminación bacteriana de las muestras y permite prescindir de la filtración por 
filtros de membrana.  

Si el sobrenadante recogido se guarda a -80°C en un plazo de 48 horas tras la obtención de la 
muestra, puede volver a utilizarse solo una vez para el examen virológico. 

Cuando surgen dificultades prácticas (como avería de la incubadora, problemas con los cultivos 
celulares, etc.) que imposibilitan la inoculación de células en un plazo de 48 horas tras la 
obtención de las muestras de tejido, es aceptable congelar el sobrenadante a -80°C y llevar a 
cabo el examen virológico en un plazo de 14 días. 

Antes de inocular las células, el sobrenadante se mezcla con partes iguales de una combinación 
diluida adecuada de antisueros contra los serotipos autóctonos del virus de la necrosis 
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pancreática infecciosa (VNPI) y la solución se incuba durante un mínimo de 1 hora a 15°C o un 
máximo de 18 horas a 4°C. El título del antisuero debe ser de al menos 1/2000 en una prueba 
de neutralización en placa del 50%.  

El tratamiento de todos los inóculos con antisuero contra el VNPI (un virus que en algunas 
partes de Europa aparece en el 50% de las muestras de peces) tiene por objetivo impedir que 
se desarrolle el ECP causado por el VNPI en cultivos celulares inoculados. Esto reducirá la 
duración del examen virológico así como el número de casos en los que la aparición de ECP 
tendría que haberse considerado potencialmente indicadora de VSHV. Cuando las muestras 
proceden de unidades de producción que se consideran libres de la NPI, el tratamiento de los 
inóculos con antisuero contra el VNPI puede omitirse. 

4.3.1.2.1.2. Inoculación de monocapas celulares 

Se cultivan células de la línea BF-2 a 20-40°C en medio adecuado, por ejemplo el medio mínimo 
esencial de Eagle (o modificaciones del mismo) con un suplemento de un 10% de suero fetal 
bovino y antibióticos a las concentraciones estándar. Cuando las células se cultivan en viales 
cerrados, se recomienda tamponar el medio con bicarbonato. El medio utilizado para el cultivo 
de células en unidades abiertas puede tamponarse con Tris/HCl (23 mM) y bicarbonato de sodio 
(6 mM), o con medio tamponado con HEPES (HEPES= ácido N-2-hidroxietil-piperazina-N-2-
etanosulfónico). El pH debe mantenerse a 7,6 ± 0,2. Los cultivos celulares que van a utilizarse 
para la inoculación con material tisular deben ser jóvenes (4-48 horas de edad), y en el 
momento de la inoculación deben estar en crecimiento activo (no confluyentes). 

Se inoculan suspensiones de órganos tratados con antibióticos en cultivos celulares al menos a 
dos diluciones, es decir, la dilución madre y una dilución de esta a 1/10, que da lugar a 
diluciones finales de material tisular en el medio de cultivo celular de 1/100 y de 1/1000, 
respectivamente (para prevenir interferencia por homólogos). La proporción entre el tamaño del 
inóculo y el volumen de medio de cultivo celular debe ser de aproximadamente 1:10. Para cada 
dilución y cada línea celular, tiene que utilizarse un mínimo de aproximadamente 2 cm2 de área 
celular, correspondiente a un pocillo de una bandeja de cultivo celular de 24 pocillos. Se 
recomienda utilizar bandejas de cultivo celular, pero también son aceptables otras unidades con 
áreas de crecimiento similares o mayores. 

4.3.1.2.1.3. Incubación de cultivos celulares 

Los cultivos celulares inoculados se incuban a 15°C durante 7-10 días. Si el color del medio de 
cultivo celular pasa de rojo a amarillo, indicando una acidificación del medio, debe realizarse un 
ajuste del pH con solución de bicarbonato estéril o sustancias equivalentes para garantizar la 
susceptibilidad de las células a la infección vírica. 

Al menos cada 6 meses, o cuando se sospeche de disminución de la susceptibilidad celular, se 
lleva a cabo una titulación de los stocks congelados de VSHV para verificar la susceptibilidad de 
los cultivos celulares a la infección.  

4.3.1.2.1.4. Microscopía 

Los cultivos celulares inoculados deben inspeccionarse periódicamente (al menos tres veces a 
la semana) para comprobar si presentan ECP a 40-150 aumentos. Si se observa un ECP 
evidente, deben iniciarse de inmediato los procedimientos de identificación del virus. Se 
recomienda utilizar un microscopio de contraste de fases.  

4.3.1.2.1.5. Subcultivo 

Si pasados 7 a 10 días de la incubación inicial no se ha observado ECP, se lleva a cabo un 
subcultivo con cultivos celulares nuevos utilizando una zona celular similar a la del cultivo 
primario. 

Se combinan alícuotas de medio (sobrenadante) de todos los cultivos/pocillos que constituyan el 
cultivo primario, según la línea celular, 7-10 días después de la inoculación. Las alícuotas 
combinadas se inoculan en cultivos celulares homólogos no diluidas y diluidas a 1/10 
(obteniendo diluciones finales de 1/10 y 1/100, respectivamente, del sobrenadante) como se 
describe arriba (Inoculación de monocapas celulares). 

Como alternativa, se inoculan alícuotas de un 10% del medio que constituye el cultivo primario 
directamente en un pocillo con cultivo celular nuevo (subcultivo de pocillo a pocillo). En el caso 
de muestras de salmónidos, la inoculación puede ir precedida de una preincubación de las 
diluciones con un antisuero anti-VNPI a una dilución adecuada, como se describe arriba 
(apartado 4.3.1.2.1.1 Extracción del virus). 

A continuación, los cultivos inoculados se incuban 7 a 10 días a 15°C, observándolos, como se 
describe arriba (apartado 4.3.1.2.1.4 Microscopía). Si aparece ECP en los primeros 3 días de 
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incubación, puede realizarse un subcultivo en esa fase, pero después las células tienen que 
incubarse durante 7 días y subcultivarse de nuevo con otra incubación de 7 días. Cuando 
aparece ECP tóxico pasados 3 días, las células pueden pasarse una vez e incubarse para 
alcanzar un total de 14 días desde la inoculación primaria. No debe haber indicios de toxicidad 
en los últimos 7 días de incubación.  

Si se produce contaminación bacteriana a pesar del tratamiento con antibióticos, el subcultivo 
debe ir precedido de una centrifugación a 2.000-4.000 g de 15–30 minutos a 2–5°C, y/o una 
filtración del sobrenadante por un filtro de 0,45 µm (membrana de baja unión de proteínas). 
Además de esto, los procedimientos de subcultivo son los mismos que en el caso del ECP 
tóxico. 

Si no aparece ECP, la prueba puede declararse negativa. 

4.3.1.2.1.6. Identificación del virus 

Prueba de neutralización 

i) Se recoge el medio de cultivo de las monocapas celulares que presenten ECP y se 
centrifuga a 2.000 g durante 15 minutos a 4°C, o se filtra por una membrana de 0,45 µm (o 
450 nm) de tamaño de poro para eliminar detritos celulares. 

ii) Se diluye el medio que contiene el virus, pasando de 10–2 a 10–4. 

iii) Se mezclan las alícuotas (por ejemplo, de 200 µl) de cada dilución con volúmenes iguales 
de solución de anticuerpos anti-VSHV y, de igual forma, se tratan las alícuotas de cada 
dilución de virus con medio de cultivo celular. La solución de anticuerpos neutralizantes 
(NAb) debe tener un título de reducción del 50% en placa de al menos 2000.  

iv) Paralelamente, debe realizarse otra prueba de neutralización contra una cepa vírica 
homóloga (prueba de neutralización positiva). 

v) Si es necesario, puede realizarse una prueba de neutralización similar utilizando 
anticuerpos contra el VNPI. 

vi) Se incuban todas las mezclas a 15°C durante 1 hora. 

vii) Se transfieren las alícuotas de cada una de las mezclas anteriores a monocapas de 24-48 
horas de edad cubiertas con medio de cultivo celular que contenga FBS al 10% (se 
inoculan dos pocillos por dilución) y se incuban a 15°C; para este fin, son adecuadas las 
placas de cultivo celular de 24 o de 12 pocillos, utilizando un inóculo de 50 µl. 

viii) Se observan los cultivos celulares para comprobar si ha empezado el ECP y se lee el 
resultado en cuanto se produce en controles no neutralizados (en los controles positivos de 
neutralización las monocapas celulares estarán protegidas). Los resultados se registran o 
bien tras un examen microscópico simple (preferiblemente de contraste de fases) o bien 
tras desechar el medio de cultivo celular y teñir las monocapas celulares con un solución 
de cristal violeta al 1% en etanol al 20%.  

ix) El virus analizado se identifica como VSHV cuando se previene el ECP o se retrasa 
considerablemente en los cultivos celulares que han recibido la suspensión de virus tratada 
con el anticuerpo especifico contra el VSHV, mientras que sí se observa ECP en todos los 
demás cultivos celulares.  

x) En ausencia de neutralización alguna mediante NAb contra el VSHV, es obligatorio llevar a 
cabo una IFAT, una prueba de inmunoperoxidasa, un ELISA o una RT-PCR en la muestra 
sospechosa. Se han observado algunos casos de deriva antigénica del antígeno de 
superficie, que han dado lugar a fracasos ocasionales de la prueba de neutralización con 
NAb contra el VSHV.  

Como alternativa se pueden utilizar otras pruebas de neutralización cuya eficacia se haya 
demostrado.  

4.3.1.2.2. Métodos de detección del antígeno basados en anticuerpos 

Para la detección del VSHV, a lo largo de los años se han desarrollado métodos de detección del 
antígeno basados en anticuerpos, como la IFAT, el ELISA y varios procedimientos de 
inmunohistoquímica. En general se acepta que los órganos diana principales son el riñón, el corazón 
y el bazo. Estas técnicas permiten una detección e identificación relativamente rápidas en 
comparación con el aislamiento en cultivo celular. No obstante, existen distintos parámetros, como la 
sensibilidad y la especificidad del anticuerpo o la preparación de la muestra, que pueden influir en los 
resultados, de modo que un resultado negativo debe interpretarse con cautela. Estas técnicas no 
deben utilizarse en intentos de detectar peces portadores. 
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4.3.1.2.2.1 Pruebas de inmunofluorescencia indirecta en improntas 

i) Se desangra el pez por completo. 

ii) Se realizan improntas de riñón en portas de vidrio limpios o en el fondo de los pocillos de 
una placa de cultivo celular de plástico.  

iii) Se guardan trozos de riñón junto con los otros órganos necesarios para el aislamiento del 
virus por si tuvieran que utilizarse en otro momento. 

iv) Se deja secar la impronta al aire durante 20 minutos. 

v) Se fija con acetona o etanol/acetona y seca como se indica en el apartado 4.3.1.2.2.3, 
pasos v–vii. 

vi) Se rehidratan las preparaciones anteriores (véase el apartado .3.1.2.2.3, paso ix) y se 
bloquean con una solución de leche desnatada al 5% o de albúmina de suero bovino al 1% 
en solución salina tamponada con fosfato (PBS) 0,01 M, pH 7,2, que contenga Tween-80 al 
0,05% (PBST), durante 30 minutos a 37°C.   

vii) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

viii) Se tratan las improntas con la solución de anticuerpos anti-VSHV y se enjuagan como se 
indica en el apartado 4.3.1.2.2.3. 

ix) Se bloquean y se enjuagan como se ha descrito previamente en los pasos vi y vii. 

x) Se revela la reacción con un anticuerpo adecuado y específico conjugado con ITCF, se 
enjuagan y se observan como se indica en el apartado 4.3.1.2.2.3, pasos xii–xv. 

xi) Si la prueba es negativa, se procesan las muestras de órgano guardadas a 4°C para el 
aislamiento del virus en cultivo celular, como se ha descrito arriba. 

4.3.1.2.2.2 Enzimoinmunoanálisis (modificado por Olesen y Jørgensen, 1991) 

Procedimiento del ELISA en material tisular 

Procedimientos de obtención de muestras: Véase el Capítulo 2.3.0. del Manual de la OIE sobre 
la Vigilancia Sanitaria de los Animales Acuáticos (2009). 

Procesado de muestras de órganos: Véase el Capítulo 2.3.0. del Manual de la OIE sobre la 
Vigilancia Sanitaria de los Animales Acuáticos (2009). 

Se sigue el procedimiento descrito a continuación (procedimiento del ELISA en sobrenadante de 
cultivo celular) 

i) Se aparta una alícuota de una dilución a ¼ de cada homogenado por si se necesita otro 
aislamiento del virus en cultivo celular. 

ii) Se trata la parte restante del homogenado con un Triton X-100 al 2%; se mezcla con 
cuidado. 

iii) Se compeltan los otros pasos del procedimiento descrito en “Procedimiento del ELISA en 
sobrenadante de cultivo celular” 

v) Si la prueba es negativa, se procesan las muestras de órganos guardadas a 4°C para el 
aislamiento del virus en cultivo celular, como se ha descrito arriba. 

Procedimiento del ELISA en sobrenadante de cultivo celular 

i) Se cubren los pocillos de microplacas diseñadas para ELISA con diluciones adecuadas de 
inmunoglobulinas (Ig) contra proteína A purificadas de antisueros de conejo anti-VSHV, en 
tampón carbonato, a pH 9,6 (50 µl/pocillo). 

ii) Se incuban toda la noche a 4°C. 

iii) Se enjuagan con PBS que contenga Tween-20  al 0,05% (PBST). 

iv) Se añade Triton X-100 al 1% a la suspensión vírica problema. 

v) Se distribuyen 50 µl/pocillo de diluciones de dos o cuatro pasos (en PBST que contenga 
albúmina de suero bovino al 1%) del virus problema y del VSHV control, así como un 
control negativo (por ejemplo, virus de la necrosis hematopoyética infecciosa), y se deja 
reaccionar con el anticuerpo de recubrimiento contra el VSHV durante 1 hora a 37°C. 

vi) Se enjuagan en PBST. 
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vii) Se añaden a los pocillos MAb contra la proteína N del VSHV (IP5B11) a razón de 50 
µl/pocillo. 

viii) Se incuban durante 1 hora a 37°C. 

ix) Se enjuagan en PBST. 

x) Anticuerpos monoclonales anti-ratón conjugados a peroxidasa de rábano (HRP). 

xi) Se incuban durante 1 hora a 37°C. 

xii) Se enjuagan en PBST. 

xiii) Se visualiza la reacción utilizando ortofenildiamina y se mide la absorbancia a una longitud 
de onda de 492 nm. 

Esta versión de ELISA se indica como ejemplo, pero en su lugar pueden utilizarse otras 
versiones de ELISA cuya eficacia se haya demostrado. 

4.3.1.2.2.3 Prueba de inmunofluorescencia indirecta 

i) Se preparan monocapas de células en pocillos de 2 cm2 de placas de plástico de cultivo 
celular o en cubreobjetos con el fin de alcanzar alrededor de un 80% de confluencia, que 
normalmente se logra en un plazo de 24 horas de incubación a 22°C (se siembran seis 
monocapas celulares por cepa vírica a identificar, más de para los controles positivos y dos 
para los negativos). El contenido en FBS del medio de cultivo celular pueden reducirse al 
2-4%. Si tienen que identificarse muchas cepas víricas, se recomienda vivamente utilizar 
placas Terasaki.  

ii) Cuando las monocapas celulares estén listas para la infección, es decir, el mismo día o el 
día después de la siembra, se inoculan las suspensiones del virus problema realizando 
pasos de dilución decimal directamente en los pocillos o frascos de cultivo celular. 

iii) Se diluye la suspensión de virus control de VSHV de forma similar, con el fin de obtener un 
título vírico de unas 5.000–10.000 unidades formadoras de placas (UFP) ml-1 en el medio 
de cultivo celular. 

iv) Se incuba a 15°C durante 24 horas. 

v) Se retira el medio de cultivo celular, se enjuaga una vez con PBS 0,01 M, pH 7,2, y a 
continuación tres veces brevemente con una mezcla fría de un 30% de acetona y un 70% 
de etanol (v/v) (almacenada a -20°C). 

vi) Se deja actuar el fijador durante 15 minutos. Un volumen de 0,5 ml es suficiente para 2 cm2 
de monocapa celular. 

vii) Se dejan secar las monocapas celulares al aire durante al menos 30 minutos y se 
procesan de inmediato o se congelan a -20°C. 

viii) Se prepara una solución de anticuerpo anti-VSHV purificado o suero en PBST 0,01 M, pH 
7,2, a la dilución adecuada (que se habrá establecido previamente o vendrá indicada por el 
fabricante del reactivo). 

ix) Se rehidratan las monocapas celulares secadas utilizando cuatro pasos de enjuagado con 
la solución de PBST, y se retira este tampón completamente tras el último enjuagado. 

x) Se tratan las monocapas celulares con la solución de anticuerpos durante 1 hora a 37°C en 
una cámara húmeda impidiendo la evaporación, por ejemplo añadiendo un trozo de 
algodón mojado en la cámara húmeda. El volumen de solución a utilizar es de 0,25 
ml/pocillo de 2 cm2.  

xi) Se enjuagan cuatro veces con PBS, como antes. 

xii) Se tratan las monocapas celulares durante 1 hora a 37°C con una solución de anticuerpo 
conjugado a isotiocianato de fluoresceína (ITCF) o a isotiocianato de tetrametilrodamina-5-
(y-6) contra la inmunoglobulina utilizada como anticuerpo primario, y preparado según las 
instrucciones del fabricante. Estos anticuerpos conjugados normalmente son de conejo o 
de cabra.   

xiii) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

xiv) Se examinan las monocapas celulares tratadas en placas de plástico de inmediato, o se 
montan los cubreobjetos utilizando, por ejemplo, solución salina de glicerol, pH 8,5, antes 
de la observación al microscopio. 
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xv) Se examinan con luz UV incidente utilizando un microscopio con oculares de 10 aumentos 
y objetivos de 20-40 aumentos y con una apertura numérica >0,65 y >1,3, 
respectivamente. Antes de proceder a observación alguna, hay que asegurarse de que los 
controles, positivos y negativos, dan los resultados esperados.  

Como alternativa, puede utilizarse otras técnicas IFAT o inmunocitoquímicas ( fosfatasa alcalina 
o peroxidasa) cuya eficacia se haya demostrado. 

4.3.1.2.3. Técnicas moleculares 

Se utilizan con frecuencia pruebas moleculares (RT-PCR y RT-PCR en tiempo real) por su rapidez, 
sensibilidad y especificidad. Además, con la presencia de distintas cepas con distintas características 
de patogenicidad, descubrimiento de las distintas cepas marinas norteamericanas, asiáticas, 
europeas y del Atlántico, la secuenciación de los productos de la PCR puede proporcionar 
importantes datos epidemiológicos (Einer-Jensen et al., 2002; Skall et al., 2005). Las preubas de RT-
PCR en tiempo real en general son más sensibles que las de RT-PCR convencional. Aunque el uso 
de estas pruebas para la detección e identificación del virus durante la fase agua de la enfermedad se 
ha justificado durante muchos años, la sensibilidad y especificidad de una prueba de RT-PCR en 
tiempo real en comparación con el aislamiento del virus mediante cultivo celular y la subsiguiente 
identificación hace poco que se han establecido definitivamente (Garver et al., 2011; Jonstrup et al., 
2012). Se ha observado que estas dos pruebas son adecuadas para la identificación del VSHV de 
todos los genotipos. 

En el momento de redactar este texto (2011), no puede recomendarse la amplificación isotérmica 
mediada por bucle (LAMP) para el VSHV como prueba general de detección del virus, puesto que la 
única técnica de LAMP publicada no está validada para todos los genotipos, y por alineación de 
secuencias es probable que la LAMP publicada no reconozca todos los genotipos (Soliman y El-
Matbouli, 2006). 

Preparación de ARN vírico 

Todo el trabajo realizado con el ARN debe llevarse a cabo sobre hielo, utilizando guantes. 

Se recogen alícuotas de medio de cultivo de células de monocapa infectada que presenten ECP. Se 
centrifugan a 1000 g durante 5 minutos para eliminar detritos celulares. 

Se extrae ARN utilizando el método del fenol-cloroformo o mediante columnas de centrifugación por 
afinidad al ARN, según las instrucciones del fabricante. Debe resuspenderse ARN en agua destilada 
sin ARNasa (por ejemplo, agua tratada con un 0,1% de dietilpircarbonato). 

4.3.1.2.3.1 Reacción en cadena de la polimerasa con transcripción inversa (RT-PCR) convencional  

La amplificación mediante RT-PCR puede llevarse a cabo en un paso o en dos. Ambos 
procedimientos se basan en un paso de amplificación mediante PCR en el que se utilizan 
cebadores: el cebador directo VN: 5’-ATG-GAA-GGA-GGA-ATT-CGT-GAA-GCG-3’ y el cebador 
inverso VN: 5’-GCG-GTG-AAG-TGC-TGC-AGT-TCC-C-3’ (Snow et al., 2004). El cebador directo 
VN y el cebador VN inverso están diseñados para amplificar una región correspondiente a las 
bases 1 a 505 del gen N del VSHV (Snow et al., 2004). NOTA: es posible que utilizando estos 
cebadores no se reconozcan cepas del genotipo IVb; por tanto, para la confirmación se 
recomienda el uso de la RT-PCR en tiempo real o de métodos basados en anticuerpos. 

RT-PCR simple: 

Puede llevarse a cabo una RT-PCR en tubo único de 50 µl utilizando, por ejemplo, el sistema de 
RT-PCR simple de Qiagen (Qiagen, Alemania), según las instrucciones del fabricante. En pocas 
palabras, la mezcla para la reacción está formada por: 5 µl de ARN vírico extraído, 2 µl de dNTP 
10 mM, 10 µl tampón para la reacción de la RT-PCR 5x (con MgCl2 12,5 mM) y 2 µl de mezcla 

de enzima. La RT-PCR se puede llevar a cabo utilizando cebador los cebadores directo VN e 
inverso VN a una concentración final de 0,6 µM cada uno. Se recomiendan los siguientes ciclos: 
50°C durante 30 minutos, 95°C durante 15 minutos, 35 ciclos a 94°C durante 30 segundos, 55°C 
durante 30 segundos, y 68°C durante 60 segundos. A continuación, la reacción se mantiene a 
68°C durante 7 minutos. 

RT-PCR de dos pasos:  

Puede llevarse a cabo una síntesis de 20 µl de ADNc utilizando, por ejemplo, el kit de síntesis 
iScript cDNA Synthesis Kit (Bio-Rad) según las instrucciones del fabricante. En resumen, la 
mezcla para la reacción está formada por: 5 µl de ARN vírico extraído, 4 µl de mezcla de 
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reacción (iScript Reaction Mix) 5x, 1 µl de transcriptasa inversa (iScript Reverse Transcriptase) y 
10 µl de agua sin nucleasa. Se incuban las muestras utilizando el siguiente programa: 25°C 
durante 5 minutos, 42°C durante 30 minutos, 85°C durante 5 minutos. Para la PCR se utilizan 5 
µl. 

Puede llevarse a cabo una PCR de 25 µl tras la síntesis del ADNc (descrita arriba) utilizando, 
por ejemplo, Go Taq Flexi Polymerase (Promega), según las instrucciones del fabricante. En 
resumen, la mezcla para la reacción está formada por: 5 µl de ADNc, 11,125 µl de agua Milli Q, 
5 µl de tampón Green GoTaq Flexi 5x, 2,5 µl de MgCl2 25 mM, 0,5 µl de cebador directo VN (10 

µM), 0,5 µl de cebador inverso VN (10 µM), 0,25 µl de cada una de las dNTP 25 mM, 0,125 µl de 
polimerasa Go Taq Flexi DNA. Se incuban las muestras utilizando el siguiente programa: 94°C 
durante 5 minutos, 36 ciclos a 94°C durante 30 segundos, 55°C durante 30 segundos, y 68°C 
durante 60 segundos. A continuación, se mantiene la reacción a 68°C durante 7 minutos. 

Se puede evaluar la cantidad y la especificidad de las RT-PCR simple y de dos pasos mediante 
electroforesis en gel de una reacción 1/10 en gel de agarosa al 1,5% con bromuro de etidio y 
observarse mediante transiluminación con luz UV. 

Nota: la PCR puede variar en función de las condiciones en las cuales se lleve a cabo; así, los 
protocolos de ciclado térmico podría precisar una optimización, dependiendo del termociclador 
utilizado. Además, pueden producirse falsos positivos debido, por ejemplo, a una falsa hibridación del 
cebador o a contaminación del laboratorio. También debe tenerse cuidado cuando el virus se cultiva 
en células BF-2, puesto que en ocasiones, aunque muy infrecuentes, puede observarse un banda 
falsamente positiva de un tamaño ligeramente inferior al de una verdadera banda de VSHV. Por tanto, 
es importante incluir controles positivos y negativos adecuados, y en caso de duda deben 
secuenciarse los amplicones. 

4.3.1.2.3.2 RT-PCR en tiempo real 

La amplificación mediante RT-PCR puede llevarse a cabo utilizando los cebadores/sonda 
adaptados de Jonstrup et al. (2012): Cebador directo: 5’-AAA-CTC-GCA-GGA-TGT-GTG-CGT-
CC-3’, Cebador inverso: 5’-TCT-GCG-ATC-TCA-GTC-AGG-ATG-AA-3’, y sonda: 5’-FAM-TAG-
AGG-GCC-TTG-GTG-ATC-TTC-TG-BHQ1. Estos cebadores van dirigidos a los nucleótidos 532-
608 según el número de acceso de GenBank Z93412. Como alterantiva, pueden adaptarse los 
cebadores/sonda de Garver et al. (2011): Cebador directo (2F): 5’-ATG-AGG-CAG-GTG-TCG-
GAG-G-3’, Cebador inverso (2R): 5’-TGT-AGT-AGG-ACT-CTC-CCA-GCA-TCC-3’, y sonda (2-
MGB): 5’FAM-TAC-GCC-ATC-ATG-ATG-AGT-MGBNFQ-3’ dirigidos a los nucleótidos 787-868, 
según el número de acceso de GenBank Z93412 

RT-PCR en tiempo real de un solo paso: 

Puede llevarse a cabo una RT-PCR de un solo tubo de 25 µl utilizando, por ejemplo, el kit de 
RT-PCR Quantitect Probe RT-PCR kit (Qiagen, Alemania), según las instrucciones del 
fabricante. En resumen, la mezcla para la reacción está formada por: 5 µl de ARN vírico extraído 
(unos 0,05–2 µg), 12,5 µl de mezcla madre para QRT-PCR 2x, y 0,25 µl de mezcla de enzima 
de bloqueo RT/ARNasa. La RT-PCR en tiempo real se puede llevar a cabo utilizando cebadores 
directo e inverso a una concentración final de 0,9 µM cada uno, y sonda a una concentración 
final de 0,25 µM. El programa de la PCR depende del kit y del equipo de PCR en tiempo real 
utilizado. En el caso de un mx3005p (Stratagene) utilizando un kit de RT-PCR Quantitect Probe 
RT-PCR kit (Qiagen, Alemania) se ejecuta el siguiente programa: 50°C durante 30 minutes, 
95°C durante 15 minutos, 40 ciclos de 94°C durante 15 segundos, 60°C durante 40 segundos, 
72°C durante 20 segundos, y si se utiliza otra plataforma y/o kit, se realizan los ajustes 
necesarios. 

Obsérvese que la sensibilidad de la RT-PCR en tiempo real depende en gran medida del kit utilizado 
(consúltese Jonstrup et al., 2012 para más detalles). 

4.3.2. Métodos serológicos 

La vigilancia basada en pruebas serológicas tiene varias ventajas respecto al aislamiento del virus, sobre 
todo en casos en que la temperatura del agua es demasiado alta para el aislamiento del virus y en 
poblaciones infectadas de forma endémica sin signos clínicos de la enfermedad. Sin embargo, la 
respuesta de anticuerpos detectarse por primera vez 3 a 4 semanas después de la infección. Por otra 
parte, los altos niveles de anticuerpos persistirán durante mucho tiempo: más de 6 meses tras la 
infección (Fregeneda-Grandes y Olesen, 2007; LaPatra, 1996; Lorenzen y LaPatra, 1999). El 
inconveniente de las pruebas serológicas es el lento desarrollo de los anticuerpos de los peces tras la 
infección, sobre todo a temperaturas del agua bajas. Se está llevando a cabo una evaluación final de la 
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sensibilidad, la especificidad y la reproducibilidad analítica de métodos serológicos para la detección de 
anticuerpos anti-VSHV en peces. Cuando estén adecuadamente evaluados y validados, se podrán añadir 
métodos a este capítulo.  

5. Idoneidad de las pruebas para cada uso previsto 

Los métodos actualmente disponibles para la vigilancia dirigida, la detección y el diagnóstico del VSHV se detallan 
en la Tabla 5.1. Las denominaciones utilizadas en la Tabla indican: a =el método es el recomendado por razones de 
disponibilidad, utilidad y especificidad y sensibilidad de diagnóstico; b= el método es estándar, con buena 
sensibilidad y especificidad de diagnóstico; c = el método tiene aplicación en algunas situaciones, pero el coste, la 
precisión u otros factores limitan seriamente su aplicación; y d= el método no se recomienda actualmente para este 
fin. Esta clasificación es de alguna forma subjetiva ya que la idoneidad implica cuestiones de fiabilidad, sensibilidad, 
especificidad y utilidad. Aunque no todas las pruebas incluidas en las categorías a o b se han sometido a 
estandarización y validación formales, su naturaleza sistemática y el hecho de que se hayan usado generalmente 
sin resultados dudosos las hace aceptables. 

Tabla 5.1. Métodos de vigilancia, detección y diagnóstico 

Método Vigilancia dirigida 
Diagnóstico 
provisional 

Diagnóstico 
confirmativo 

 Larvas Juveniles Adultos   

Signos macroscópicos d d d b d 

Histopatología d d d b d 

ME de transmisión d d d c d 

Aislamiento en cultivo 
celular seguido de uno de 

los métodos de 
identificación  

a a a a a 

Pruebas basadas en 
anticuerpos 

d d d b a 

RT-PCR convencional 
seguida de secuenciación  

c c c b a 

RT-PCR en tiempo real c c c a a 

ME = microscopía electrónica; RT-PCR = reacción en cadena de la polimerasa con transcripción inversa. 

6. Prueba(s) recomendada(s) para la vigilancia dirigida destinada a declarar la ausencia de 
SHV 

La prueba recomendada para la vigilancia dirigida es el cultivo de muestras de tejido de pez en células de la línea 
BF-2 con la posterior identificación del virus mediante pruebas inmunoquímicas o basadas en ácidos nucleicos, 
como se describe en el apartado 4 de este capítulo. 

7. Criterios de diagnóstico confirmativo 

7.1. Definición de caso sospechoso 

La presencia del VSHV debe sospecharse si se cumple al menos uno de los siguientes criterios: 

i) La presencia de hallazgos post-mortem compatibles con la SHV, con o sin signos clínicos de la 
enfermedad. Los hallazgos post-mortem y los signos clínicos de la enfermedad deben concordar con los 
descritos en los apartados 4.1 y 4.2 de este capítulo; 
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ii) ECP típico del VSHV en cultivos celulares antes de la confirmación; 

iii) Cuando un estudio ponga de manifiesto relaciones epidemiológicas con piscifactorías sospechosas de 
presentar SHV o en las que se haya confirmado; 

iv) Detección de anticuerpo contra el VSHV en peces. 

La sospecha de SHV se puede descartar si estudios continuados ponen de manifiesto que ya no hay indicios 
de presencia del agente patógeno. 

7.2. Definición de caso confirmado 

La presencia del VSHV se considera confirmada si, además de los criterios del apartado 7.1, se cumple uno o 
más de los siguientes: 

i) se realiza aislamiento del VSHV en cultivo celular seguido de la identificación del virus por pruebas 
basadas en anticuerpos (IFAT, ELISA, neutralización vírica, inmunohistoquímica) y/o por RT-PCR 
seguida de secuenciación del amplicón o por RT-PCR en tiempo real; 

ii) se detecta el VSHV en tejidos o preparaciones de tejidos mediante inmunoanálisis utilizando anticuerpos 
específicos anti-VSHV; 

iii) se detecta el VSHV en preparaciones de tejido mediante RT-PCR seguida de la secuenciación del 
amplicón o de RT-PCR en tiempo real. 

La confirmación del primer caso de SHV en piscifactorías de zonas o compartimiento no infectados no puede 
basarse solamente en ii) o solamente en iii). 

El material tisular para el examen virológico podría, en algunos casos, ir acompañado de material 
suplementario para un examen bacteriológico, parasitológico, histológico o de otro tipo para disponer de un 
diagnóstico diferencial.  
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HERPESVIROSIS  DEL  SALMÓN MASOU 

1. Ámbito de aplicación 

La herpesvirosis del salmón masou (Oncorhynchus masou) (HVSM) es un trastorno oncógeno que cursa con 
ulceraciones de la piel y hepatitis en peces salmónidos de Japón, y que probablemente también tiene lugar en 
los ríos costeros de Asia oriental en los que habita salmón del Pacífico.  

2. Información sobre la enfermedad 

2.1. Factores del agente 

2.1.1. El agente patógeno, cepas del agente 

El agente etiológico es el virus de Oncorhynchus masou (VOM), de la familia Herpesviridae, aunque 
también se ha denominado virus Nerka del Lago Towada, un lago de la prefectura de Akita y Amori 
(VNLT), virus del tumor de Yamame (VTY), virus del tumor del coho (VTSC), virus de O. kisutch 
(VOK), herpesvirus del coho (HVSC), virus del riñón de la trucha arco iris (VRTA) o herpesvirus de la 
trucha arco iris (HVTA) (Yoshimizu et al., 1995). 

2.1.2. Supervivencia fuera del hospedador 

Se observó una reducción significativa en el título infeccioso del VOM en un plazo de 3 y de 7 días en 
agua ambiental a 15°C y a 10°C, respectivamente. No obstante, la infectividad se mantuvo durante 7-
14 días en un ambiente de menos de 5°C (Yoshimizu et al., 2005), lo cual indica la presencia de cepas 
bacterianas con actividad antivírica en el agua.  

2.1.3. Estabilidad del agente (métodos eficaces de inactivación) 

En acuicultura, a menudo es fundamental disponer de suministros de agua libre de patógenos. El agua 
que procede de ríos o lagos, a menudo utilizada en los viveros, contiene agentes patógenos para los 
peces. Este tipo de suministros de agua abierta no deben utilizarse sin un tratamiento que permita 
matar dichos agentes patógenos para los peces. Los virus de los peces se clasifican en dos grupos en 
función de su sensibilidad a la luz UV. El VOM pertenece a un grupo sensible y se inactiva por 
tratamiento con una dosis de radiación ultravioleta de 104 μW segundo cm-2 (Yoshimizu et al., 1986). A 
15°C durante 20 minutos, las concentraciones mínimas de iodóforos, solución de hipoclorito de sodio, 
solución de cloruro de benzalconio, solución de cresol saponificada, solución de formaldehído y 
solución de permanganato de potasio que permiten un 100% de reducción de la placa de VOM fueron 
de 40, 50, 100, 100, 3.500 y 16 mg litro-1, respectivamente (Hatori et al., 2003). 

El VOM es sensible al calor, al éter y al medio ácido (pH 3) y no hemaglutina células O humanas. Se 
inactiva por completo mediante radiación ultravioleta (UV) con 3,0 × 103 μW segundo cm-2. En 
presencia de 50 μg ml-1 del análogo de la pirimidina 5- yododesoxiuridina (IUdR), la replicación se 
inhibe. La replicación del VOM también se inhibe mediante agentes antiherpéticos, como el 
fosfonoacetato (PA), el aciclovir (ACV), la (E)-5-(2-bromovinil)-2’-desoxiuridina (BVdU), y la 1-B-D-
arabino- furanosilcitosina (Ara-C), debido a la inhibición de la ADN polimerasa inducida por el VOM 
(Kimura et al., 1981a; 1983a; 1983b). 

2.1.4. Ciclo de vida 

Tras la fase de septicemia de la infección por el VOM, tiene lugar una respuesta inmunitaria que da 
lugar a la síntesis de anticuerpos neutralizantes contra el VOM. A menudo se produce un estado de 
portador que hace que el virus se excrete con los productos sexuales en el momento del desove.  
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2.2. Factores del hospedador 

2.2.1. Especies hospedadoras susceptibles (nombres comunes y científicos) 

Las especies de peces que son susceptibles al VOM son las siguientes: el salmón rojo (Oncorhynchus 
nerka), el salmón masou (O. masou), el keta (O. keta), el coho (O. kisutch) y la trucha arco iris 
(O. mykiss) (Kimura et al., 1983c). 

2.2.2. Fases susceptibles de la vida del hospedador  

La edad de los peces es crucial y los alevines de 1 mes son la diana más susceptible del virus (Kimura 
et al., 1981b; 1983c). El factor ambiental que más favorece la infección por el VOM es una baja 
temperatura del agua, inferior a los 15°C (Kumagai et al., 1994). 

2.2.3. Especies o subpoblaciones predilectas (probabilidad de detección) 

Los salmónidos son los únicos peces susceptibles a la infección por el VOM; de más a menos 
susceptibles, los peces se ordenan como sigue: salmón rojo, keta, salmón masou, coho y trucha arco 
iris (Kimura et al., 1983a). 

2.2.4. Órganos diana y tejidos infectados 

Clínicamente, la infección inicial por el VOM es sistémica y a menudo letal, y se asocia a edema y 
hemorragias. La multiplicación del virus en células endoteliales de los capilares sanguíneos, tejidos 
hematopoyéticos y hepatocitos subyace a los signos clínicos. Cuatro meses después de los primeros 
signos clínicos, una cantidad variable de peces supervivientes presenta epiteliomas que tienen lugar 
principalmente alrededor de la boca (mandíbula superior o inferior), y, en menor grado, en la aleta 
caudal, el opérculo y la superficie del cuerpo (Kimura et al., 1981a; Yoshimizu et al., 1987). Esta 
neoplasia puede persistir durante incluso 1 año tras la infección. En el caso del coho, en concreto 
peces infectados de 1 año de edad presentan úlceras en la piel, manchas blancas en el hígado y 
tejidos neoplásicos alrededor de la boca o en la superficie del cuerpo. En el caso de la trucha arco iris, 
peces de tamaño comercial fueron infectados y los peces enfermos casi no presentaron signos 
externos, aunque algunos manifestaron lesiones ulcerantes en la piel. Internamente, se observaron 
hemorragias intestinales y manchas blancas en el hígado (Furihata et al., 2003). 

2.2.5. Infección persistente con portadores de por vida 

En condiciones naturales, los supervivientes a la HVSM quedan infectados de forma persistente por el 
virus y lo excretan; los peces retienen el virus hasta la edad adulta (Yoshimizu et al., 1993). 

2.2.6. Vectores 

El agua es el principal vector abiótico. No obstante, en la transmisión también pueden intervenir otras 
especies de peces, como invertebrados parasitarios o aves y mamíferos piscívoros.  

2.2.7. Animales acuáticos salvajes portadores o sospechosos de serlo 

Existe un caso de ejemplares de salmón masou que se capturaron en la boca del río y que 
presentaban neoplasias alrededor de la boca, de las cuales se aisló el VOM. Recientemente, se ha 
observado que truchas arco iris que vivían en el río y que podrían haber escapado de piscifactorías 
estaban infectadas por el VOM y murieron (Furihata et al., 2003; Yoshimizu y Nomura, 2001). 

2.3. Patrón de la enfermedad 

2.3.1. Mecanismos de transmisión 

Los reservorios del VOM son peces infectados clínicamente y abarcan portadores de entre grupos de 
peces de piscifactoría, asilvestrados o salvajes. El virus infeccioso se excreta con las heces, la orina, 
productos sexuales y probablemente el moco de la piel, mientras que el riñón, el bazo, el hígado y los 
tumores son los lugares donde el virus es más abundante durante el curso de una infección 
manifiesta. La transmisión del VOM es horizontal y posiblemente “se asocia a la superficie de los 
huevos”. La transmisión horizontal puede ser directa o vectorial, en la que el agua es el principal factor 
abiótico. La desinfección de los huevos justo después de la fecundación y del desarrollo embrionario 
es eficaz para la prevención de la infección por el VOM. La enfermedad causada por el VOM no se ha 
observado en alevines procedentes de huevos desinfectados que han sido incubados y desovados en 
agua libre del virus (Yoshimizu, 2009). 
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2.3.2. Prevalencia  

Se ha aislado el VOM del salmón masou en todos los lugares estudiados a excepción de un vivero. En 
base a nuestro estudio epizootiológico, se considera que las raíces del VOM se encuentran en la costa 
del Mar de Japón a la altura de Hokkaido, y se considera que el salmón masou fue una de las 
primeras especies hospedadoras. En los años 1960, se recogieron huevos de salmón masou de los 
ríos de la costa del Mar de Japón a la altura de Hokkaido, y se transportaron a la isla de Honshu, la 
principal del archipiélago japonés. Con los desplazamientos de peces sin restricción, el virus se 
propagó a varios lugares de Honshu, donde se observó el primer cáncer en salmón masou (Kimura, 
1976). Posteriormente, se llevaron a cabo cultivos de coho y de trucha arco iris en las mismas aguas 
en las que se había cultivado el salmón masou. El coho podría haber resultado infectado por el VOM 
en la fase de alevín en agua dulce, porque se hallaron tejidos tumorales alrededor de la boca de 
ejemplares de coho cultivados en compartimientos en el mar; el vivero del cual se trasplantaron 
ejemplares de coho a compartimientos en el mar tenía antecedentes de HVSM (Furihata et al., 2003; 
Kumagai et al., 1994; Yoshimizu y Nomura, 2001). 

2.3.3. Distribución geográfica 

Tras los primeros informes de HVSM en el norte de Japón (Kimura et al., 1980), la zona geográfica 
considerada afectada por la enfermedad se ha vuelto muy amplia dentro de Japón. No se dispone de 
informes de la aparición de la enfermedad fuera de este país. 

2.3.4. Mortalidad y morbilidad 

Se ha estudiado experimentalmente la susceptibilidad de los alevines de varias especies de 
salmónidos al VOM, mediante inmersión en agua que contenía 100 DICT50 (mediana de la dosis 
infectiva en cultivo tisular) ml-1 de VOM a 10°C durante 1 hora. Al comparar los alevines de las cinco 
especies distintas de salmónidos, a la edad de 1 mes, se observó que el salmón rojo presentaba la 
mayor sensibilidad, con un 100% de mortalidad. El salmón masou y el keta también presentaron una 
alta sensibilidad, con mortalidades del 87% y del 83%, respectivamente. El coho y la trucha arco iris 
presentaron menos sensibilidad a la infección por el VOM, con mortalidades del 39% y de 29%, 
respectivamente. Así, el VOM tiene muchos hospedadores entre las especies de salmónidos (Kimura 
et al., 1983c). Ocho grupos de edad de keta (de 0, 1, 2, 3, 4, 5, 6 y 7 meses de edad) se sumergieron 
en las mismas condiciones. La mortalidad acumulada del keta acabado de desovar, observada a lo 
largo de los 4 meses siguientes, fue del 35%, pero en alevines de entre 1 y 5 meses de vida, fue 
superior al 80%. A los 6 y 7 meses, la susceptibilidad de los alevines se redujo y solo un 7% y un 2% 
de los peces, respectivamente, sucumbieron a la enfermedad. No hubo muertes en los alevines de 8 
meses de edad. Por otra parte, los alevines de salmón masou de 1 mes de vida fueron más sensibles 
y la mortalidad acumulada alcanzó el 87%. En alevines de entre 3 y 5 meses de vida, la mortalidad 
acumulada descendió del 65% al 24% (Kimura et al., 1983c). Desde 1988, se habían aislado 
herpesvirus del hígado, el riñón y neoplasias en desarrollo en coho cultivados en estanque y en 
compartimientos en el mar (Kumagai et al., 1994). Los peces afectados mostraban los siguientes 
signos clínicos: úlceras en la piel, manchas blancas en el hígado y tejidos neoplásicos en la boca o la 
superficie corporal. El cultivo del coho resultó afectado económicamente por esta enfermedad. Todos 
estos virus se neutralizaron mediante suero de conejo anti-VOM o anti-VNLT, y se confirmó 
oncogenicidad mediante infección experimental. El virus aislado mostró una fuerte patogenicidad en el 
coho. En cuanto a la trucha arco iris, se han observado casos de mortalidad masiva en cultivos de 
estanque de Hokkaido desde 1992. Los peces enfermos casi no han mostrado signos clínicos. 
Algunos peces han presentado lesiones ulcerantes en la piel. Internamente, se han observado 
hemorragias intestinales y manchas blancas en el hígado. Tuvieron lugar epizootias en trucha arco iris 
de piscifactoría de entre 12 g y 1,5 kg de peso en 18 piscifactorías entre febrero del 2000 y enero del 
2001 en la Prefectura de Nagano, en Japón. Se hallaron títulos de infectividad altos, de alrededor de 
108 DICT50 g-1 en los principales órganos internos y se observaron múltiples focos necróticos en el 

hígado. El virus se identificó como VOM utilizando pruebas serológicas y la reacción en cadena de la 
polimerasa (PCR). En más del 80% de los casos, los brotes se asociaron a introducciones de peces 
vivos (Furihata et al., 2003). 

2.3.5. Factores ambientales  

En los viveros se aplican medidas de higiene general por norma. Debe tenerse cuidado de evitar los 
traslados de equipo de un tanque a otro, todo el cual debe desinfectarse tras cada uso. Deben 
desarrollarse cuidadosamente métodos de desinfección de cada unidad de desove, teniendo en 
cuenta la toxicidad de las sustancias químicas para los peces, los efectos de la temperatura del agua y 
su uso reiterado. Debe recordarse que los trabajadores en sí podrían servir de eficientes vectores a 
los agentes patógenos y que una cuidadosa desinfección de manos y botas será necesaria para 
prevenir la diseminación de los virus. Aunque tal vez sea difícil desinfectar las unidades de desove y 
engorde cuando se están utilizando, los canales y estanques deben desinfectarse con cloro antes y 
después de ser usados (Yoshimizu, 2009). 
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2.4. Control y prevención 

El VOM es sensible al tratamiento con radiación ultravioleta, con ozono y con iodóforos (Yoshimizu y Kasai, 
2011). Desde 1983, se ha recomendado vivamente como estrategia de control la inspección del líquido 
ovárico de peces adultos y la desinfección con yodo de huevos recogidos en todos los viveros de Hokkaido 
al inicio de la fase de desarrollo embrionario. Actualmente, en la mayoría de viveros de esta zona ya no se 
detecta el VOM. Hoy en día, todos los huevos e instalaciones se han desinfectado con iodóforos justo antes 
de la fecundación y de nuevo al principio del desarrollo embrionario. Gracias a ello, ya no se aísla VOM de 
la zona de Hokkaido y Tohoku, y se podrían evitar los brotes de HVSM en salmón masou y en coho, 
aunque no en trucha arco iris (Furihata et al., 2003; Yoshimizu, 2009). 

2.4.1. Vacunación 

La vacunación de trucha arco iris adulta con VOM inactivado por formalina podría reducir el porcentaje 
de resultados positivos al VOM en los análisis de líquido ovárico (Yoshimizu y Kasai, 2011). Además, 
la vacunación con VOM inactivado por formalina es muy eficaz para proteger a los alevines de la 
infección por el VOM (Yoshimizu y Kasai, 2011) 

2.4.2. Tratamiento con sustancias químicas 

La eficacia terapéutica del compuesto ACV (manzana, sidra y vinagre) se evaluó utilizando el VOM y 
alevines de keta. Los peces se infectaron experimentalmente con el VOM, y se trataron con ACV por 

vía oral o por inmersión. La inmersión diaria de peces en solución de ACV (25 µg ml–1, 30 minutos 

día–1, 15 veces) redujo la mortalidad de los peces infectados. La administración por vía oral de ACV 

(25 µg pez–1 al día, 60 veces) no afectó a la supervivencia del keta. Por el contrario, el grupo al que 
se administró IUdR por vía oral mostró una mayor supervivencia que el grupo al que se administró 
ACV. Esto sugirió que no se mantuvo un nivel eficaz de ACV en los peces que recibieron el producto 

por vía oral. La inmersión diaria de peces infectados en solución de ACV (25 μg ml–1, 30 minutos día–

1, 60 veces) suprimió considerablemente el desarrollo de tumores inducidos por el VOM (Kimura et al., 
1983a; 1983b). 

2.4.3. Inmunoestimulación 

Actualmente no se dispone de ninguna información publicada sobre el uso de inmunoestimulantes 
para el control de la HVSM en salmónidos. Sin embargo, se sabe que este es un campo de 
investigación interesante.  

2.4.4. Selección genética a favor de la resistencia 

Actualmente no se dispone de ninguna información publicada sobre el uso de la selección genética a 
favor de la resistencia para el control de la HVSM en salmónidos. 

2.4.5. Repoblación con especies resistentes 

Los híbridos constituyen un posible método de control para prevenir pérdidas importantes derivadas 
de la HVSM. En estudios sobre una población de salmónidos híbridos triploides (trucha arco iris 
tetrámera x trucha marina) se ha observado que son resistentes a la HVSM. 

2.4.6. Agentes bloqueantes 

No es aplicable. 

2.4.7. Desinfección de huevos y larvas 

La desinfección de los huevos puede llevarse a cabo mediante tratamiento con iodóforos. Se ha 
observado que el VOM se inactiva mediante iodóforos a razón de 50 mg litro-1 durante 15 minutos a 
15°C, o 25 mg litro-1 durante 20 minutos a 15°C (Yoshimizu, 2009). 

2.4.8. Prácticas generales de manejo 

Las medidas de bioseguridad deben incluir el garantizar que los peces que se introduzcan procedan 
de lugares libres de la enfermedad, así como la instalación de un sistema de cuarentena donde 
puedan alojarse los peces recién llegados con peces centinela, a temperaturas que permitan la 
infección por la HVSM. Así, los peces serán sometidos a cuarentena durante un mínimo de 4 semanas 
y hasta 2 meses antes de ser transferidos al estanque principal y mezclados con peces nunca antes 
expuestos al virus. Las medidas de higiene de dicho lugar deben ser similares a las recomendadas 
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para la necrosis hematopoyética infecciosa (NHI) e incluir desinfección de huevos, desinfección 
periódica de los estanques, desinfección química del equipo de la piscifactoría y una cuidadosa 
manipulación de los peces para no causarles estrés, así como una eliminación inocua de los peces 
muertos. 

3. Obtención de muestras  

3.1. Elección de ejemplares 

Peces afectados clínicamente: alevines enteros (longitud corporal ≤4 cm), vísceras, incluido el riñón (4 
cm ≤ longitud corporal ≤ 6 cm) o, en el caso de peces más grandes, lesiones ulcerantes cutáneas o 
tejidos neoplásicos, y el riñón, el bazo, el hígado y el encéfalo. 

Peces aparentemente sanos: el riñón, el bazo y el encéfalo (en peces de cualquier tamaño) y/o líquido 
ovárico de reproductores en el momento del desove. 

3.2. Conservación de las muestras para su envío 

Deben enviarse peces enteros al laboratorio vivos o muertos y empaquetados individualmente en 
recipientes asépticos precintados. No obstante, es claramente preferible y recomendable obtener muestras 
de órganos de los peces inmediatamente después de extraerlos del agua. Deben enviarse al laboratorio 
peces enteros o muestras de órganos seleccionados, en recipientes refrigerados (+0°C a 5°C) y con hielo. 
Debe evitarse la congelación tanto de peces como de órganos. 

3.3. Combinación de varias muestras 

Cuando se analizan peces afectados clínicamente mediante cultivo celular o métodos basados en la PCR, 
debe evitarse la combinación de muestras, o restringirse a un máximo de cinco peces por muestra 
combinada. En el caso del cultivo celular para la vigilancia sanitaria, las muestras deben estar formadas por 
un máximo de cinco peces cada una.   

3.4. Órganos y tejidos de elección 

Peces afectados clínicamente: alevines enteros (longitud corporal ≤4 cm), vísceras, incluido el hígado o el 
riñón (4 cm ≤ longitud corporal ≤ 6 cm) o, en el caso de peces más grandes, lesiones ulcerantes cutáneas o 
tejidos neoplásicos, y el hígado o el riñón. 

Peces aparentemente sanos: el hígado, el riñón, el bazo y el encéfalo (en peces de cualquier tamaño) y/o 
líquido ovárico de reproductores en el momento del desove. 

3.5. Muestras/tejidos que no son adecuados(es decir, en los que nunca es posible detectar el 
agente) 

Los peces muertos en los que se observen signos de descomposición tisular muy avanzada pueden no ser 
adecuados para el análisis por ningún método. 

4. Métodos de diagnóstico 

4.1. Métodos de diagnóstico de campo 

4.1.1. Signos clínicos 

Clínicamente, la infección inicial por el VOM es una infección sistémica y a menudo letal que se asocia 
a edema y hemorragias. La multiplicación del virus en células endoteliales de los capilares sanguíneos, 
tejidos hematopoyéticos y hepatocitos subyace a los signos clínicos (Kimura et al., 1981b). Cuatro 
meses después de los primeros signos clínicos, una cantidad variable de peces supervivientes 
presenta epiteliomas que tienen lugar principalmente alrededor de la boca (mandíbula superior o 
inferior), y, en menor grado, en la aleta caudal, el opérculo y la superficie corporal (Kimura et al., 
1981a; Yoshimizu et al., 1987). Esta neoplasia puede persistir durante incluso 1 año tras la infección. 
En el caso del coho, en concreto peces infectados de 1 año de edad presentan úlceras en la piel, 
manchas blancas en el hígado y tejidos neoplásicos alrededor de la boca o en la superficie del cuerpo. 
En el caso de la trucha arco iris, peces de tamaño comercial fueron infectados y los peces enfermos 
casi no presentaron signos externos, aunque algunos manifestaron lesiones ulcerantes en la piel. 
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Internamente, se observaron hemorragias intestinales y manchas blancas en el hígado (Furihata et al., 
2003). 

4.1.2. Alteraciones del comportamiento 

Los peces se vuelven letárgicos, y se agrupan en la salida de agua o en los laterales de un estanque. 
Algunos pueden sufrir pérdida del equilibrio y desorientación. 

4.2. Métodos clínicos 

4.2.1. Anatomopatología macroscópica 

En los peces infectados, los signos clínicos son falta de apetito y exoftalmia, así como petequias en la 
superficie corporal, sobre todo debajo de la mandíbula inferior. No se ha observado natación agónica 
ni anómala. Internamente, el hígado presenta manchas blancas, y en los casos avanzados todo el 
hígado se vuelve de color blanco perla. En algunos casos, se observa hinchazón esplénica. En el 
tracto digestivo no hay alimento (Kimura et al., 1981b). 

4.2.2. Bioquímica clínica 

No se dispone de información publicada.  

4.2.3. Anatomopatología microscópica 

El riñón de los ejemplares infectados de salmón masou de 1 y 3 meses de vida, del coho de 1 mes de 
vida y del keta de 2 meses de vida es el principal órgano diana del virus, a juzgar por la gravedad de 
las alteraciones histopatológicas halladas en salmón masou infectado de 1 mes de vida. Se observó 
necrosis de células epiteliales y de riñón en los primeros ejemplares moribundos, y necrosis del 
hígado, del bazo y del páncreas en los últimos ejemplares moribundos de este grupo. Se observó 
necrosis del tejido hematopoyético del riñón en salmón masou infectado de 3 meses de vida. Aunque 
el riñón se consideró el órgano diana del VOM, progresivamente adquirió resistencia a la infección por 
el VOM. Por ello, se interpretó que el principal órgano diana pasaba de ser el riñón a ser el hígado, y 
en las últimas fases se observaron destacadas alteraciones histopatológicas hepáticas. Los focos de 
necrosis del hígado tendían a ser más intensos con un periodo de incubación más largo. Había 
hepatocitos que presentaban marginación de la cromatina. También se observó degeneración celular 
en el bazo, el páncreas, el músculo cardiaco y el encéfalo (Kimura et al., 1983c). Las alteraciones 
histopatológicas observadas en coho y en keta fueron las mismas que las observadas en salmón 
masou (Tanaka et al., 1984). En el caso de la trucha arco iris, se observaron altos títulos de 
infectividad en los principales órganos internos y múltiples focos necróticos en el hígado. La alteración 
definitiva fue una necrosis de las células infectadas por el VOM, que se observaron en el bazo, tejidos 
hematopoyéticos del riñón, el hígado, el intestino, el corazón, los filamentos de las branquias, la 
epidermis y la musculatura lateral. En concreto, el intestino mostró una intensa necrosis y hemorragia 
en el epitelio y tejidos subyacentes, lo cual es la nueva descripción del herpesvirus de la trucha arco 
iris (Furihata et al., 2003). 

4.2.4. Preparaciones húmedas 

El VOM se ha identificado en improntas de contacto de riñón mediante la prueba de la 
inmunofluorescencia indirecta (IFAT). 

4.2.5. Frotis 

No se dispone de información publicada. 

4.2.6. Microscopía electrónica/citopatología 

Se han detectado partículas víricas mediante examen por microscopía electrónica de transmisión 
(MET) de tejidos hepáticos de keta, salmón masou, coho y trucha arco iris infectados clínicamente 
(Kimura et al., 1980; Tanaka et al., 1984). La microscopía electrónica de células infectadas pone de 
manifiesto que las cápsidas hexagonales intranucleares tienen un diámetro de 115 nm. También se 
observan abundantes viriones con envoltura protuyendo, de 200 x 240 nm de diámetro, en la 
superficie y dentro de vesículas citoplasmáticas. El número calculado de capsómeros de viriones 
teñidos negativamente es de 162. Estas características confirman que el VOM es un herpesvirus.  
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4.3. Métodos de detección e identificación del agente 

La infectividad del agente permanece intacta durante al menos 2 semanas a 0-5°C, pero a -20°C, el 99,9% 
de la infectividad se pierde en un plazo de 17 días. El aislamiento del virus debe llevarse a cabo utilizando 
peces transportados sobre hielo al laboratorio. Para la filtración del VOM, se recomienda utilizar un filtro (de 
policarbonato) con un nucleoporo de 0,40 μm porque el filtro de membrana de acetato de celulosa atrapa 
partículas víricas. Para un estudio virológico de salmónidos adultos, se recoge líquido ovárico por el método 
descrito por Yoshimizu et al. (1985), añadiendo el mismo volumen de antibiótico y dejándolo reaccionar a 
5°C durante toda la noche. En el caso del tejido tumoral, se corta el tejido y se desinfecta con iodóforo, y 
después se lava con BSS de Hank y se transporta con una solución de antibiótico al laboratorio. Los tejidos 
tumorales deben prepararse para el cultivo primario o el co-cultivo con células RTG-2. Tras cada subcultivo 
de células de cultivo primario, debe llevarse a cabo la inspección de virus en el medio de cultivo. 
Normalmente se recogen células RTG-2 y se inoculan; la temperatura adecuada para la incubación es de 
15°C. Se utilizó en el laboratorio suero de conejo o anticuerpo monoclonal contra el VOM para una prueba 
de inmunofluorescencia (Hayashi et al., 1993), y también se utilizó una sonda de ADN para la detección del 
genoma vírico (Gou et al., 1991). Con la PCR, utilizando un cebador F10 y un cebador R05 (Aso et al., 
2001) se amplificó un segmento de ADN de 439 pares de bases de cepas del VOM aisladas de salmón 
masou, coho y trucha arco iris, y de tejido de hígado, riñón, encéfalo y sistema nervioso. El perfil de ADN 
amplificado en el gel de agarosa permitió distinguir el VOM del herpesvirus H. salmonis (Aso et al., 2001).  

4.3.1. Métodos directos de detección 

Se identificó el VOM en improntas de contacto de riñón, mediante IFAT. El método más utilizado para 
la detección del VOM directamente en tejidos de pez es la PCR específica del VOM. 

4.3.1.1. Métodos microscópicos 

4.3.1.1.1. Preparaciones húmedas 

Se han detectado antígenos del virus en tejidos infectados, mediante IFAT. En el caso del coho, se 
trasplantan peces cultivados en un estanque a un compartimiento de red en el mar. Se someten a 
gran presión tejidos de riñón para que se adapten al medio marino. Durante este periodo, se 
replica VOM y aparece antígeno de VOM en tejidos renales. El método de la inmunofluorescencia 
indirecta es útil y eficaz para detectar los peces infectados por el VOM (Kumagai et al., 1994). 

4.3.1.1.2. Frotis 

No se dispone de información publicada. 

4.3.1.1.3. Cortes fijados 

Este método se detalla en el apartado 4.3.1.1.1 anterior, y también es adecuado para la detección 
de antígeno del VOM en cortes incluidos en parafina y fijados en formalina tamponada neutra 
(NBF) al 10%. Un tratamiento frecuente es la incubación de los cortes con tripsina al 0,1% en PBS 
a 37°C durante 30 minutos. A continuación, los cortes se lavan en PBS fría. 

4.3.1.2. Aislamiento e identificación del agente 

4.3.1.2.1. Cultivo celular/medios artificiales  

Línea celular a utilizar: RTG-2 o CHSE-214.  

Inoculación de monocapas celulares 

i) Se prepara una dilución decimal adicional de los sobrenadantes de homogenado de órgano a 
1/10 y se transfiere un volumen adecuado de cada una de las dos diluciones a monocapas 
celulares de 24 horas de edad. Se inoculan al menos 2 cm2 de monocapa celular drenada 
con 100 µl de cada dilución. 

ii) Se deja adsorber durante 1 hora a 15°C y, sin retirar el inoculado, se añade medio de cultivo 
celular tamponado a pH 7,4 y suplementado con suero fetal bovino (FBS) al 2% (1 ml pocillo-1 
en el caso de las placas de cultivo celular de 24 pocillos), y se incuba a 15°C.  

Seguimiento de la incubación 

i) Se sigue el curso de la infección en controles positivos y otros cultivos celulares inoculados, 
mediante examen microscópico a 4 o 10 aumentos y durante 14 días. Se recomienda utilizar 
un microscopio de contraste de fases. 
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ii) Durante la incubación, se mantiene el pH del medio de cultivo celular a 7,2-7,4. Esto se 
puede lograr añadiendo tampón bicarbonato estéril (en el caso de los frascos de cultivo 
celular muy bien cerrados) o solución de tampón de Tris (en el caso de las placas de cultivo) 
al medio de cultivo celular inoculado o, mejor aun, utilizando medio tamponado con HEPES 
(HEPES= ácido N-2-hidroxietil-piperazina-N-2-etanosulfónico). 

iii) Si aparece un efecto citopático (ECP) en los cultivos celulares inoculados con las diluciones 
de los sobrenadantes del homogenado problema, deben llevarse a cabo los procedimientos 
de identificación de inmediato (véase la prueba de neutralización, abajo). 

Si se está implementando un programa de vigilancia/control, tal vez tengan que tomarse 
medidas para suspender el reconocimiento del estado sanitario de la unidad y/o zona de 
producción (si con anterioridad se reconoció) de la cual proceda la muestra positiva al virus. 
La suspensión del reconocimiento sanitario se mantendrá hasta que se demuestre que el 
virus en cuestión no es el VOM. 

iv) Si no aparece ECP en los cultivos inoculados (a pesar del avance normal del ECP en los 
controles positivos), los cultivos inoculados deben subcultivarse durante 7 días más. En el 
caso de que el control positivo no desarrolle ECP, el proceso debe repetirse con células 
susceptibles nuevas y nuevos lotes de muestra 

Procedimientos del subcultivo 

i) Se recogen alícuotas de medio de cultivo celular de todas las monocapas inoculadas con 
diluciones de cada sobrenadante de homogenado de órganos. 

ii) Si es necesario, se repite la prueba de neutralización del virus de la necrosis pancreática 
infecciosa (VNPI) y/o del virus de la necrosis hematopoyética infecciosa (VNHI) como se ha 
descrito anteriormente (véase el Capítulo 2.30, apartado, 2.2.3), con una dilución del 
sobrenadante anterior (1/10 a 1/100).  

iii) Se inoculan monocapas celulares como se ha descrito arriba. 

iv) Se incuban y controlan como se ha descrito arriba. 

v) Si no aparece ECP, la prueba puede declararse negativa. 

Aislamiento del VOM de cultivos de células neoplásicas 

i) Se recogen tejidos neoplásicos, se desinfectan con iodóforo, a razón de 50 partes por millón 
durante 20 minutos, y se lavan tres veces con solución salina equilibrada de Hanks. 

ii) Los tejidos se dejan toda la noche en tripsina al 0,25% en solución salina tamponada con 
fosfato (PBS) a 5°C. A continuación, se siembran 3,5 x 105 células neoplásicas/ml en un 
frasco de cultivo tisular y se incuban con medio de cultivo que contenga FBS al 20%.  

iii) Se recoge el cultivo celular neoplásico primario y se co-cultiva con células RTG-2 o CHSE-
214. 

iv) Se incuba y se controla como se ha descrito arriba. 

4.3.1.2.2. Métodos de detección del antígeno basados en anticuerpos 

Prueba de neutralización 

i) Se recoge el medio de cultivo de la monocapa celular que presente ECP y se centrifuga a 
2.000 g durante 15 minutos a 4°C para eliminar detritos celulares. 

ii) Se diluye el medio que contiene el virus, pasando de 10–2 a 10–4 

iii) Se mezclan las alícuotas de cada dilución de virus (por ejemplo, de 200 µl) con volúmenes 
iguales de una solución de anticuerpos específicos contra el VOM, y de forma similar se 
tratan alícuotas de cada dilución del virus con medio de cultivo celular. (La solución del 
anticuerpo neutralizante [MAb] debe tener un título de reducción del 50% en placa de al 
menos 2000).  

iv) Paralelamente, deben llevarse a cabo otras pruebas de neutralización contra: 

• una cepa de virus homóloga (prueba de neutralización positiva) 

• una cepa de virus heteróloga (prueba de neutralización negativa). 



Capítulo 2.3.10. — Herpesvirosis del salmón masou 

Manual Acuático de la OIE 2012 9 

v) Si es necesario, puede llevarse a cabo una prueba de neutralización similar utilizando 
anticuerpos contra el VNPI, para garantizar que no haya escapado ningún VNPI a la primera 
prueba anti-VNPI. 

vi) Se incuban todas las mezclas a 15°C durante 1 hora. 

vii) Se transfieren alícuotas de cada una de las mezclas anteriores a monocapas celulares (se 
inoculan dos cultivos celulares por dilución) y se dejan adsorber durante 0,5-1 hora a 15°C; 
para este fin son adecuadas las placas de cultivo celular de 24 o de 12 pocillos, utilizando un 
inóculo de 50 µl. 

viii) Cuando ha terminado la adsorción, se añade a cada pocillo medio de cultivo celular 
suplementado con FBS al 2% y tamponado a pH 7,4-7,6 y se incuba a 10-15°C. 

ix) Se comprueba en los cultivos celulares si ha empezado el ECP y se leen los resultados en 
cuanto este empieza en controles no neutralizados (protegiendo las monocapas celulares de 
los controles de neutralización positivos). Los resultados se registran tras un examen por 
microscopía simple (preferiblemente de contraste de fases) o tras desechar el medio de 
cultivo celular y teñir las monocapas celulares con una solución de cristal violeta al 1% en 
etanol al 20%. 

x) El virus problema se identifica como VOM cuando el ECP se previene o se retrasa 
considerablemente en los cultivos celulares que han recibido la suspensión de virus tratada 
con el anticuerpo específico contra el VOM, siempre que se observe ECP en todos los demás 
cultivos celular 

xi) En ausencia de neutralización del VOM por parte de los NAb, es obligatorio llevar a cabo una 
IFAT con la muestra sospechosa. 

4.3.1.2.3. Técnicas moleculares  

PCR (Aso et al., 2001) 

i) Se extrae ácido nucleico de células infectadas por la cepa OO-7812 del VOM y por 
H. salmonis utilizando la InstGene Matrix (Biorad1). 

ii) Se sedimentan los tejidos infectados por el virus o las células cultivadas infectadas mediante 
centrifugación a 19.000 g durante 15 minutos. 

iii) Se lavan los sedimentos dos veces con 1 ml de PBS y se mezclan con 200 µl de resina 
quelante (Sigma). 

iv) Se incuba la mezcla a 56°C durante 20 minutos en un baño de agua, se somete al vortex y, a 
continuación, se introduce en un baño de agua hirviendo durante 8 minutos. 

v) Se someten las muestras al vortex y se centrifugan a 8.200 g (10.000 rpm) durante 90 
segundos. 

vi) Se somete el sobrenadante a PCR. 

vii) El cebador directo (F10) es 5’-GTA-CCG-AAA-CTC-CCG-AGT-C-3’, y el inverso (R5), 5’-
AAC-TTG-AAC-TAC-TCC-GGG-G-3’. 

viii) Se incuban las muestras, los conjuntos de cebadores y las mezclas de reacción durante 
30 ciclos en un termociclador automático (GeneAmp PCR 9700, Applied Biosystems), y cada 
uno de estos ciclos consistirá en una desnaturalización a 94°C durante 30 segundos, 
hibridación a 56°C durante 30 segundos y extensión a 72°C durante 30 segundos.  

ix) Se analiza el tamaño y la pureza del producto amplificado mediante electroforesis (100 V 
durante 30 minutos) en gel de agarosa al 2% y se tiñe con bromuro de etidio. 

x) Con una PCR en la que se utilizaron estos conjuntos de cebadores se amplificó un segmento 
de ADN de 439 pb de cepas del VOM aisladas de salmón masou, coho y trucha arco iris, y 
tejido de hígado, riñón, encéfalo y sistema nervioso, y un segmento de ADN de 800 pares de 
bases de herpesvirus 1 de los salmónidos (HVSal-1). El HVSal-1 se pudo distinguir del 
herpesvirus 2 de los salmónidos (HVSal-2) mediante el perfil de este ADN amplificado en el 
gel de agarosa (Aso et al., 2001). 

                                                            

1  La referencia a productos comerciales específicos como ejemplos no implica su aprobación por parte del a OIE. Esto es 
aplicable a todos los productos comerciales indicados en este Manual Acuático. 
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4.3.2. Métodos serológicos 

4.3.2.1. Prueba de la inmunofluorescencia indirecta 

i) Se preparan monocapas de células en pocillos de 2 cm2 de placas de plástico de cultivo celular 
o en cubreobjetos con el fin de alcanzar alrededor de un 80% de confluencia, que normalmente 
se logra en un plazo de 4 horas tras la incubación a 22°C (se siembran seis monocapas 
celulares por cepa vírica problema, más dos para el control positivo y dos para el control 
negativo). El contenido en FBS del medio de cultivo celular se puede reducir al 2-4%. Si tienen 
que identificarse muchas cepas víricas, es muy recomendable utilizar placas Terasaki.  

ii) Cuando las placas celulares estén listas para la infección, es decir, el mismo día o el día 
después de la siembra, se inoculan las suspensiones del virus problema por pasos de 
diluciones decimales seriadas directamente en los pocillos o frascos de cultivo celular.  

iii) Se diluye la suspensión de virus control de VOM de forma similar, con el fin de obtener un título 

vírico de unas 5.000–10.000 unidades formadoras de placa (UFP) ml–1 en el medio de cultivo 
celular. 

iv) Se incuba a 15°C durante 48 horas. 

v) Se retira el medio de cultivo celular, se enjuaga una vez con solución PBS 0,01 M, pH 7,2, y a 
continuación tres veces brevemente con acetona fría (guardada a -20°C) en el caso de los 
portas o cubreobjetos, o bien una mezcla de acetona al 30%/etanol al 70%, también guardada 
a -20°C, en el caso de los pocillos de plástico. 

vi) Se deja actuar el fijador durante 15 minutos. Un volumen de 0,5 ml es suficiente para 2 cm2 de 
monocapa celular. 

vii) Se dejan las monocapas celulares secar al aire durante al menos 30 minutos y se procesan de 
inmediato o se congelan a -20°C. 

viii) Se prepara una solución de anticuerpo purificado o suero contra el VOM en PBS 0,01 M, a pH 
7,2, que contenga Tween 80 al 0,05% (PBST), a la dilución adecuada (que se habrá 
establecido previamente o que suministrará el proveedor del reactivo).  

ix) Se rehidratan las monocapas celulares mediante cuatro pasos de enjuagado con la solución de 
PBST, y se retira este tampón por completo tras cada enjuagado. 

x) Se tratan las monocapas celulares con la solución de anticuerpos durante 1 hora a 37°C en 
una cámara húmeda y se impide la evaporación. El volumen de solución a utilizar es de 0,25 ml 
por cada pocillo de 2 cm2. 

xi) Se enjuagan cuatro veces con PBST, como arriba. 

xii) Se tratan las monocapas celulares durante 1 hora a 37°C con una solución de anticuerpos 
contra la inmunoglobulina utilizada en la primera capa, y preparados según las instrucciones 
del proveedor, conjugados a isotiocianato de fluoresceína (ITCF). Estos anticuerpos 
conjugados a ITCF suelen ser de conejo o de cabra.  

xiii) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

xiv) Se examinan las monocapas celulares tratadas en placas de plástico de inmediato, o se 
montan los cubreobjetos utilizando solución salina de glicerol a pH 8,5 antes de la observación 
al microscopio. 

xv) Se examinan bajo luz UV incidente utilizando un microscopio con oculares de 10 aumentos y 
objetivos de 20 a 40 aumentos con aperturas numéricas de >0,65 y >1,3, respectivamente. 
Antes de proceder a observación alguna, hay que asegurarse de que los controles positivo y 
negativo dan los resultados esperados. 

4.3.2.2. Enzimoinmunoanálisis 

i) Se recubren los pocillos de microplacas diseñadas para enzimoinmunoanálisis (ELISA) con 
diluciones adecuadas de anticuerpos monoclonales o inmunoglobulinas (Ig) purificadas 
específicas del VOM, en PBS 0,01 M, a pH 7,2 (200 µl pocillo–1). 

ii) Se incuban durante toda la noche a 4°C. 

iii) Se enjuagan cuatro veces con PBS 0,01 M que contenga Tween 20 al 0,05% (PBST). 

iv) Se bloquean con leche desnatada (al 5% en PBST) u otra solución bloqueante durante 1 hora a 
37°C (200 µl pocillo –1). 

v) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 
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vi) Se añade Triton X-100 al 2% a la suspensión de virus problema. 

vii) Se distribuyen 100 µl/pocillo de una dilución de dos o cuatro pasos del virus problema y de 
virus control VOM, y se dejan reaccionar con el anticuerpo de recubrimiento contra el VOM 
durante 1 hora a 20°C.  

viii) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

ix) Se añade a los pocillos anticuerpo policlonal biotinilado contra el VOM. 

x) Se incuban durante 1 hora a 37°C. 

xi) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

xii) Se añade peroxidasa de rábano conjugada a estreptavidina a los pocillos que han recibido el 
anticuerpo conjugado a biotina, y se incuban 1 hora a 20°C. 

xiii) Se enjuagan cuatro veces con PBST. 

xiv) Se añade el sustrato y cromógeno. Se detiene el curso de la prueba cuando reaccionan los 
controles positivos, y se realiza un seguimiento de los resultados. 

5. Idoneidad de las pruebas para cada uso previsto 

A modo de ejemplo, los métodos actualmente disponibles para la vigilancia dirigida y el diagnóstico de la HVSM 
se detallan en la Tabla 5.1. Las denominaciones utilizadas en la Tabla indican: a =el método es el recomendado 
por razones de disponibilidad, utilidad y especificidad y sensibilidad de diagnóstico; b= el método es estándar, 
con buena sensibilidad y especificidad de diagnóstico; c = el método tiene aplicación en algunas situaciones, 
pero el coste, la precisión u otros factores limitan seriamente su aplicación; y d= el método no se recomienda 
actualmente para este fin. Esta clasificación es de alguna forma subjetiva ya que la idoneidad implica cuestiones 
de fiabilidad, sensibilidad, especificidad y utilidad. Aunque no todas las pruebas incluidas en las categorías a o b 
se han sometido a estandarización y validación formales, su naturaleza sistemática y el hecho de que se hayan 
usado generalmente sin resultados dudosos las hace aceptables. 

Tabla 5.1. Métodos para la vigilancia dirigida y el diagnóstico 

Método Vigilancia dirigida 
Diagnóstico 
provisional 

Diagnóstico 
confirmativo 

 Larvas PL Juveniles Adultos   

Signos macroscópicos d b b b b c 

Cultivo celular b b b b b a 

MO directa d d d d d d 

Histopatología b b b b b a 

ME de transmisión c c c c c c 

Pruebas basadas en 
anticuerpos 

b b b b b a 

Sondas de ADN in situ c c c c c c 

PCR b b b b a a 

Secuenciación d d d d d d 

PL = postlarvas; MO=microscopía óptica; ME = microscopía electrónica; PCR = reacción en cadena de la polimerasa. 
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6. Prueba(s) recomendada(s) para la vigilancia dirigida destinada a declarar la ausencia de 
herpesvirosis del salmón masou 

Para la prevención de la transmisión de la enfermedad desde salmónidos adultos a su descendencia es 
importante disponer de información sobre la distribución e incidencia del VOM. Por tanto, es importante el estudio 
de la frecuencia del VOM entre salmónidos adultos. Se obtuvo una muestra de sesenta peces y cada ejemplar se 
extrajo individualmente. Se obtuvieron muestras de líquido ovárico según el método de Yoshimizu et al. (1985). 
Se insertó una punta de pipeta automática esterilizada en el orificio urogenital del pez adulto. Se tomó un mililitro 
de líquido ovárico del pez y se trató con el método del tratamiento con antibiótico. Se transportaron muestras 
tratadas con antibiótico al laboratorio, con hielo. 

7. Criterios de diagnóstico confirmativo 

7.1. Definición de caso sospechoso 

Debe sospecharse del VOM si se cumple al menos uno de los siguientes criterios: 

i) La presencia de signos clínicos típicos de la HVSM en una población de peces susceptibles.  

ii) La presencia de alteraciones histopatológicas típicas en cortes de tejido hepático, compatibles con la 
HVSM. 

iii) Un solo resultado positivo en una de las pruebas de diagnóstico, como la IFAT en improntas de tejido 
hepático o renal, o la PCR. 

Iv) La transferencia de peces vivos de un lugar donde se ha confirmado la presencia del VOM, o se ha 
sospechado del mismo, debido a la presencia de enfermedad clínica, a lugares sin sospecha del VOM. 

v) La detección de anticuerpos contra el VOM.  

7.2. Definición de caso confirmado 

Para la confirmación del VOM deben cumplirse los siguientes criterios: 

i) Mortalidad, signos clínicos y alteraciones anatomopatológicas compatibles con la HVSM y detección 
del VOM mediante uno o más de los siguientes métodos: 

a) Aislamiento e identificación del VOM en cultivo celular a partir de al menos una muestra de 
cualquier pez del lugar, como se ha descrito en el apartado 4.3.1.2.1. 

b) Detección del VOM mediante PCR por los métodos descritos en el apartado 4.3.1.2.3. 

c) Detección del VOM en preparaciones tisulares por medio de anticuerpos específicos contra el 
VOM (por ejemplo, la IFAT en improntas de tejido, como se describe en el apartado 4.3.2); 

ii) En ausencia de mortalidad o signos clínicos, mediante uno o más de los siguientes métodos: 

a) Detección y confirmación del VOM mediante PCR por los métodos descritos en el apartado 
4.3.1.2.3; 

b) Resultados positivos en dos pruebas diagnósticas independientes y distintas, de entre las 
descritas arriba. 
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NB: Existe un Laboratorio de Referencia de la OIE para la herpesvirosis del salmón masou (puede consultarse 
en la Tabla del final de este Manual Acuático o en la página web de la OIE: www.oie.int). 



NB: Versión adoptada en la Asamblea Mundial de Delegados de la OIE en mayo de 2013 

Manual Acuático de la OIE 2013  1 

C A P Í T U L O  2 . 3 . 1 1 .  

 
ENCEFALOPATÍA Y  RETINOPATÍA VIRALES  

1. Ámbito de aplicación 

A efectos de este capítulo, la enfermedad de la encefalopatía y retinopatía virales (ERV), también denominada 
necrosis nerviosa viral (NNV), se considera una enfermedad grave de varias especies de peces marinos, 
caracterizada por importantes pérdidas asociadas a lesiones de vacuolación del sistema nervioso central y de la 
retina. 

2. Información sobre la enfermedad 

2.1. Factores del agente 

2.1.1. El agente patógeno, factores del agente 

El agente causal de la ERV o NNV se identificó por primera vez como nuevo miembro de la familia 
Nodaviridae tras la purificación de tejidos encefálicos de larvas de jurel dentón (Pseudocaranx dentex) 
afectadas, y se adoptó la denominación de virus de la necrosis nerviosa del jurel dentón (VNNJD) (Mori 
et al., 1992). Posteriormente, se han purificado otros agentes causales de la ERV/NNV de algunas 
especies de peces afectados (Chi et al., 2001; Comps et al., 1994). La taxonomía actual clasifica los virus 
en el género Betanodavirus, dentro de la familia Nodaviridae (Thiéry et al., 2011). Los betanodavirus son 
virus sin envoltura y esféricos, y miden unos 25 nm de diámetro. El genoma está formado por dos 
moléculas de ARNss de sentido positivo: ARN1 (3,1 kb) codifica la replicasa (110 kDa) y ARN2 (1,4 kb) 
codifica la proteína de recubrimiento (42 kDa). Están documentadas las secuencias de nucleótidos 
completas tanto del ARN1 como del ARN2 del VNNJD y de otros virus (Iwamoto et al., 2001; 2004; 
Sommerset & Nerland, 2004; Tan et al., 2001). En base al análisis filogenético de la región variable T4 
del ARN 2, los betanodavirus se han agrupado de forma preliminar en cuatro principales genotipos, que 
se denominan como sigue: virus de tipo VNNJD (virus de la necrosis nerviosa del jurel dentón), virus de 
tipo VNNTR (virus de la necrosis nerviosa de Takifugu rubripes [especie de pez globo]), virus de tipo 
VNNVM (virus de la necrosis nerviosa de Veasper moseri), y virus de tipo VNNEA (virus de la necrosis 
nerviosa de mero de pintas rojas [Epinephelus akaara]) (Nishizawa et al., 1997). Los genotipos 
identificados se correlacionan en parte con tres serotipos distintos que se han identificado mediante 
neutralización del virus con anticuerpos policlonales, con distintas especies hospedadoras y con la 
temperatura óptima de crecimiento in vitro (Iwamoto et al. 2000; Mori et al. 2003). Además, se ha 
propuesto otro genotipo, que incluye una cepa de betanodavirus de rodaballo (VNR) (Johansen et al., 
2004). Para evitar confusión respecto a la taxonomía, Thiéry et al. (2004) han propuesto una 
nomenclatura numérica (agrupación I, II, III y IV), independiente del origen de la especie hospedadora. 
En la Tabla 2.1., se indican los genotipos oficiales, las especies hospedadoras diana y la temperatura 
óptima de crecimiento in vitro (Iwamoto et al., 2000). 

Tabla 2.1. Variantes genotípicas y fenotípicas de betanodavirus  

Genotipo Serotipo Pez hospedador diana Temperatura óptima de crecimiento 

VNNJD A Jurel dentón 20–25°C 

VNNTR B Takifugu rubripes (especie de pez globo) 20°C 

VNNVM C 
Peces de aguas frías: halibut, bacalao del 

Atlántico, lenguados, etc.  
15–20°C 

VNNEA C 
Peces de aguas cálidas: perca gigante, 

lubina, meros, etc. 
25–30°C 
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2.1.2. Supervivencia fuera del hospedador 

Los betanodavirus son muy resistentes en el medio acuático y pueden sobrevivir durante mucho tiempo 
en aguas marinas a bajas temperaturas (Frerichs et al., 2000), mientras que a 25°C o más, la 
supervivencia resulta considerablemente afectada. La contaminación del medio acuático tras la aparición 
de un brote puede persistir durante largos periodos y suponer una fuente de infección para especies 
salvajes susceptibles. En peces congelados, el virus puede persistir durante largos periodos y puede 
representar un posible riesgo si se utiliza este pescado crudo para alimentar a otros peces (Mori et al., 
2005). Fuera del ambiente acuático, los betanodavirus parecen perder su citopatogenicidad muy 
fácilmente. En condiciones de desecación, se ha observado >99% de inactivación tras un periodo de 
7 días a 21°C (Maltese et al., 2007). 

2.1.3. Estabilidad del agente (métodos eficaces de inactivación) 

Los desinfectantes de uso común, como el hipoclorito de sodio, el yodo, el peróxido de hidrógeno y el 
cloruro de benzalconio son muy útiles para inactivar betanodavirus, mientras que la formalina no es 
demasiado útil (Frerichs et al. 2000). Se ha utilizado ozono para evitar o reducir la contaminación vírica 
en la superficie de los huevos (Grotmol & Totland, 2000), y el agua contaminada por virus puede 
esterilizarse de forma eficaz mediante exposición a luz UV (Frerichs et al., 2000). 

2.1.4. Ciclo de vida 

La presencia de reservorios en la naturaleza es muy probablemente la fuente original de infección de 
poblaciones de piscifactoría, mientras que el comercio de juveniles infectados supone la forma más 
frecuente de propagación de grandes cantidades de partículas víricas en el medio. Se sabe poco sobre el 
ciclo de vida de los betanodavirus. Teniendo en cuenta los resultados obtenidos en infecciones 
experimentales llevadas a cabo por distintos autores, lo más probable es que el virus invada el 
hospedador por el epitelio intestinal y el sistema nervioso periférico, y que alcance muy pronto los tejidos 
del sistema nervioso central, donde puede inducir la muerte del hospedador o permanecer durante varios 
años en los supervivientes (Johansen et al., 2004). Los peces muertos descompuestos pueden diseminar 
el virus en el medio, que desde ahí llegará a distintos vectores biológicos. Además, los peces enfermos 
pueden resultar fácilmente ingeridos por depredadores que, además de poder resultar infectados, pueden 
diseminar el virus con las heces contaminadas. Se ha sospechado mucho de la transmisión vertical en 
algunas especies (Arimoto et al., 1992; Comps et al., 1994, Grotmol & Totland, 2000; Mushiake et al., 
1994; Watanabe et al., 2000); en este caso, el virus puede alcanzar las gónadas en desarrollo, donde se 
ha detectado con frecuencia (Dalla Valle et al., 2000; Mushiake et al., 1994; Nishizawa et al., 1996) e 
infectar los huevos y el líquido seminal (Nishizawa et al., 1994).  

2.2. Factores del hospedador 

2.2.1. Especies hospedadoras susceptibles 

Hasta la fecha, esta enfermedad se ha notificado en más de 50 especies de peces, principalmente 
marinas, y las más afectadas han sido el jurel dentón, la lubina (Dicentrarchus labrax), los meros y los 
peces planos (Munday et al. 2002; Sano et al. 2011). También se han documentado unos pocos brotes 
en piscifactorías de agua dulce (Bovo et al., 2011; Chi et al., 2003). Las especies de peces afectadas de 
forma natural por la VER se indican en la Tabla 2.2; otras especies de peces ornamentales de agua dulce 
han desarrollado signos clínicos tras una infección experimental (Furusawa et al., 2007), lo cual sugiere 
la posibilidad de nuevos hospedadores, en concreto en el futuro cuando se escojan nuevas especies 
para acuicultura.  

Tabla 2.2. Especies de peces afectadas por VER/NNV 

Orden Familia Nombre común Nombre científico 

Acipenseriformes Acipenseridae  Esturión del Danubio Acipenser gueldenstaedti 

Anguilliformes Anguillidae  Anguila europea Anguilla anguilla 

Gonorynchiformes Chanidae Sabalote Chanos chanos 

Siluriformes Siluridae - Parasilurus asotus 

 Siluridae - Tandanus tandanus 

Gadiformes Gadidae Bacalao del Atlántico Gadus morhua 

 Gadidae Eglefino Melanogrammus aeglefinus 
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Orden Familia Nombre común Nombre científico 

Cyprinodontiformes Poeciliidae - Poecilia reticulata 

Perciformes Acanthuridae Navajón carcelario Acanthurus triostegus 

 Apogonidae - Apogon exostigma 

 Anarhichadidae Perro pintado Anarhichas minor 

 Carangidae Jurel dentón Pseudocaranx dentex 

Perciformes  pez de limón Seriola dumerili 

  pámpano palometa Trachinotus falcatus 

  - Trachinotus blochii 

 Centropomatidae Perca gigante Lates calcarifer 

  Serránido japonés Lateolabrax japonicus 

 Cichlidae Tilapia Oreochromis niloticus 

 Eleotridae  -  Oxyeleotris lineolata 

 Ephippidae - Platax orbicularis  

 Latridae - Latris Lineata 

 Lutjanidae Pargo carmesí Lutjanus erythropterus 

  Pargo de manglar Lutjanus argentimaculatus 

 Malacanthidae - Branchiostegus japonicus 

 Mugilidae Mugil Mugil cephalus 

  Galupe Liza aurata 

  Salmonete de roca Mullus barbatus 

 Oplegnathidae Sama de roca Oplegnathus fasciatus 

  - Oplegnathus punctatus 

 Percichthydae Lubina Dicentrarchus labrax 

 Rachicentridae Cobia  Rachycentron canadum  

 Sciaenidae Corvinón ocelado Sciaenops ocellatus  

 Sciaenidae Verrugato fusco Umbrina cirrosa  

 Sciaenidae Corvinata blanca Atractoscion nobilis 

 Scombridae Atún de aleta azul del 
Pacífico 

Thunnus orientalis 

 Serranidae Mero de pintas rojas Epinephelus akaara 

  - E. awoara 

  - E. septemfasciatus 

  - E. fuscoguttatus 

  Mero malabárico E. malabaricus 

  - E. marginatus 

  - E. moara 

  Mero lutria E. tauvina 

  Obispo coronado E. lanceolatus 

  - Chromileptes altivelis 

  Cherna de ley Epinephelus aeneus 
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Orden Familia Nombre común Nombre científico 

  - E. coioides 

 Sparidae Dorada Sparus aurata 

 Cichlidae Tilapia del Nilo Oreochromis niloticus 
niloticus 

Tetraodontiformes Monacantidae - Stephanolepis cirrhifer 

Tetraodontiformes Tetraodontidae Pez globo (especie de) Takifugu rubripes 

Pleuronectiformes  Pleuronectidae - Verasper moseri 

 Soleidae Lenguado común Solea solea  

 Scophthalmidae Rodaballo Psetta maxima  

 Scophthalmidae Falso halibut del Japón Paralichthys olivaceus 

 Scophthalmidae Halibut Hippoglossus hippoglossus  

Scorpaeniformes  Sebastidae  Corvinata blanca Sebastes oblongus  

Para conocer las fuentes, por favor contáctese con el Laboratorio de Referencia de la OIE. 

2.2.2. Fases susceptibles de la vida del hospedador 

Aunque esta enfermedad afecta principalmente a larvas y juveniles, también se han observado 
importantes mortalidades en peces de tamaño comercial y adultos, como en el caso de Hippoglossus 
hippoglossus, Epinephelus septemphasciatus y Dicentrarchus labrax. 

2.2.3. Especies o subpoblaciones predilectas (probabilidad de detección) 

En piscifactorías infectadas, la probabilidad de detectar el agente causal normalmente es más alta en 
juveniles que en peces de más edad, mientras que durante la época del desove, el virus puede hallarse 
en las gónadas de los reproductores (Dalla Valle et al., 2000; Mushiake et al., 1994). Por ello, los 
programas de vigilancia deben incluir peces jóvenes, tejidos gonadales, líquido ovárico y líquido 
espermático.  

2.2.4. Órganos diana y tejidos afectados 

El encéfalo, la médula espinal y la retina se consideran los órganos diana en los que el virus se replica 
activamente, causando una gran vacuolación tisular. Se han descrito inclusiones intracitoplasmáticas en 
las células encefálicas de lubina (Dicentrarchus labrax), perca gigante (Lates calcarifer), Oplegnathus 
fasciatus y mero malabárico (Epinephelus malabaricus) (Munday et al., 2002). El virus también se ha 
detectado en gónadas de reproductores (Dalla Valle et al., 2000; Mushiake et al., 1994; Nishizawa et al., 
1996). En algunas especies, como el jurel dentón, la lubina, Verasper moseri, E. septemfasciatus y 
halibut, es probable que los reproductores sean el reservorio de virus más constante y la fuente más 
importante de infección para larvas y juveniles de peces (Mushiake et al., 1994; Watanabe et al., 2000). 
Es posible que el virus no se replique ni resida en los órganos reproductores en todo momento, sino que 
se halle ahí tras la aparición de condiciones estresantes (Mushiake et al., 1994). 

2.2.5. Infección persistente con portadores de por vida 

En el perro pintado (Anarhichas minor) infectado experimentalmente por inmersión, el virus se ha 
detectado en el encéfalo al menos hasta las 16 semanas post-exposición (Johansen et al., 2003). Tras un 
brote natural en halibut, se ha estudiado el avance de la infección en supervivientes a lo largo de un 
periodo de observación de 1 año (Johansen et al., 2002). El porcentaje de peces que han dado positivo 
en la reacción en cadena de la polimerasa (PCR) y en el enzimoinmunoanálisis (ELISA) ha permanecido 
alto a lo largo de todo el periodo, y el virus se ha vuelto a aislar de un pez infectado subclínicamente al 
final del año, lo cual sugiere que los peces que sobreviven a la infección puede portar el virus durante un 
largo periodo de tiempo y podrían llegar a transmitir la infección a otros peces. Recientemente se ha 
establecido una línea celular (BB) derivada de tejido encefálico de perca gigante y ofrecerá un modelo 
válido para estudiar la infección vírica y los mecanismos de replicación tanto in vivo como in vitro (Chi et 
al., 2005). 
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2.2.6. Vectores 

Teniendo en cuenta que el agua es el principal vector abiótico, los betanodavirus se pueden propagar 
fácilmente, durante un brote clínico, de una parte de la piscifactoría a otra directamente por el agua y 
contaminando personal, redes, botas y demás equipo. Deben establecerse medidas de bioseguridad 
suficientes, en concreto dentro de los viveros (Mori et al., 1998). En mar abierto, la transmisión de la 
infección de un lugar a otro deriva de la marea, de las corrientes dominantes, de los barcos que visitan 
distintas piscifactorías y de los peces salvajes migratorios. Debido a la alta resistencia del virus a las 
condiciones ácidas y a temperaturas de 37°C (Frerichs et al., 2000), las aves ictiófagas deben 
considerarse posibles vectores. Además, dado el gran volumen de comercio, debe prestarse especial 
atención a los moluscos procedentes de zonas contaminadas. Este virus también se ha detectado en 
gusanos de arena pertenecientes a la familia Nereidae, género Nereis, recogidos cerca de una 
piscifactoría infectada (Bovo et al., observaciones no publicadas). El gran mercado internacional de este 
tipo de gusanos como cebo también debe considerarse un riesgo añadido de propagación de 
betanodavirus de una zona a otra. 

2.2.7. Animales acuáticos salvajes portadores o sospechosos de serlo 

Aunque el papel de los portadores salvajes todavía no se comprende del todo, se han publicado datos 
sobre la detección de betanodavirus en especies salvajes de distintas regiones (Barker et al., 2002; Ciulli 
et al., 2006; Gometz et al., 2004). Todavía no está claro si los ejemplares infectados deben considerarse 
simplemente un reservorio del virus en el que el agente patógeno se puede replicar sin causar mortalidad 
alguna, o bien considerarse animales susceptibles. Por ello, se precisa llevar a cabo pruebas de infección 
experimental, con el fin de comprender mejor el significado de la infección por Betanodavirus en los 
peces salvajes.  

2.3. Patrón de la enfermedad 

2.3.1. Mecanismos de transmisión 

Esta enfermedad se puede reproducir en peces sanos por co-habitación, inmersión o inyección (Munday 
et al., 2002). La transmisión horizontal, a menudo observada en estado salvaje, debe considerarse la 
forma más frecuente de transmisión de la enfermedad por agua contaminada. Además, existen ciertos 
indicios de transmisión vertical de reproductores a su descendencia en el jurel dentón, la lubina, la perca 
gigante, Verasper moseri, halibut y E. septemfasciatus, como se ha mencionado anteriormente (Comps 
et al. 1994; Mori et al., 1998; Mushiake et al., 1994; Watanabe et al., 2000). Este hecho se refleja 
principalmente en la temprana aparición de la enfermedad clínica y en la detección de material genético 
vírico en gónadas de animales adultos (Dalla Valle et al., 2000; Mushiake et al., 1994; Nishizawa et al., 
1996); todavía no se ha demostrado definitivamente si el virus se encuentra dentro, o bien fuera de los 
huevos en forma de contaminante superficial. Otra posibilidad en cuanto a la transmisión de la 
enfermedad es la de la alimentación de reproductores con pescado crudo (Mori et al., 2005). También 
hay muchos indicios de que la ozonación de huevos fecundados de reproductores infectados elimina o 
reduce la tasa de infección en la descendencia (Mori et al. 1998), lo cual indica que podría producirse 
transmisión vertical en forma de contaminación de la superficie de los huevos, al menos en algunas 
especies.  

2.3.2. Prevalencia 

Se dispone de muy pocos datos sobre la prevalencia de la enfermedad. En Canadá, ciertas poblaciones 
de peces salvajes son sospechosas de actuar como auténticos reservorios naturales; de hecho, el virus 
ya se ha detectado por PCR en un 0,23% de la población salvaje de Pleuronectes americanus (Barker et 
al., 2002). En Japón, una muestra representativa de 30 especies recogida en dos bahías distintas 
confirmó que la mayoría de peces de piscifactoría y salvajes daban positivo (Gómez et al., 2004). 

2.3.3. Distribución geográfica 

La enfermedad se ha notificado oficialmente en muchas regiones, como países del sur y el este asiático 
(China [Rep. Pop. de], Taipei chino, India, Indonesia, Irán, Japón, Corea, Malasia, Filipinas, Tailandia, 
Vietnam), de Oceanía (Australia, Tahití), del Mediterráneo (Francia, Grecia, Israel, Italia, Malta, Portugal, 
España, Túnez), el Reino Unido, Noruega, el Caribe y Norteamérica (Canadá, EE.UU.) (Munday et al., 
2002). Además, se ha documentado la sospecha de mortalidades causadas por betanodavirus en meros 
salvajes que viven a lo largo de las costas senegalesa y libia.  

2.3.4. Mortalidad y morbilidad 

Existen considerables variaciones en la edad a la cual la enfermedad se observa por primera vez y en el 
periodo a lo largo del cual se produce mortalidad (Munday et al., 2002). En general, cuanto antes 
aparecen los signos clínicos, mayor es la mortalidad. En el jurel dentón (Pseudocaranx dentex), se 
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observan mortalidades con más frecuencia en los primeros 10 días tras el desove, mientras que la 
aparición más temprana de la enfermedad tiene lugar 2 días post-desove, lo cual da lugar a una pérdida 
de casi todas las larvas. En la lubina (Dicentrarchus labrax) no suele observarse mortalidad hasta unos 
30 días post-desove, pero pueden aparecer brotes incluso en peces de tamaño comercial. La mortalidad 
depende de la edad. Cuando resultan afectados los estadios larvarios, se observa la mayor mortalidad, a 
menudo del 100%, mientras que en los juveniles y en peces de más edad en general se han comunicado 
menores pérdidas.  

2.3.5. Factores ambientales  

La temperatura del agua es un factor importante, que puede afectan de forma significativa a la aparición 
de los signos clínicos. El efecto de la temperatura está especialmente bien estudiado en el cultivo de la 
lubina, y anteriormente la enfermedad se denominaba Enfermedad de Verano. La correlación entre la 
aparición de signos clínicos y la temperatura del agua está parcialmente respaldada por estudios in vitro 
(Iwamoto et al., 2000). En el genotipo VNNEA parece existir especificidad de hospedador por peces de 
aguas cálidas, y en el genotipo VNNVM, por peces de aguas frías. En larvas de jurel dentón afectadas 
por el VNNJD (temperatura óptima de crecimiento in vitro: 20-25°C) no se ha observado diferencia de 
mortalidad entre distintos grupos criados a distintas temperaturas del agua, de entre 20°C y 26°C 
(Arimoto et al. 1994), mientras que en Epinephelus akaara infectado por el VNNEA (temperatura óptima 
de crecimiento in vitro: 25–30°C) la temperatura del agua en la que se crían los peces (16-28°C) puede 
influir en el desarrollo de la enfermedad. En mero jorobado (Chromileptes altivelis), se ha observado una 
mayor mortalidad y una aparición más temprana de la enfermedad a mayores temperaturas (Tanaka et 
al., 1998), mientras que a temperaturas del agua superiores a los 31°C, se ha inhibido la proliferación del 
VNNEA en  (Yuasa et al., 2007). Por otra parte, la infección por NVHA (Nodavirus del halibut) (genotipo 
VNNVM, temperatura óptima: 15-20°C) en el halibut tiene lugar a 6°C (Grotmol et al., 1999). La salinidad 
no parece influir en absoluto en la aparición de la enfermedad, puesto que se han observado brotes en 
especies de agua dulce. 

2.4. Control y prevención 

Es posible que solo se consiga prevenir la enfermedad evitando la exposición de poblaciones de 
piscifactoría a los agentes causales. Desafortunadamente, este método es muy difícil de aplicar en 
instalaciones de engorde, pero puede ser muy útil en viveros siempre que utilicen agua libre del virus e 
introduzcan larvas procedentes de reproductores libres del virus.  

2.4.1. Vacunación 

En distintos estudios se ha observado que la inmunización con proteína vírica recombinante de 
recubrimiento expresada por Escherichia coli o con partículas de tipo vírico en un sistema de expresión 
de baculovirus o con virus inactivado químicamente puede ser eficaz para controlar la enfermedad (Kai & 
Chi, 2008; Tanaka et al., 2001; Thiéry et al., 2006; Yamashita et al., 2009a). No obstante, actualmente no 
se dispone de ninguna vacuna comercial. En un estudio se observó que la infección primaria con un 
aquabirnavirus avirulento suprimió de forma eficaz la infección secundaria por betanodavirus, lo cual 
sugiere el uso del aquabirnavirus como posible inmunomodulador (Yamashita et al., 2009b). 

2.4.2. Tratamiento con sustancias químicas 

No se dispone de ninguno. 

2.4.3. Inmunoestimulación 

No se dispone de datos. 

2.4.4. Selección genética a favor de la resistencia 

No se dispone de datos. 

2.4.5. Repoblación con especies resistentes 

No se dispone de datos relativos a la selección de linajes resistentes entre las especies susceptibles. 

2.4.6. Agentes bloqueantes 

No se dispone de datos. 
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2.4.7. Desinfección de huevos y larvas 

El lavado de huevos fecundados en agua de mar tratada con ozono o el tratamiento con ozono o 
cloración del agua utilizada para el cultivo parecen ser eficaces para el control de la enfermedad en la 
producción de larvas de jurel dentón, Verasper moseri y halibut (Arimoto et al., 1996; Grotmol & Totland, 
2000; Mori et al., 1998; Watanabe et al., 2000). 

2.4.8. Prácticas generales de manejo 

Además de las prácticas generales de higiene, como el tratamiento con luz UV del agua que entra en los 
viveros, la adopción de barreras sanitarias, el descanso periódico y la desinfección de los tanques y los 
filtros biológicos, la desinfección de las instalaciones y los utensilios y el evitar alimentar a los peces con 
pescado crudo, es importante reducir los factores estresantes mejorando el método de inducción del 
desove, lo cual incluye aportar suficiente alimento a los reproductores y disminuir la densidad de 
población de larvas y juveniles (Mushiake et al., 1994). Para evitar la transmisión vertical en los viveros, 
se ha propuesto analizar a todos los reproductores mediante PCR extrayendo biopsias de gónada y 
desechando los ejemplares que den resultados positivos (Mori et al., 1998; Mushiake et al., 1994, 
Nishizawa et al., 1994); no obstante, en algunas ocasiones se ha observado que la PCR no ha detectado 
la infección vírica en determinados desovadores (Nishizawa et al., 1996). 

Para controlar la ERV en Verasper moseri también se ha propuesto una estrategia de control integrado, 
que incluya el uso de ELISA para analizar el nivel de actividad de anticuerpos específicos en cada 
reproductor, la PCR en productos sexuales y la desinfección de huevos embrionados con agua ozonada 
(Watanabe et al., 2000). 

Desafortunadamente, la detección de anticuerpos específicos mediante ELISA o pruebas de 
neutralización no se ha investigado lo suficiente, y se sabe muy poco sobre la interpretación de los 
resultados de la serología. 

En la industria de la producción de lubina, se ha sugerido que la repoblación de instalaciones de engorde 
situadas en zonas infectadas debe llevarse a cabo durante el otoño, cuando el número de brotes clínicos 
está disminuyendo. 

3. Obtención de muestras 

3.1. Elección de ejemplares 

Los peces que presentan una natación anómala, junto con una pérdida del apetito y una alteración progresiva 
de la pigmentación, deben considerarse potencialmente infectados, y a efectos del diagnóstico para confirmar 
la sospecha solo deben escogerse estos ejemplares, además de peces moribundos y que acaben de morir. Se 
suelen enviar al laboratorio peces enteros, excepto si los ejemplares son muy grandes, en cuyo caso puede 
enviarse solo la cabeza. En los programas de vigilancia, debe adoptarse un muestreo de peces 
aparentemente sanos ceñido a una pauta que permita significación estadística.  

3.2. Conservación de las muestras para su envío 

A la espera del envío al laboratorio, las muestras deben guardarse a 4°C (2–3 días) o congeladas a –20°C  
o –80°C (2–3 semanas). 

3.3. Combinación de varias muestras 

A efectos del diagnóstico, son aceptables las muestras combinadas formadas por 5–10 peces con signos 
clínicos cada una. Cuando se busquen posibles portadores, deben analizarse peces individualmente.  

3.4. Órganos o tejidos de elección 

El encéfalo y los ojos son los tejidos diana a efectos del diagnóstico. Cuando se sospecha de estadios 
larvarios o de muy corta edad (<1 cm), puede procesarse el cuerpo entero. Cuando la longitud del pez se sitúe 
entre 1 y 6 cm, debe separarse la cabeza entera, incluidos encéfalo y ojos, del resto del cuerpo y utilizarse 
como muestra. En el caso de peces más grandes, la muestra solo debe consistir en el encéfalo y los ojos. 

Los órganos distintos del encéfalo y los ojos deben considerarse no adecuados para el diagnóstico. No 
obstante, cuando deben analizarse reproductores mediante métodos no invasivos, los huevos, los líquidos 
ovárico y seminal y las biopsias de gónada deben considerarse muestras adecuadas.  
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3.5. Muestras/tejidos que no son adecuados 

El riñón, el bazo y el corazón, que normalmente se recomiendan para la detección de varios agentes víricos de 
los peces, no son adecuados para el diagnóstico de la ERV o NNV.  

4. Métodos de diagnóstico 

Durante varios años, el método de referencia para detectar la ERV o NNV ha sido el aislamiento de agentes víricos 
en cultivos celulares seguido de una identificación inmunológica o molecular. Hoy en día existen varias 
herramientas moleculares descritas que se caracterizan por una alta sensibilidad, pero su uso definitivo precisa una 
mayor validación mediante pruebas de eficiencia interlaboratoriales, o mediante pruebas de equivalencia respecto al 
método de referencia. 

4.1. Métodos de diagnóstico de campo 

4.1.1. Signos clínicos 

En los peces infectados no se observan signos externos en la superficie corporal ni las branquias, 
excepto una progresiva alteración de la pigmentación descrita en unas pocas especies por varios 
autores. En la lubina (Dicentrarchus labrax), en ocasiones se han observado erosiones cutáneas en las 
zonas mandibular y craneal, posiblemente debidas a un traumatismo causado por una perturbación 
visual. 

4.1.2. Alteraciones del comportamiento 

Los peces infectados presentan gran variedad de patrones de conducta natatoria errática, ya que se 
desplazan en espiral, se arremolinan o quedan panza arriba cuando están en reposo (a veces con la 
vejiga natatoria inflada), o bien yacen en el fondo del tanque o nadan rápidamente en círculos o en línea 
recta hacia adelante. Los peces planos suelen mostrar menos signos evidentes. Los peces pueden 
permanecer durante largos periodos en el fondo doblando el cuerpo con la cabeza y la cola levantadas. A 
menudo se ha observado pérdida del apetito.  

4.2. Métodos clínicos 

4.2.1. Anatomopatología macroscópica 

No se han asociado lesiones macroscópicas a la infección, excepto un hiperinflado de la vejiga natatoria, 
que se ha observado con frecuencia en distintas especies. 

4.2.2. Bioquímica clínica 

No se dispone de datos. 

4.2.3. Anatomopatología microscópica 

Los hallazgos microscópicos más frecuentes detectados en distintas especies consisten en vacuolación y 
necrosis de células nerviosas de la médula espinal, el encéfalo y/o la retina. Estas lesiones son de lejos 
más llamativas en las larvas y los juveniles, mientras que en peces sintomáticos de mayor edad a veces 
son muy infrecuentes o difíciles de detectar. El proceso inflamatorio suele ser muy discreto y la presencia 
de macrófagos posiblemente se debe a una infección secundaria. 

4.2.4. Preparaciones húmedas 

No aplicable. 

4.2.5. Frotis 

No aplicable. 

4.2.6. Cortes fijados 

No aplicable. 

4.2.6. Microscopía electrónica/citopatología 

En el encéfalo, la médula espinal y la retina de los animales intensamente infectados pueden observarse 
partículas víricas subesféricas de unos 25 nm de diámetro. Los viriones pueden observarse libres en el 
citoplasma o asociados a membranas reticuloendoplásmicas, principalmente en los astrocitos del tejido 
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nervioso, oligodendrocitos y microgliocitos. No obstante, dada la escasa sensibilidad analítica, este 
método no es una herramienta diagnóstica fiable.  

4.3. Métodos de detección e identificación del agente 

4.3.1. Métodos directos de detección 

En general, os protocolos basados en la PCR aplicados al diagnóstico de enfermedades víricas tienen 
como ventaja un procesado rápido, rapidez de comunicación de resultados y una alta sensibilidad y 
especificidad, y por tanto son herramientas adecuadas para la detección rápida de betanodavirus en 
peces infectados tanto clínica como subclínicamente. No obstante, estos métodos precisan una mayor 
validación mediante pruebas de eficiencia interlaboratoriales. Por ello, el aislamiento en cultivo celular 
seguido de identificación por inmunotinción o molecular sigue constituyendo el método de referencia a 
efectos del diagnóstico. 

Además, el virus se ha identificado mediante inmunofluorescencia (IF) aplicada a improntas de encéfalo o 
cortes congelados y mediante inmunohistoquímica (IHC) en encéfalo o retina. La ICH es la prueba más 
adecuada para la detección del virus en material fijado para análisis histológico. 

Se han publicado métodos basados en ELISA de detección de antígenos de betanodavius en tejidos 
diana (Arimoto et al., 1992). 

4.3.1.1. Métodos microscópicos 

4.3.1.1.1. Preparaciones húmedas 

No se dispone de datos. 

4.3.1.1.2. Frotis 

Se ha observado que las improntas de encéfalo teñidas según la prueba de la IF clásica sean un 
método adecuado para la detección de la infección por betanodavirus. Dado que no se conoce su 
sensibilidad, este método se recomienda solo para peces afectados clínicamente. 

4.3.1.1.2.1. Prueba de la inmunofluorescencia indirecta en improntas de encéfalo 

Este protocolo se ha aplicado con ventajas durante mucho tiempo en el Laboratorio de 
Referencia de la OIE, pero el procedimiento no se ha validado adecuadamente en cuanto a 
sensibilidad y reproducibilidad. Este método se recomienda solo en peces afectados 
clínicamente: 

i) Se obtiene encéfalo de peces afectados clínicamente (al menos tres ejemplares). 

ii) Se utiliza papel absorbente para eliminar el posible exceso de líquido. 

iii) Se llevan a cabo improntas suaves sobre la superficie del porta (cinco de cada uno de los 
tres ejemplares). 

iv) Se dejan secar las improntas al aire. 

v) Se fijan las improntas en etanol absoluto o acetona fría (-20°C) durante 10 minutos. 

vi) Se enjuagan tres veces con PBS-Tween 80 (PBST) al 0,05%. 

vii) Se cubren las improntas con el anticuerpo primario (es decir, suero inmune de conejo 
anti-betanodavirus) y se incuban durante 30 minutos a 37°C en una cámara húmeda. 

viii) Se enjuagan tres veces con PBST al 0,05%. 

ix) Se cubren las improntas con un anticuerpo comercial secundario conjugado a 
isotiocianato de fluoresceína (es decir, anticuerpo anti-Ig de ratón) y se incuban a 37°C 
durante 30 minutos. 

x) Se enjuagan tres veces con PBST. 

xi) Se montan con un cubreobjetos utilizando solución salina de glicerol, pH 8,5. 

xii) Se observan en un microscopio de IF a 100–250×. 
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Interpretación de los resultados:  

Muestras positivas: son fáciles de detectar células fluorescentes que contienen gránulos de color 
verde brillante con aspecto de polvo estelar.  

Muestras negativas: no debe haber señal fluorescente. 

4.3.1.1.3. Cortes fijados 

Puede lograrse una detección específica del agente causal mediante la prueba de la 
inmunofluorescencia indirecta (IFAT) aplicada a tejidos incluidos en parafina o criostáticos, o bien 
mediante IHC aplicada a tejidos incluidos en parafina, como han observado varios autores (Johansen 
et al., 2003; Nguyen et al., 1997), utilizando anticuerpos policlonales o monoclonales. 

4.3.1.1.3.1. Prueba de la inmunofluorescencia indirecta en cortes de fijados en parafina  

El siguiente protocolo se indica como ejemplo, pero pueden utilizarse otros protocolos de IFA 
validados. 

i) Se realizan cortes de 5 µm de espesor y se transfieren a portas recubiertos de polilisina. 

ii) Se secan los portas durante toda la noche a 37°C. 

iii) Se desparafinan con xileno 2 × 10 minutos y con etanol absoluto 2 × 5 minutos. 

iv) Se rehidratan los cortes: 95°, 70°, 50° y agua destilada. 

v) Se enjuagan con PBST. 

vi) Se cubren los cortes con tripsina al 0,1% en PBS y se incuban a 37°C durante 
30 minutos. 

vii) Se enjuagan tres veces con PBST. 

viii) Se cubren los cortes con el anticuerpo primario (es decir, suero inmune de conejo anti-
betanodavirus) durante 30 minutos a 37°C en una cámara húmeda. 

ix) Se enjuagan tres veces con PBST. 

x) Se cubren los cortes durante 30 minutos a 37°C con un anticuerpo comercial conjugado a 
isotiocianato de fluoresceína (es decir, anticuerpo anti-Ig de conejo). 

xi) Se enjuagan tres veces con PBST. 

xii) Se montan con cubreobjetos utilizando solución salina de glicerol, pH 8,5. 

xiii) Se observan al microscopio de IF y se comparan con un control positivo y uno negativo. 

Interpretación de los resultados:  

Muestras positivas: se observa fluorescencia brillante específica en el citoplasma de las células 
afectadas de encéfalo y retina.  

Muestras negativas: en el control negativo no debe haber señal fluorescente. 

4.3.1.1.3.1. Prueba de la inmunofluorescencia indirecta en cortes criostáticos 

El siguiente protocolo se indica como ejemplo, pero pueden utilizarse otros protocolos de IFA 
validados. Dada la escasa sensibilidad del método, solo es aplicable a peces afectados 
clínicamente. 

i) Se obtienen encéfalos de 2-3 peces afectados clínicamente. 

ii) Se introducen todos los encéfalos en el mismo criostato. 

iii) Se lleva el criostato a la cámara criostática, que estará a –20°C. 

iv) Cuando estén completamente congelados, se realizan cortes de 5 µm de espesor y se 
transfieren a portas recubiertos de polilisina. 

v) Se dejan secar los cortes al aire. 

vi) Se fijan los cortes con etanol absoluto o acetona fría (–20°C). 

vii) Se cubren los cortes con el anticuerpo primario (es decir, suero de conejo anti-
betanodavirus) durante 30 minutos a 37°C en una cámara húmeda. 

viii) Se enjuagan tres veces con PBST. 
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ix) Se cubren los cortes durante 30 minutos a 37°C con un anticuerpo comercial (es decir, 
anticuerpo conjugado anti-Ig de conejo) conjugado a isotiocianato de fluoresceína. 

x) Se enjuagan como antes con PBST. 

xi) Se montan con un cubreobjetos utilizando solución salina de glicerol, pH 8,5. 

xii) Se observan en un microscopio de IF y se comparan con un control positivo y uno 
negativo. 

Interpretación de los resultados:  

Muestras positivas: se observa fluorescencia específica en el citoplasma de las células 
afectadas del encéfalo o la retina. 

Muestras negativas: en el control negativo no debe haber señal fluorescente.  

4.3.1.1.3.3. Inmunohistoquímica (técnica de la avidina-biotina-peroxidasa)  

Este protocolo se ha utilizado con ventajas durante mucho tiempo en el Laboratorio de 
Referencia de la OIE y se da como ejemplo; pueden adoptarse otros protocolos validados de 
IHC. 

i) Se desparafinan los cortes con xileno (2 × 10 minutos) y se rehidratan con etanol (2 × 
5 minutos). 

ii) Se incuban en H2O2 al 3% durante 20 minutos a temperatura ambiente (RT), para 

bloquear la peroxidasa endógena. 

iii) Se rehidratan los cortes de tejido en una serie de alcoholes de graduación decreciente 
(95°, 70°, 50°) y en agua destilada (1 minuto). 

iv) Se enjuagan en PBS (pH 7,3) a 37°C. 

v) Se incuban los cortes con tripsina al 0,1% y CaCl2 al 0,1% + tampón Tris, durante 

30 minutos a 37°C. 

vi) Se enjuagan tres veces con PBS. 

vii) Se incuban los cortes con BSA al 5% en PBS durante 20 minutos a RT. 

viii) Se elimina el BSA y se limpia el exceso. 

ix) Se incuban los cortes con el anticuerpo primario (es decir, anticuerpo de conejo anti-
betanodavirus) diluido en BSA al 2,5% durante 60 minutos. 

x) Se enjuagan tres veces con Tampón Tris. 

xi) Se incuban con el suero secundario biotinilado (es decir, anticuerpos de cabra anti-Ig de 
conejo en BSA al 2,5%) durante 20 minutos. 

xii) Se enjuagan tres veces con tampón Tris. 

xiii) Se incuban con complejo AB/HRP (preparado justo antes de su uso) durante 20 minutos 
a RT. 

xiv) Se elimina el complejo AB/HRP. 

xv) Se enjuagan tres veces con tampón Tris. 

xvi) Se incuban con sustrato cromógeno AEC (3-amino-9-etilcarbazol; preparado justo antes 
de su uso) durante 20 minutos a RT. 

xvii) Se enjuagan con agua destilada durante 5 minutos. 

xviii) Se aplica tinción de contraste con hematoxilina de Harris durante 30 segundos. 

xix) Se montan cortes en gelatina de glicerol. 

xx) Cada vez que se ejecute la inmunohistoquímica se debe incluir un corte control positivo y 
uno negativo 
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Interpretación de los resultados:  

Muestras positivas: en los tejidos se pueden detectar depósitos granulares rojos. Una tinción 
difusa de color rojo claro de los tejidos no se considera un inmunomarcaje específico (fondo).  

Muestras negativas: no se detecta inmunomarcaje  

4.3.1.2. Aislamiento e identificación del agente 

4.3.1.2.1. Cultivo celular 

Está bien documentado el aislamiento de betanodavirus en un pequeño número de líneas celulares 
de peces establecidas. En la Colección Europea de Cultivos Celulares (ECACC) se dispone de dos 
líneas celulares de peces en las que se pueden aislar y propagar betanodavirus, para fines de 
diagnóstico e investigación: la línea celular SSN-1, derivada de Channa striata (Frerichs et al., 1996) y 
una línea celular clonada (E-11) derivada de la propia SSN-1 (Iwamoto et al., 2000). Ambas son útiles 
para análisis cualitativos y cuantitativos de todos los betanodavirus. Se han desarrollado y descrito 
otros cultivos celulares susceptibles (GF-1) (Chi et al., 1999) que pueden ser utilizados para fines de 
investigación y diagnóstico siempre que se lleve a cabo un seguimiento periódico de la sensibilidad. 
Para verificar la sensibilidad de los cultivos celulares que se utilizan, debe realizarse una titulación del 
virus de referencia congelado al menos cada 6 meses o siempre que se sospeche que ha disminuido 
la sensibilidad de las células.  

Inoculación de monocapas celulares 

Para conocer los detalles sobre el transporte, el tratamiento con antibióticos y la extracción del virus, 
consúltese el capítulo Información General. 

i) Se homogeneizan muestras con volúmenes de 1:5-1:10 de solución salina equilibrada de Hanks 
(HBSS) u otro medio equivalente que contenga antibióticos, para evitar contaminaciones 
bacterianas. 

Nota: Se sugiere utilizar gentamicina (1000 µg/ml) o penicilina (800 Unidades Internacionales 
[IU]/ml) y estreptomicina (800 µg/ml), pero pueden utilizarse otros antibióticos eficaces. Los 
compuestos antifúngicos micostatina o fungizona también pueden añadirse al medio a una 
concentración final de 400 UI/ml. Además, puede añadirse suero o albúmina al 5%.  

El tratamiento antibiótico puede llevarse a cabo durante 4 horas a 15°C o durante toda la noche 
a 4°C. Como alternativa, puede utilizarse una filtración por un filtro de membrana de 0,22 µm. 

ii) Se inocula la suspensión de tejido tratada con antibiótico a dos diluciones distintas, es decir, la 
solución primaria y, además, una dilución de la misma a 1:10, obteniendo así unas diluciones 
finales de material tisular en medio de cultivo celular de 1:50–100 y 1:500–1000, 
respectivamente. 

Nota: cada una de las diluciones de 100 µl debe inocularse en al menos 2 cm2 de monocapa de 
cultivo celular en replicación activa.  

iii) En el caso de aplicar el método de la adsorción, se deja adsorber el inóculo sobre las 
monocapas drenadas, durante 1 hora a 20-25°C. Una vez transcurrido el periodo de adsorción, 
se añade el nuevo medio suplementado con FBS al 5%.  

iv) Si se adopta el método normal, se puede cambiar el medio de cultivo por uno nuevo 
suplementado con FBS al 5%, antes de añadir la suspensión tratada con antibiótico. 

v) Se incuba a 20–25°C según el genotipo esperado.  

Nota: Las temperaturas óptimas de crecimiento vírico son distintas en cada una de las cuatro 
variantes genotípicas: 25–30°C en el caso del genotipo VNNEA, 20–25°C en el caso del 
genotipo VNNJD, 20°C en el caso del genotipo VNNTR, y 15–20°C en el caso del genotipo 
VNNVM (Tabla 2.1). Por ello, debe escogerse la temperatura de incubación según los genotipos 
presentes en la zona muestreada. 

Seguimiento de la incubación 

i) Se sigue el curso de la infección en controles positivos y otros cultivos celulares inoculados 
mediante el examen microscópico a 40-100 aumentos durante 10 días. 

ii) Si aparece efecto citopático (ECP), deben llevarse a cabo los procedimientos de identificación 
(véase abajo). 
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Nota: El ECP de las células SSN-1 o E-11 se caracteriza por células delgadas o redondeadas, 
refringentes, granulares y vacuoladas, y una desintegración parcial o completa de la monocapa. 

iii) Si no aparece ECP tras el periodo de incubación primaria (10 días), debe realizarse un 
subcultivo en cultivos nuevos, utilizando una zona de crecimiento celular similar a la del cultivo 
primario. 

Procedimientos para el subcultivo 

i) Se recogen alícuotas (10%) de medio de cultivo celular de todas las monocapas inoculadas. 

ii) Se inoculan alícuotas que constituyan el cultivo primario en pocillos con las nuevas monocapas 
celulares, como se ha descrito arriba (subcultivo pocillo a pocillo).  

iii) Se incuban y controlan como se ha descrito arriba, durante 10 días más 

iv) Si no aparece ECP durante este periodo, la prueba puede considerarse negativa. 

v) Si aparece ECP, deben llevarse a cabo los procedimientos de identificación (véase abajo). 

4.3.1.2.2. Métodos de detección del antígeno basados en anticuerpos 

4.3.1.2.2.1. Prueba de la inmunofluorescencia indirecta 

i) Se preparan monocapas de células susceptibles directamente en pocillos de 2 cm2 de placas de 
plástico de cultivo celular o en cubreobjetos o portas de cámaras con el fin de lograr alrededor 
de un 70-80% de confluencia, que suele alcanzarse en 24 horas de incubación a 25°C. 

ii) Se inoculan las suspensiones del virus a identificar utilizando al menos dos diluciones 
decimales. 

iii) Se incuban a 20°C o 25°C durante 48–72 horas (Véase el apartado 4.3.1.2.1 Cultivo celular). 

iv) Se retira el medio de cultivo y se fija con etanol absoluto o acetona fría al 80% (-20°C) durante 
10-30 minutos. 

v) Se enjuagan tres veces con PBST. 

vi) Se dejan secar las monocapas celulares al aire. 

vii) Se tratan las monocapas celulares con el anticuerpo primario (es decir, suero inmune de conejo 
anti-betanodavirus) durante 30 minutos a 37°C en una cámara húmeda. 

viii) Se enjuagan tres veces con PBST. 

ix) Se cubren las monocapas celulares durante 30 minutos a 37°C con anticuerpo comercial 
conjugado a isotiocianato de fluoresceína (es decir, anticuerpo anti-Ig de conejo).  

x) Se enjuagan con PBST. 

Se examinan las monocapas celulares tratadas directamente en placas, o se montan los cubreobjetos 
utilizando solución salina de glicerol, pH 8,5, antes de la observación al microscopio. 

Interpretación de los resultados:  

Muestras positivas: Se observan células fluorescentes brillantes repartidas por la monocapa. 

Muestras negativas: No debe detectarse señal fluorescente. 

4.3.1.2.3. Técnicas moleculares  

4.3.1.2.3.1. PCR convencional 

La creciente disponibilidad de secuencias ha permitido el desarrollo de métodos de diagnóstico 
basados en la PCR para la detección de betanodavirus, que pueden optimizarse según las 
necesidades concretas de cada caso. El conjunto de cebadores F2-R3, que tiene por diana la región 
variable T4 del segmento RNA2 (Nishizawa et al., 1994), se ha utilizado mucho en varios estudios 
tanto de diagnóstico como de investigación.  No obstante, estos cebadores en ocasiones no sirvieron 
debido a los límites de sensibilidad y especificidad. Nishizawa et al. (1996) observaron que cuando 
hay una cantidad muy pequeña del virus en desovadores, esta puede escapar a la detección 
mediante PCR, dando falsos negativos. Por otra parte, Thiéry et al. (1999a) observaron que el 
conjunto de cebadores F2-R3 no fue capaz de reconocer el genoma de una cepa de betanodavirus 
de origen atlántico debido a la diversidad genética de este virus. En concordancia con esta 
observación, Grotmol et al. (2000) establecieron la hipótesis de que la variación de la secuencia entre 
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betanodavirus podría dar lugar a una falta de coincidencia entre oligonucleótidos y su región diana, 
perjudicando así la potencia diagnóstica de la PCR. Desde la publicación del conjunto de cebadores 
F2-R3, se han desarrollado otros varios protocolos basados en la PCR para aumentar la sensibilidad 
y la especificidad del diagnóstico de betanodavirus, algunos de los cuales se indican en la Tabla 4.1. 
Las pruebas diseñadas por Dalla Valle et al. (2000) y Thiéry et al. (1999b) se probaron en cepas de 
betanodavirus de origen mediterráneo, mientras que el protocolo desarrollado por Grotmol et al. 
(2000) es adecuado para detectar cepas de agua fría.  

Tabla 4.1. Conjuntos de cebadores utilizados para la detección de betanodavirus mediante PCR convencional 

Cebador Diana Secuencia 5’ 3’ 
Tamaño del 

amplicón (pb) 
Referencia 

NNVV1 

RNA2 

ACA-CTG-GAG-TTT-GAA-ATT-CA 
605 

Dalla Valle et al., 2000 
NNVV2 GTC-TTG-TTG-AAG-TTG-TCC-CA 
NNVV3 ATT-GTG-CCC-CGC-AAA-CAC 

255 
NNVV4 GAC-ACG-TTG-ACC-ACA-TCA-GT 

AH95-F1 
RNA2 

AGT-GCT-GTG-TCG-CTG-GAG-TG 
341 Grotmol et al., 2000 

AH95-R1 CGC-CCT-GTG-TGA-ATG-TTT-TG 
F2 

RNA2 
CGT-GTC-AGT-CAT-GTG-TCG-CT 

unas 430 Nishizawa et al., 1994 
R3 CGA-GTC-AAC-ACG-GGT-GAA-GA 

F2-atl 
RNA2 

CGT-GTC-GGT-GTT-ATG-TCG-CT 
  

R3-atl CGC-ATC-GAC-CCT-GGT-GAA-GG 
F2 

RNA2 

CGT-GTC-AGT-CAT-GTG-TCG-CT 
420 

Thiéry et al., 1999b 
R3 CGA-GTC-AAC-ACG-GGT-GAA-GA 
F’2 GTT-CCC-TGT-ACA-ACG-ATT-CC 

294 
R’3 GGA-TTT-GAC-GGG-GCT-GCT-CA 

4.3.1.2.3.2. PCR en tiempo real 

En términos generales, los métodos basados en la PCR en tiempo real presentan un mejor 
rendimiento analítico que las PCR convencionales, y proporcionan resultados fiables con poca 
manipulación de la muestra. Grove et al. (2006) desarrollaron y validaron un método de RT-PCR en 
tiempo real para detectar específicamente el virus de la necrosis nerviosa del halibut. Esta prueba 
parecía ser óptima para el reconocimiento de virus de aguas frías, pero ineficaz para detectar cepas 
de aguas cálidas (como el VNNEA). Dalla Valle et al. (2005) estandarizaron una PCR en tiempo real 
basada en verde SYBR sensible para la detección nodavirus de peces basada en dos dianas 
moleculares (RNA1 y RNA2). Este método permitió detectar los cuatro genotipos conocidos y se ha 
validado parcialmente utilizando una cepa de tipo VNNEA. Aunque el uso de tinciones de ADN 
bicatenario inespecíficas da lugar a una considerable mejora de la sensibilidad analítica, el análisis de 
la curva de fusión en ocasiones da resultados dudosos. Se sabe que la química basada en sondas es 
más rápida y ofrece mayor especificidad. Hick et al. (2010) optimizaron una RT-qPCR basada en 
TaqMan (prueba qR2T) para la detección de betanodavirus, que se ha validado extensamente. Se 
evaluaron la sensibilidad, la repetibilidad y la reproducibilidad analíticas y diagnósticas. También se 
determinó la especificidad de la prueba, pero el protocolo no se ha probado en cepas víricas de agua 
fría. Hasta ahora, el método basado en TaqMan desarrollado por el Laboratorio de Referencia de la 
OIE para la ERV o NNV, validado según las normas de la OIE, parece ser adecuado para detectar los 
cuatro genotipos establecidos, así como betanodavirus del bacalao del Atlántico (Gadus morhua) y 
del halibut (Panzarin et al., 2010). Todos los conjuntos de cebadoras y sonda relacionados con la 
bibliografía citada se indican en la Tabla 4.1. Abajo se detalla el protocolo de Panzarin et al. (2010), 
aunque pueden utilizarse otros métodos. 

Purificación de ARN 

Puede extraerse ARN total directamente de homogenados de tejido diluidos a 1:5 en medio mínimo 
esencial de Eagle (el mismo homogenado se puede utilizar para el aislamiento del virus en cultivos 
celulares; arriba se indica cómo preparar la muestra) o monocapas celulares infectadas, utilizando el 
NucleoSpin RNAII (Macherey–Nagel GmbH&Co. 1 ) según las recomendaciones del fabricante. 
Pueden utilizarse otros kits de aislamiento del ARN cuyo rendimiento se haya demostrado. 

                                                            

1  La referencia a productos comerciales concretos como ejemplos no implica la aprobación por parte de la OIE. Esto es 
aplicable a todos los productos comerciales mencionados en este Manual Acuático. 
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Transcripción inversa (RT) y síntesis de ADNc 

i) Se prepara una mezcla de reacción para el número de muestras a analizar. Se prepara la 
mezcla madre de 30 µl para cada reacción del siguiente modo (High Capacity cDNA Reverse 
Transcription Kit, Applied Biosystems): 6,3 µl de agua de grado PCR; 3 µl de tampón RT 10×; 
1,2 µl de mezcla de dNTP 25× (100 mM); 3 µl de cebadores aleatorios RT 10×; 1,5 µl de 
transcriptasa inversa MultiScribeTM (50 U/µl); 15 µl de ARN purificado. 

ii) Se colocan los tubos en el termociclador y se aplican las siguientes condiciones: 10 minutos de 
pre-incubación a 25°C, 120 minutos de transcripción inversa a 37°C.  

iii) Se mantiene el ADNc a –20°C hasta que se utilice. 

PCR TaqMan en tiempo real 

i) Se prepara una mezcla de reacción para el número de muestras a analizar. La mezcla madre de 
20 µl para cada reacción se prepara del siguiente modo (LightCycler® TaqMan® Master, Roche 
Diagnostics GmbH): 7,7 µl de agua de grado PCR; 0,9 µl de cebador RNA2 directo (20 µM); 
0,9 µl de cebador RNA2 inverso (20 µM); 1,5 µl de sonda RNA2 (10 µM); 4 µl de Master Mix 5×; 
5 µl de ADNc. 

ii) Se colocan las muestras en la plataforma de tiempo real y se empieza el siguiente perfil térmico: 
una incubación de 10 minutos a 95°C seguida de 45 ciclos de 10 segundos de desnaturalización 
a 95°C, 35 segundos de hibridación a 58°C y 1 segundo de elongación a 72°C. Estas 
condiciones de ciclado son para la plataforma LightCycler 2.0. 

iii) Se analizan los datos con el programa informático asociado al instrumental. El valor de corte 
diagnóstico se fija en 36 CP (punto de cruce). En caso de resultados dudosos (por ejemplo CP 
≥ 36), se repite el análisis.  

NOTA: El rendimiento analítico puede variar en función de las condiciones en las que se lleve a 
cabo el protocolo (por ejemplo, el perfil término podría precisar optimización, según la plataforma 
utilizada). Es importante destacar que se recomienda llevar a cabo el protocolo de Panzarin et 
al. (2010) en dos pasos, de lo contrario podría resultar afectada la sensibilidad de la prueba. 

Tabla 4.2. Conjuntos de cebadores/sonda utilizados para la detección de betanodavirus mediante PCR en tiempo real 

Cebador Diana Secuencia 5’ 3’ 
Tamaño del 

amplicón (pb) 
Referencia 

Q-RdRP-1 
RNA1 

GTG-TCC-GGA-GAG-GTT-AAG-GAT-G 
273 

Dalla Valle et al., 
2005 

Q-RdRP-2 CTT-GAA-TTG-ATC-AAC-GGT-GAA-CA 
Q-CP-1 

RNA2 
CAA-CTG-ACA-ACG-ATC-ACA-CCT-TC 

230 
Q-CP-2 CAA-TCG-AAC-ACT-CCA-GCG-ACA 

P1 
RNA2 

GGT-ATG-TCG-AGA-ATC-GCC-C 
194 Grove et al., 2006 P2 TAA-CCA-CCG-CCC-GTG-TT 

Probe TTA-TCC-CAG-CTG-GCA-CCG-GC* 
qR2TF 

RNA2 
CTT-CCT-GCC-TGA-TCC-AAC-TG 

93 Hick et al., 2010 qR2TR GTT-CTG-CTT-TCC-CAC-CAT-TTG 
R2probe2 CAA-CGA-CTG-CAC-CAC-GAG-TTG* 

RNA2 FOR 
RNA2 

CAA-CTG-ACA-RCG-AHC-ACA-C 
69 

Panzarin et al., 
2010 

RNA2 REV CCC-ACC-AYT-TGG-CVA-C 
RNA2 probe TYC-ARG-CRA-CTC-GTG-GTG-CVG* 

* Tinción indicadora, FAM; quencher, BHQ1 

NOTA: a excepción del método anterior, ninguno de los protocolos citados en los párrafos 
4.3.1.2.3.1. y 4.3.1.2.3.2. se ha validado oficialmente mediante pruebas de eficiencia 
interlaboratoriales documentadas. El protocolo de Panzarin et al. (2012) se ha sometido a un 
ensayo de validación en círculo en el que han intervenido cinco laboratorios europeos.  

4.3.1.2.3.3. Secuenciación 

La secuenciación del genoma, además de ser útil para la confirmación del diagnóstico, también es 
fundamental para los estudios epidemiológicos. El análisis de la secuencia de la región variable T4 
(Nishizawa et al., 1997) permite la asignación al genotipo correcto. No obstante, el análisis 
filogenético basado en la secuencia de ambos segmentos genómicos, parece aportar más 
información, y se recomienda para destacar posibles episodios de recombinación que tengan lugar 
entre distintos genotipos de betanodavirus y dentro de cada genotipo (Olveira et al., 2009; Panzarin et 
al., 2012; Toffolo et al., 2007). 
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4.3.1.2.4. Purificación del agente 

Los betanodavirus pueden ser fáciles de purificar mediante ultracentrifugación por gradientes de 
cloruro de cesio (Chi et al., 2001; Comps et al., 1994; Mori et al., 1992). 

4.3.2. Métodos serológicos 

Dado que no ha habido suficiente investigación, la detección de anticuerpos específicos hasta ahora no 
se ha considerado un método de detección sistemático para la evaluación del estado de las poblaciones 
de peces respecto a los virus. No obstante, varios autores han comunicado indicios de anticuerpos 
específicos. Según observaciones de campo, un título de ELISA ≥ 1:40 debe considerarse indicador de 
infección vírica, mientras que valores ≤ 1:10 deben considerarse indicadores de ausencia de la 
enfermedad (Watanabe et al., 2000). 

5. Idoneidad de las pruebas para cada uso previsto 

Los métodos actualmente disponibles para la vigilancia dirigida y el diagnóstico de la VER/NNV se detallan en la 
Tabla 5.1. Las denominaciones utilizadas en la Tabla indican: a =el método es el recomendado por razones de 
disponibilidad, utilidad y especificidad y sensibilidad de diagnóstico; b= el método es estándar, con buena 
sensibilidad y especificidad de diagnóstic, pero cuyo coste y disponibilidad limitan su aplicación; c = el método tiene 
aplicación en algunas situaciones, pero la precisión u otros factores limitan seriamente su aplicación; y d= el método 
no se recomienda actualmente para este fin. Esta clasificación es de alguna forma subjetiva ya que la idoneidad 
implica cuestiones de fiabilidad, sensibilidad, especificidad y utilidad. Aunque no todas las pruebas incluidas en las 
categorías a o b se han sometido a estandarización y validación formales, su naturaleza sistemática y el hecho de 
que se hayan usado generalmente sin resultados dudosos las hace aceptables. 

Tabla 5.1. Métodos de vigilancia, detección y diagnóstico de betanodavirus 

Método 
Vigilancia 
dirigida 

Diagnóstico 
provisional 

Diagnóstico 
confirmativo 

Histopatología d b d 

Histopatología seguida de inmunotinción c b a 

ME de transmisión d c d 

Aislamiento en cultivo celular seguido de inmunotinción, 
PCR en tiempo real o PCR y secuenciación 

b a a 

RT-PCR c a c 

RT-PCR seguida de secuenciación b a a 

PCR en tiempo real a a a* 

ME = microscopía electrónica; RT-PCR = reacción en cadena de la polimerasa con transcripción inversa. 

6. Prueba(s) recomendada(s) para la vigilancia dirigida destinada a declarar la ausencia de 
encefalopatía y retinopatía virales  

La vigilancia dirigida debe basarse en un seguimiento periódico de las piscifactorías en las que se críen especies 
susceptibles. Si hay fases larvarias y juveniles, deben tomarse muestras de las mismas preferiblemente durante la 
época más adecuada, teniendo en cuenta la temperatura óptima de los genotipos esperados.  

NOTA: Actualmente no hay ningún procedimiento descrito, ni oficial ni recomendado, de análisis de las poblaciones 
sanas para demostrar la ausencia de la enfermedad. La PCR en tiempo real seguida del aislamiento del virus debe 
considerarse el método más adecuado para la vigilancia dirigida destinada a detectar betanodavirus.  
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7. Criterios de diagnóstico confirmativo 

7.1. Definición de caso sospechoso 

Debe sospecharse de ERV o NNV si se cumple al menos uno de los siguientes criterios: 

i) Aparición de conducta natatoria anómala en especies susceptibles; 

ii) Detección de lesiones histopatológicas típicas detectadas en una población de especies susceptibles; 

iii) Observación del ECP típico en cultivos celulares sin identificación del agente causal; 

iv) Un resultado positivo en una de las pruebas diagnósticas calificadas como “a” o “b” en la columna 
“Diagnóstico provisional” de la Tabla 5.1.; 

v) Transferencia de peces vivos de una piscifactoría infectada a otro lugar; 

vi) Existencia de distintos enlaces epidemiológicos entre una piscifactoría infectada y una segunda 
piscifactoría; 

vii) Detección de actividad de anticuerpos específicos. 

7.2. Definición de caso confirmado 

Un caso de ERV o NNV confirmado se define como un caso sospechoso que haya producido un ECP típico en 
cultivo celular con posterior identificación del agente causal mediante una prueba molecular basada en 
anticuerpos o  

Un segundo resultado positivo en una prueba de diagnóstico diferente clasificada como “a” en la columna 
“Diagnóstico confirmativo” de la Tabla 5.1. 
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expertise/reference-laboratories/list-of-laboratories/). Para más información sobre la Anemia infecciosa del salmón, 
por favor contacte con el Laboratorio de Referencia de la OIE 
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A P A R T A D O  2 . 4 .  
 

ENFERMEDADES DE  LOS MOLUSCOS 

C A P Í T U L O  2 . 4 . 0 .  
 

INFORMACIÓN GENERAL  

La siguiente información y los siguientes procedimientos son adecuados para los agentes patógenos de la lista de la 
OIE, y proporcionarán una orientación a los patólogos que estudien brotes de enfermedades de los moluscos o que 
lleven a cabo procedimientos de vigilancia de las enfermedades. No obstante, si un trastorno persiste o se propaga 
más allá de los lugares en los que se ha detectado inicialmente debe consultarse el caso con patólogos con 
experiencia en marisco. 

1. Evaluación del estado sanitario de la unidad epidemiológica 

1.1. Muestras a utilizar en las pruebas 

Las muestras a utilizar dependen de la especie, la fase de vida y el tamaño de los animales, así como del 
objetivo de la prueba (es decir, si se trata de diagnosticar una enfermedad manifiesta o de tomar muestras 
para una vigilancia dirigida destinada a declarar la ausencia de una enfermedad concreta). En los capítulos de 
este Manual Acuático sobre cada enfermedad se indican detalles concretos sobre los requisitos referentes a 
las muestras. 

1.2. Especificaciones relativas al tamaño del molusco 

1.2.1. Para detectar los parásitos de la lista 

Juveniles de menos de 1 cm: se toma una muestra de animales enteros pero se elimina la concha o se 
procesa con un protocolo de descalcificación. Deben realizarse cortes que incluyan la mayor parte de los 
órganos. Esto pueden comportar tomar dos cortes de cada bloque histológico para disponer de órganos 
de distintas zonas (por ejemplo, los situados cerca de la superficie o más profundamente en el bloque). 

Juveniles y adultos de 1-6 cm: se toma una muestra de todo el molusco y se realizan uno o varios 
cortes de 3-5 mm de espesor que incluyan el palpo labial, las branquias y la glándula digestiva. 

Moluscos de más de 6 cm: se realizan varios cortes del cuerpo que contengan órganos/tejidos 
determinados, incluidos el manto, las branquias, la glándula digestiva, las gónadas y el riñón. 

1.2.2. Para detectar el síndrome de marchitamiento de las orejas de mar 

En el caso de orejas de mar ≥ 20 mm, se toman varios cortes de 3-5 mm de espesor que contengan el 
esófago posterior (post-esófago), la glándula digestiva y el músculo del pie. 

1.2.3  Para detectar infecciones por el herpesvirus de las orejas de mar 

Se toman muestras como se ha indicado en el apartado 1.2.2 anterior añadiendo un corte transversal de 
la cabeza para disponer del ganglio cerebroideo y tomando varios cortes del complejo del músculo del 
pie y aductor incluyendo un corte de 0,25-1,0 cm (la distancia depende de la longitud máxima de la oreja 
de mar) posterior a la cabeza para disponer del ganglio podal. Además, debe tomarse un corte 
longitudinal que abarque desde el ganglio podal anterior hasta la parte posterior de la musculatura del 
pie. Se indican más detalles sobre la toma de muestras en el apartado C de la introducción general a 
esta parte del Manual Acuático: Parte 2. Recomendaciones aplicables a enfermedades específicas. 
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1.3. Especificaciones relativas a las poblaciones de moluscos  

Para disponer de una orientación general, consúltese la Guía de la OIE para la Vigilancia Sanitaria de los 
Animales Acuáticos (2009), y para conocer detalles sobre los requisitos respecto a las muestras para cada 
enfermedad concreta, consúltense los capítulos de este Manual Acuático sobre cada enfermedad.  

• Normalmente, las poblaciones de moluscos que se cultivan hasta el peso comercial se crían en 
condiciones semi-intensivas (en bandejas, bolsas o sobre cuerdas o estacas, y utilizando métodos de 
cultivo en el fondo) e interaccionan mucho con los medios naturales; 

• Algunas de las fases de vida de las poblaciones de moluscos cultivadas a menudo tienen lugar en estado 
salvaje (por ejemplo, las fases larvarias, que se recogen en el medio natural para después cultivarlas 
hasta el peso comercial), y a este tipo de poblaciones no siempre se puede llegar para observarlas y 
muestrearlas; 

• Pueden existir múltiples métodos de cultivo para la misma especie dentro de la misma jurisdicción, los 
cuales pueden representar distintas poblaciones respecto a las características de riesgo; 

• Las zonas geográficas extremadamente grandes pueden estar formadas por muchas pequeñas 
piscifactorías o unidades de producción contiguas con distintos propietarios y gestiones. Esto puede 
suponer un problema a la hora de diseñar programas de muestreo basados en la gestión de la población 
de moluscos; 

• En algunos momentos de su ciclo de vida, los moluscos pueden ser sésiles (como por ejemplo, las ostras 
adultas) y muy móviles en otras fases (como por ejemplo, las larvas de otras); 

• Las poblaciones de moluscos, en concreto de moluscos salvajes, pueden ser difíciles de localizar debido 
a su hábitat (como por ejemplo, las almejas enterradas o las poblaciones submareales); 

• Determinadas zonas geográficas a menudo contienen muchas especies y clases de edad de moluscos 
procedentes de distintos orígenes, lo cual dificulta la identificación de cada población de moluscos a la 
que pueden ir dirigidos los programas de vigilancia; 

• Las poblaciones de moluscos salvajes son muy importantes para el estado de un país respecto a una 
enfermedad, pero en momentos concretos es posible que no se disponga de ellas para muestrearlas. 

1.4. Especificaciones relativas al estado clínico 

En el caso de infecciones clínicas, además de tomarse muestras de los órganos y tejidos diana, también 
deben tomarse otras del manto, palpos, etc. que presenten anomalías macroscópicas o lesiones. Para las 
pruebas de detección de agentes patógenos, deben tomarse muestras de diez moluscos enfermos o 
moribundos. También deben obtenerse muestras paralelas (n> 10) de animales aparentemente normales de la 
misma zona de producción. 

2. Procesado general de las muestras 

Todas las muestras deben enviarse vivas al laboratorio de diagnóstico autorizado. El laboratorio debe estar 
informado de la hora estimada de llegada de la muestra, de modo que pueda prepararse el material necesario para 
procesar los moluscos antes de que estos lleguen. 

Las muestras de moluscos deben empaquetarse de modo que se mantengan vivos y de acuerdo con las normas 
actuales. Si el lugar muestreado está muy alejado del laboratorio, puede ocurrir que los animales lleguen 
moribundos u oliendo mal, y serán poco útiles para el análisis. Las muestras requeridas deben enviarse cuanto 
antes tras ser extraídas del agua, con el fin de reducir la retención de aire y la posible mortalidad durante el 
transporte, sobre todo en el caso de moluscos enfermos moribundos. A no ser que se especifique lo contrario, los 
animales moribundos deben enviarse sobre hielo (aunque no congelados) para reducir la descomposición de la 
muestra.  

En el caso de muestras que no se puedan enviar vivas al laboratorio de diagnóstico, debido a un estado avanzado 
de la enfermedad, a largas distancias o a medios de transporte lentos, etc. deben fijarse en el lugar de obtención 
como se recomienda en los siguientes apartados de este capítulo o en los capítulos de este Manual Acuático sobre 
cada enfermedad. Aunque esto es adecuado para, por ejemplo, el posterior examen mediante histología o 
microscopía electrónica de trasmisión, otras técnicas, como los frotis frescos, las improntas de tejidos, la 
bacteriológica sistemática, la micología o el cultivo de Perkinsus spp. en medio de tioglicolato líquido de Ray no 
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pueden llevarse a cabo. Antes de obtener las muestras deben aclararse las necesidades de diagnóstico y los 
requisitos de la muestra con el laboratorio de diagnóstico. 

Las muestras deben ir acompañadas de información básica, como el motivo por el que se envía la muestra 
(vigilancia, mortalidad anómala, crecimiento anómalo, etc.), las observaciones macroscópicas y los parámetros 
ambientales asociados, la prevalencia aproximada y patrones de mortalidad, el origen y tipo de moluscos (especie, 
edad, si las muestras proceden de poblaciones locales de moluscos o de poblaciones transferidas procedentes de 
otro lugar, la fecha de la transferencia y el lugar de procedencia, etc.). Esta información debe indicar posibles 
cambios de manipulación o de las condiciones ambientales que pudieran influir en la mortalidad, tal vez junto con la 
presencia de agentes infecciosos.  

2.1. Examen macroscópico 

La observación macroscópica de los moluscos debe tener por objetivo, siempre que sea posible, el 
comportamiento del animal, la superficie de la concha, la parte interna de la concha y los tejidos blandos. 

A menudo es difícil observar el comportamiento de los moluscos en aguas abiertas. No obstante, la 
observación de moluscos en determinadas instalaciones de cría, como las de reproductores en tanques y las 
de larvas en viveros, puede aportar indicaciones útiles de alteraciones del comportamiento relacionadas con la 
enfermedad. Si se detectan signos (por ejemplo, pre-depósito de larvas en el fondo, acumulación de alimento 
en los tanques, signos de debilitamiento, etc.), puede comprobarse si las muestras presentan signos 
macroscópicos, buscando mediante un microscopio de disección posibles anomalías y deformidades, 
organismos que huelan mal, y fijándolos para un posterior procesado como se recomienda abajo. En el caso 
de los adultos y los juveniles, los signos de debilitamiento pueden consistir en una posición entreabierta de la 
concha, acumulación de arena, barro y detritos en el manto y sobre las branquias, retracción del manto, que 
se alejará del borde de la concha, disminución de la actividad (vieiras que nadan menos, almejas que se 
entierran u orejas de mar que pastan), etc. El reflejo de erguido de las orejas de mar tras ser invertidas no 
tiene lugar en los animales debilitados, lo cual es un buen indicador de debilidad. Debe llevarse a cabo un 
seguimiento de la mortalidad en aguas abiertas para comprobar posibles patrones de pérdidas, y deben 
obtenerse muestras para posteriores análisis. También deben documentarse los factores ambientales, así 
como las mortalidades previa y posterior.  

Incluso en condiciones de cultivo, las conchas de moluscos pueden no estar limpias, y es habitual encontrar 
organismos malolientes colonizando las superficies de las mismas. Organismos como percebes, lapas, 
esponjas, gusanos poliquetos, larvas de bivalvos, tunicados, briozoarios, etc. no suelen amenazar la salud de 
los moluscos. Los sistemas de cultivo, como los cultivos de agua en suspensión y poco profunda, pueden 
incluso aumentar la exposición a organismos malolientes, y las conchas pueden quedar cubiertas por otros 
animales y plantas. Esto puede afectar a la salud de forma directa, impidiendo que la concha se abra y cierre, 
o indirectamente por competición por el alimento. Los signos de debilitamiento asociados a un intenso mal olor 
son los que deben preocupar, y no el mal olor en sí. Las lesiones en la concha por microorganismos 
perforantes, como esponjas y gusanos poliquetos, suelen ser benignos, pero en ciertas condiciones pueden 
alcanzar proporciones que hagan que la concha se agriete o se quiebre o que el agujero llegue a los tejidos 
blandos. Este grado de lesión en la concha puede debilitar el molusco y hacerlo susceptible a infecciones por 
agentes patógenos. Deben registrarse las deformidades (forma, agujeros en la superficie), fragilidad, rotura o 
reparación observadas, pero pueden no ser indicativas de enfermedad preocupante. Los barrenadores 
epibiontes pueden causar deformidades y debilitar la concha(s). Un color y olor anómalos pueden indicar una 
posible infección de los tejidos blandos que tal vez tenga que examinarse en un laboratorio. 

Los moluscos deben abrirse con cuidado para no dañar los tejidos blandos, sobre todo el manto, las 
branquias, el corazón y la glándula digestiva. La presencia de organismos malolientes sobre la cara interna de 
la concha es un indicio claro de debilidad. La superficie interna de la concha normalmente está lisa y limpia por 
la acción del manto y las branquias. Puede producirse una perforación de la superficie interna, pero esta se 
puede obturar con el depósito de conchiolina y nácar adicionales. Esto puede dar lugar a la formación de 
ampollas que se llenan de barro o agua. También se pueden formar ampollas sobre agentes irritantes 
superficiales, como cuerpos extraños. El grado de perforación de la concha puede determinarse sosteniendo 
la concha hacia arriba encarada a una fuente de luz intensa. Cuando las anomalías dentro de la matriz de la 
concha justifican una mayor investigación, pueden llevarse muestras acabadas de obtener al laboratorio, o 
bien intactas o bien fijadas para la posterior descalcificación, según sea necesario. El aspecto de los tejidos 
blandos a menudo es indicador del estado fisiológico del animal. Debe comprobarse si en los tejidos blandos 
hay abscesos, pústulas, cambio de color, perlas, edema, transparencia o acuosidad generales, deformidades 
de las branquias, etc., y, en el caso de que se observen en animales débiles o moribundos, estas anomalías 
deben hacer sospechar de un problema. 
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Deben buscarse y registrarse posibles anomalías y lesiones de los tejidos, así como toda posible deformidad 
de la concha, organismos que perforen la concha y habitantes llamativos del manto. Deben registrarse los 
niveles de lesión tisular y deben obtenerse muestras de animales afectados y no afectados para que sean 
examinados en el laboratorio cuanto antes. 

2.2. Examen de poblaciones con mortalidades anómalas 

Una mortalidad anómala de moluscos normalmente se detecta por una mortalidad mesurable súbita que tiene 
lugar en un corto periodo de tiempo entre dos observaciones o inspecciones de las poblaciones (por ejemplo, 
de unos 15 días en el caso de instalaciones ubicadas en una zona inter-mareal). En un vivero, una mortalidad 
anómala da lugar a la falta de producción de larvas procedentes de reproductores distintos. Dada la gran 
variedad de especies, ambientes y condiciones de cultivo, estas definiciones deben adaptarse cuando y como 
sea necesario. 

Siempre que tenga lugar una mortalidad anómala en poblaciones de moluscos, debe llevarse a cabo una 
investigación urgente para determinar las causas de la enfermedad. 

Las muestras deben obtenerse, conservarse o fijarse y guardarse según los procedimientos descritos en este 
Manual Acuático. 

Cuando se disponga de moluscos no afectados o control, también deben fijarse para la comparación 
histológica con tejidos anómalos. Sea cual sea el fijador, es fundamental que la concha sea eliminada para 
que el fijador entre fácilmente. En los gasterópodos bivalva y operculados puede mantenerse la concha 
cerrada bajo el fijador hasta que empiece al autolisis.  

2.3. Métodos de diagnóstico 

Las técnicas para la detección de agentes patógenos de los moluscos se limitan a la detección directa del 
agente causal. Los métodos serológicos clásicos no pueden utilizarse a efectos del diagnóstico porque los 
moluscos no producen anticuerpos. Para la detección de los agentes patógenos de la lista de la OIE, además 
de la histología y la citología, pueden utilizarse inmunoanálisis con anticuerpos monoclonales o sondas de 
ácido nucleico. Desde este punto de vista, el desarrollo de técnicas de diagnóstico basadas en el ADN para la 
detección de agentes patógenos de los moluscos ha sido de lejos el avance más importante de los últimos 
años. Dado el desarrollo y potencial de aplicación de estas técnicas de diagnóstico y los problemas inherentes 
actualmente asociados a su uso, la validación es de vital importancia.  

En los siguientes apartados se proponen tres niveles de procedimientos de examen. La histología se 
recomienda como método de detección sistemática estándar porque aporta una gran cantidad de información, 
lo cual es especialmente importante porque en el examen macroscópico no se suelen hallar signos 
patognomónicos ni información indicativa sólida. Además, la mortalidad puede estar causada por varios 
agentes patógenos o problemas fisiológicos, como un empeoramiento del estado tras el desove, y esto solo se 
puede determinar mediante histología. La vigilancia también se lleva a cabo de forma sistemática mediante 
histología. No obstante, para cada situación epidemiológica, y cuando esté justificado, la vigilancia dirigida 
puede basarse en otras técnicas.  

Cuando se producen brotes de mortalidad anómala, también se recomienda la histología. Pueden utilizarse 
distintos métodos de diagnóstico provisional además de la histología, como improntas de tejidos, cultivo en 
medio de tioglicolato líquido de Ray (RFTM) o la reacción en cadena de la polimerasa (PCR), como se 
recomienda en cada capítulo específico. Estos métodos pueden aportar ventajas de rapidez y/o coste ante una 
sospecha de infección por un agente patógeno dado.  

Cuando se encuentra un agente patógeno durante un proceso de detección sistemática o durante brotes de 
mortalidad, para la identificación específica cada vez se utilizan más los métodos moleculares, además de la 
microscopía electrónica. Algunas de las enfermedades de los moluscos de la lista de la OIE están causadas 
por agentes patógenos que pertenecen a géneros que engloban especies estrechamente relacionadas. En los 
siguientes capítulos se recomiendan protocolos específicos diseñados para detectar ciertos agentes de la lista, 
que pueden utilizarse para confirmar los resultados del examen histológico y/o dar un diagnóstico específico 
de especie. 

2.4. Técnicas histológicas 

Dado que en los procedimientos de diagnóstico de las enfermedades de los moluscos la histología se utiliza 
de forma genérica, en este capítulo se aporta una orientación técnica detallada.  
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La histología es una técnica que se utiliza para estudiar la estructura de las células y los tejidos al microscopio 
óptico. La preparación del tejido consiste en distintos pasos, que son la fijación, la deshidratación, la 
impregnación y la inclusión de las muestras, así como la preparación de cortes y la tinción y montaje de los 
portas. 

Los animales vivos moribundos o que acaben de morir (apenas unos minutos antes) proporcionan las 
condiciones óptimas en las que obtener tejidos. Las muestras congeladas deben evitarse por la lisis tisular que 
tiene lugar durante el ciclo de congelación-descongelación. En el caso de que tenga lugar un desfase entre la 
muerte del animal y la obtención de la muestra, se recomienda guardar los animales sobre hielo o en una 
nevera. Debe tomarse un corte estándar de la glándula digestiva, que incluya las branquias, el manto y los 
palpos en la medida de lo posible. Como alternativa, en el caso de muestras grandes, deben obtenerse varios 
cortes que incluyan todos los tejidos importantes.  

2.4.1. Fijación de tejidos 

La función del fijador es mantener la morfología de los tejidos tan similar a la morfología in-vivo como sea 
posible e impedir la necrosis que en condiciones naturales tendría lugar tras obtener la muestra. En el 
caso de muestras grandes, los fijadores recomendados para el estudio de moluscos marinos son la 
solución de Davidson y la solución de Carson. En el caso de muestras más pequeñas, pueden utilizarse 
fijadores a base glutaraldehído, que son compatibles con el uso del microscopio electrónico. La 
proporción de volumen de fijador respecto a volumen de tejido debe ser de al menos 10:1 para garantizar 
una buena fijación. Pueden utilizarse conservantes que no contengan formaldehído, siguiendo las 
instrucciones del fabricante. Estos deben utilizarse con cuidado hasta que el usuario quede satisfecho 
con los resultados. Debe ser el investigador quien valore si el sustituto del formaldehído puede utilizarse 
de la misma forma que el formaldehído.   

Solución de Davidson: 
Agua marina   1200 ml 
Alcohol al 95%   1200 ml 
Formaldehído al 35–40%1   800 ml 
Glicerol   400 ml 
Ácido acético glacial   10% (se añade extemporáneametne) 

Solución de Carson: 
NaH2PO4.2H2O   23,8 g 

NaOH   5,2 g 
Agua destilada   900 ml 
Formaldehído 1 al 40%    100 ml 
Se ajusta el pH a 7,2–7,4 

*Solución madre 1G4F (puede guardarse a 4°C durante un máximo de 3 meses): 
Solución de formalina tamponada al 37–40% ** 120 ml 
Glutaraldehído al 50%   20 ml 
Agua de grifo   360 ml 

** Solución de formalina tamponada: 
Formaldehído al 37–40%   1 litro 
Fosfato de disodio (Na2HPO4)   15 g 

Hidróxido de sodio (NaOH)   0,06 g 
Rojo fenol (indicador de pH)   0,03 g 

Solución de trabajo (debe prepararse justo antes de ser utilizada): 
Agua marina ambiental filtrada   500 ml 
Solución madre 1G4Fn*   500 ml 

No existe ningún fijador universal, de modo que la elección debe basarse en el último uso de material 
fijado así como en aspectos prácticos del uso de fijadores (como el precio, la disponibilidad de los 
componentes, etc.). La solución de Davidson es una excelente elección para conservar la estructura de 
los tejidos. Además, los cortes de tejido fijados con solución de Davidson pueden teñirse después 
mediante distintos métodos histoquímicos, así como por hibridación in-situ con sondas de ADN. Si va a 
utilizarse esta última prueba, debe evitarse una excesiva fijación (de más de 24-48 horas). La  solución 

                                                            

1 Una solución acuosa saturada al 37-39% de gas formaldehído. 
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de Carson puede no ser tan buena como la solución de Davidson para el análisis histológico. No 
obstante, permite una buena conservación de la ultraestructura y puede utilizarse para conservar 
muestras para el posterior estudio por microscopía electrónica. 1G4F también aporta la flexibilidad de 
conservar tejidos tanto para la histología como para la microscopía electrónica, pero el espesor óptimo de 
los tejidos es de 2-3 mm. 1G4F produce preparaciones histológicas de gran calidad y buenas 
micrografías electrónicas. Dado que la microscopía electrónica puede ser una útil ayuda en el diagnóstico 
o confirmación de infecciones de los moluscos, puede plantearse la fijación de algunas muestras (sobre 
todo muestras más pequeñas) utilizando glutaraldehído, como se ha descrito en el apartado 2.5.1 de este 
capítulo, ya que proporcionará las micrografías electrónicas de máxima calidad.  

Por otra parte, el material fijado en solución de Carson, en el que se hayan observado niveles suficientes 
de los agentes patógenos buscados o de anomalías, puede volver a fijarse en glutaraldehído. Se 
recomienda que parte del molusco se fije en solución de Davidson y parte en solución de Carson o en 
1G4F para estudios posteriores. Esto debe llevarse a cabo para asegurar la fijación de todos los 
tejidos/órganos en ambos fijadores. Si no se dispone de ninguno, es suficiente con formalina al 10% 
tamponada con agua de mar filtrada. Dentro de cada país, la industria del cultivo de moluscos debe 
ponerse de acuerdo respecto a la forma más eficaz de garantizar una fijación suficiente. 

2.4.2. Deshidratación, impregnación e inclusión de las muestras 

La inclusión de las muestras en parafina requiere varios pasos, durante los cuales el agua que contienen 
los tejidos se vaya sustituyendo progresivamente, primero por alcohol, y a continuación por xileno o una 
solución de aclarado equivalente menos tóxica, y finalmente por parafina. 

Una vez fijadas las muestras en solución de Davidson, Carson o 1G4F, se transfieren a alcoholes de 
graduaciones progresivas (70-95% [v/v]) antes de la deshidratación final en etanol absoluto. El alcohol 
que contienen los tejidos a continuación se elimina sumergiéndolo en xileno. Después, los tejidos se 
impregnan con parafina, que es soluble en xileno, a 60°C. Todos estos pasos se pueden llevar a cabo 
automáticamente utilizando una máquina de procesado de tejidos. En el caso de que el procesado se 
retrase, los tejidos conservados pueden guardarse en etanol al 70%. 

Se producen bloques dejando los tejidos refrigerados en moldes llenos de parafina sobre una mesa de 
refrigeración; la refrigeración y humectación son fundamentales para la realización de cortes.  

2.4.3. Preparación de los cortes 

Una vez los bloques se han enfriado sobre una placa fría, que permite que la parafina se solidifique, se 
realizan cortes de unos 2-5 µm mediante un microtomo. Los cortes se extienden sobre portas de 
histología, se drenan y se secan durante un máximo de 1 hora a 40-42°C, o durante toda la noche a 
temperatura ambiente. El secado de las muestras permite eliminar el exceso de humedad y, por tanto, 
que los cortes se adhieran a los portas.  

2.4.4. Tinción y montaje de los portas 

Antes de pasar a la tinción, debe eliminarse la parafina de los cortes sumergiéndolos en xileno o una 
solución de aclarado equivalente menos tóxica durante 10-20 minutos. Esto se repite una vez y a 
continuación se elimina el disolvente por inmersión en dos baños sucesivos de etanol absoluto durante 
periodos de 10 minutos cada uno, y a continuación se rehidratan en una serie de baños de alcohol de 
graduaciones descendientes (por ejemplo, al 95%, 70%, 50%, 30%, 10 minutos en cada uno) con una 
inmersión final en un baño de agua de grifo durante 10 minutos. Pueden llevarse a cabo distintas 
técnicas de tinción topográficas o histoquímicas.  

Cuando se utiliza la tinción de la hematoxilina-eosina (H/E) (hematoxilina o equivalente), las estructuras 
nucleares y basófilas se tiñen de un color azul a púrpura oscuro, el retículo endoplásmico se tiñe de azul, 
y el citoplasma adquiere un color gris. El colorante ácido eosina tiñe las otras estructuras de rosa. Esta 
técnica de tinción es sencilla y reproducible, y, aunque permite poca diferenciación de estructuras 
celulares, sí permite detectar cualquier anomalía en la estructura tisular y celular. Pueden aplicarse otras 
técnicas para demostrar estructuras o características concretas, según sea necesario (por ejemplo, 
tricolor en el caso del tejido conjuntivo y de los gránulos citoplásmicos).  

2.5. Métodos de microscopía electrónica de transmisión 

Dado que la microscopía electrónica de transmisión se utiliza con mucha frecuencia para la identificación 
confirmativa de agentes patógenos en procedimientos de diagnóstico de enfermedades de los moluscos, en 
este capítulo se aporta una orientación técnica detallada.  
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La fijación para el posterior examen mediante microscopía electrónica debe llevarse a cabo de inmediato tras 
la muerte del animal, antes de la fijación para la histología. Solo las muestras que se obtienen rápidamente de 
animales vivos tendrán alguna utilidad. La preparación de muestras para microscopía electrónica conlleva los 
siguientes pasos: fijación de tejidos, descalcificación de las muestras (cuando sea necesario), deshidratación, 
impregnación e inclusión de las muestras, preparación de los cortes y aplicación de tinción de contraste a los 
mismos. 

2.5.1. Fijación de tejidos 

En el caso de los tejidos que tienen que examinarse mediante microscopía electrónica, es importante que 
la fijación se realice correctamente, con el fin de causar los menores daños posibles a la ultraestructura. 
Las muestras se cortan de tal modo que sus dimensiones no superen los 1-2 mm. Este pequeño tamaño 
permite a las distintas soluciones penetrar rápidamente hacia el interior de la muestra. 

La fijación de las muestras se lleva a cabo directamente en glutaraldehído al 3% durante 1-4 horas. Las 
muestras se lavan en tampón tres veces, a continuación se fijan en ácido ósmico al 1% (OsO4 acuoso) y 

se lavan dos veces más en tampón. Distintas formulaciones de fijador de glutaraldehído y tapones 
funcionan igual de bien.  

Para causar los menores daños posibles a la ultraestructura, las muestras se tratan con soluciones que 
tengan una osmolaridad cercana a la de los tejidos. Así, los tejidos de molusco se tratan con soluciones 
con una osmolaridad de aproximadamente 1000 mOsm. La osmolaridad de las soluciones se ajusta con 
sales de mar artificiales o NaCl. Dado que los tejidos de los moluscos son casi iso-osmóticos respecto al 
agua de mar, es posible preparar la solución de glutaraldehído con agua de mar filtrada por un tamaño de 
poro de 0,22 µm, y utilizar el agua de mar filtrada para posteriores lavados.  

Cacodilato de sodio 0.4 M: 8,6 g en 100 ml de agua destilada 

Cloruro de sodio al 10% en agua destilada 

Tampón cacodilato, pH 7,4: 
1000 mOsm 
Cacodilato de sodio 50 ml de una solución madre 0,4 M 
NaCl 20 ml de una solución madre al 10% 
Agua destilada 30 ml 
Se ajusta el pH a 7,4 

Glutaraldehído al 3%: 
1000 mOsm 
Glutaraldehído al 25% 2,5 ml 
Cacodilato de sodio 0,4 M 5 ml 
NaCl al 10% 3,5 ml 
Agua destilada 9 ml 

Ácido ósmico al 1%: 
1000 mOsm 
Ácido ósmico al 4% 1 volumen 
Cacodilato de sodio 0,4 M 1 volumen 
NaCl 1 volumen de solución madre al 10% 
Agua destilada 1 volumen 

EDTA al 5%: 
EDTA de disodio 5 g  
Tampón cacodilato 100 ml 

El EDTA se disuelve cuando el pH es superior a 8. Cuando la solución se vuelve transparente se ajusta 
el pH a 7,4 añadiendo HCl concentrado. 

Si las muestras se han fijado previamente y guardado en solución de Carson, deben lavarse varias veces 
en un baño de tampón antes de la fijación con glutaraldehído al 3%. Los tejidos conservados en 1G4F 
pueden post-fijarse directamente en solución de ácido ósmico al 1%.  
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2.5.2. Deshidratación, impregnación e inclusión de las muestras  

Las muestras se deshidratan en sucesivos baños de etanol: una vez en etanol al 70%, dos veces en 
etanol al 95% y tres veces en etanol absoluto. La deshidratación termina con dos baños de óxido de 
propileno, que permite la posterior impregnación con Epon u otra resina.  

Las muestras se impregnan progresivamente. Tras un primer baño en una mezcla de óxido de 
polipropileno-Epon (50/50), las muestras se colocan en un baño de Epon. Cuando más dure la 
incubación, mejor se impregnarán los tejidos.  

La inclusión se lleva a cabo colocando las muestras en moldes llenos de resina Epon. En cada bloque 
debe haber una etiqueta identificativa de la muestra, y a continuación los bloques deben ponerse a 60°C 
(la temperatura a la cual polimeriza la resina Epon) durante 48 horas. 

2.5.3. Preparación de los cortes y aplicación de la tinción de contraste 

Se cortan los bloques en trozos del tamaño adecuado con una hoja de afeitar y a continuación se 
realizan los cortes mediante un ultramicrotomo. Se realizan cortes semi-finos (0,5-1 µm) y se colocan 
sobre portas de vidrio. Estos se utilizarán para controlar la calidad de las muestras mediante microscopía 
óptica y para hallar las zonas de interés en el corte. 

Los cortes semi-finos se tiñen a 90-100°C con una solución de azul de toluidina al 1%. Tras secarlos, los 
cortes se montan bajo cubreobjetos con una gota de resina sintética y se observan al microscopio óptico. 

Se colocan cortes ultrafinos de 80-100 nm de espesor sobre rejillas de malla de cobre para el análisis 
mediante microscopía electrónica. Se utiliza acetato de uranilo y citrato de plomo para aplicar la tinción 
de contraste de los cortes ultrafinos.  

2.6. Métodos moleculares 

Las técnicas moleculares normalmente ofrecen una ventaja en cuanto a sensibilidad que a menudo es 
contrarrestada por problemas técnicos. La PCR es especialmente sensible a las condiciones en las que se 
ejecuta, y puede dar falsos positivos y falsos negativos. Siempre que se utilicen técnicas moleculares, deben 
llevarse a cabo con cautela y con especial atención a la inclusión de controles positivos y negativos 
adecuados, con el fin de superar la posible falta de robustez, así como para mantener una suficiente exactitud. 
Es importante reconocer que la PCR y las pruebas basadas en la secuencia solo detectan ácido nucleico 
patógeno y no indican la presencia de un parásito vivo ni de infección o enfermedad. No obstante, el uso de 
una prueba de PCR basada en el ARN puede indicar la presencia de un parásito vivo, pero aun así no 
confirmará la presencia de infección o enfermedad.  

La PCR, la PCR-RFLP (análisis del polimorfismo en la longitud de los fragmentos de restricción), la 
secuenciación, la hibridación in situ y la inmunohistoquímica cada vez se utilizan más en la identificación 
confirmativa de agentes patógenos. Para estas técnicas, deben prepararse las muestras de tal modo que se 
conserve el ADN del agente patógeno. De igual forma, las muestras destinadas al análisis con métodos 
basados en anticuerpos deben conservarse para que retengan los puntos antigénicos reactivos con los que 
vayan a reaccionar los anticuerpos utilizados.  

2.6.1. Preparación de la muestra 

Las muestras escogidas para las pruebas diagnósticas basadas en el ADN o en anticuerpos deben 
manipularse y empaquetarse con el máximo cuidado para minimizar la posibilidad de contaminación 
cruzada entre las muestras o la degradación antes de que se lleve a cabo la prueba. Para prevenir la 
contaminación, deben utilizarse recipientes nuevos (bolsas o frascos de plástico para muestras). Cada 
recipiente o paquete que contenga un conjunto de muestras debe incluir una etiqueta impermeable con 
los datos correspondientes. Debe evitarse el uso de los clásicos rotuladores permanentes (como los 
Sharies), puesto que su tinta se disuelve en etanol, un disolvente que se utiliza en los métodos 
moleculares y puede dar lugar a una pérdida de la etiqueta. Solo puede utilizarse lápiz o bolígrafo para 
etiquetar viales o botes.  

Algunos métodos adecuados para la conservación y transporte de muestras tomadas para las pruebas 
moleculares o basadas en anticuerpos son los siguientes: 

 Ejemplares vivos helados o refrigerados: en el caso de ejemplares que puedan ser transportados 
rápidamente al laboratorio para ser analizados en un plazo de 24 horas, se empaquetan las 
muestras en bolsas para muestra envueltas de una cantidad suficiente de hielo húmedo alrededor 
de las muestras embolsadas, en una caja aislada, y se envían al laboratorio.  
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 Ejemplares enteros congelados: se escogen ejemplares vivos según el objetivo del estudio, se 
congelan rápidamente en el campo utilizando hielo seco triturado, o se congelan en un laboratorio 
de campo mediante un congelador mecánico a -20°C o a temperaturas inferiores. Se prepara e 
introduce la etiqueta en el recipiente con las muestras, se empaquetan las muestras con una 
cantidad suficiente de hielo seco en una caja aislada, y se envían al laboratorio.  

 Muestras conservadas en alcohol: en zonas donde el almacenaje y envío de muestras congeladas 
es problemático, puede utilizarse etanol no desnaturalizado al 90-100% (es decir, etanol libre de 
metanol) para conservar, guardar y transportar ciertos tipos de muestras. Se empaquetan para ser 
enviadas según los métodos descritos arriba.  

 Tejidos fijados para la hibridación in situ y la inmunohistoquímica: para este fin, serán suficientes los 
métodos clásicos de conservación de tejidos. La solución de Davidson suele ser una buena elección 
para el posterior uso de sondas moleculares. Para el ADN, en concreto, debe evitarse una fijación 
excesiva (de más de 24-48 horas). 

2.6.2. Extracción de ADN 

Para la extracción de ADN, se añade proteinasa K (100 µgml–1) a tejidos homogeneizados en unos 9 
volúmenes de tampón de extracción (NaCl [100 mM], ácido etilendiaminotetraacético [EDTA, 25 mM], 
pH 8, dodecilsulfato de sodio [SDS, al 0,5%]). Tras una incubación durante toda la noche a 50°C, se 
extrae el ADN utilizando un protocolo estándar de fenol/cloroformo, y se precipita con etanol.  

Teniendo en cuenta las presiones de tiempo y los riesgos para el personal de laboratorio, los kits 
comerciales puede constituir alternativas técnicas satisfactorias. Antes de ser utilizados sistemáticamente 
en laboratorios de diagnóstico, los kits comerciales deben validarse por comparación con un protocolo 
estándar de fenol/cloroformo. 

Para la extracción de ARN, se utiliza 1 mm de reactivo Tri (Trizol) por cada 50 mg de tejido, 5–10 × 106 
células o 10 cm2 de placa de cultivo. Se homogeneizan las muestras y a continuación se dejan reposar a 
temperatura ambiente durante 5 minutos para permitir la disociación de complejos de nucleoproteínas. 
Se añaden 200 µl de cloroformo, se agitan enérgicamente y se dejan reposar durante 15 minutos a 
temperatura ambiente. Se centrifugan a 12.000 g durante 15 minutos a 4°C. Se transfiere la fase acuosa 
a un tubo limpio y se precipita el ARN de la fase acuosa mediante mezclado suave con 0,5 ml de 
isopropanol por cada mililitro de reactivo Tri. Se guardan las muestras a temperatura ambiente durante 
10 minutos y se centrifugan a 12.000 g durante 8 minutos a 4°C. Se retira el sobrenadante y se lava el 
sedimento de ARN con etanol al 75% y una posterior centrifugación a 7.500 g durante 5 minutos a 4°C. 
El ARN se puede solubilizar en agua u otra solución adecuada.  

2.6.3. Preparación de portas para la hibridación in-situ 

Para la hibridación in situ, se fijan moluscos en fijador de Davidson durante unas 24 horas y a 
continuación se incluyen en parafina, según los métodos descritos arriba para la histología. Se realizan 
cortes de 5 µm de espesor y se colocan sobre portas recubiertos de aminoalquilsilano, que a 
continuación se secan durante toda la noche a temperatura ambiente o en un horno a 40°C. Se 
desparafinan los cortes mediante inmersión en xileno durante 10 minutos. Este paso se repite una vez y 
a continuación el disolvente se elimina por inmersión en dos baños sucesivos de metanol absoluto 
durante 10 minutos cada uno. Después, se rehidratan los cortes por inmersión en una serie de etanol de 
graduación descendiente. El protocolo puede requerir un paso de permeabilización de membrana que 
permita el acceso al ADN diana. Para este fin, se tratan los cortes con proteinasa K (100 µgml–1) en 
tampón TE (Tris [50 mM], EDTA [10 mM]), a 37°C durante 10–30 minutos. 
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C A P Í T U L O  2 . 4 . 1 .  
 

HERPESVIROSIS  DEL  ABALÓN 

1. Ámbito de aplicación 

A efectos de este capítulo, la ganglioneuritis viral del abulón (GVA) se considera una infección por el herpesvirus del 
abulón (HVAb). 

2. Información sobre la enfermedad 

2.1. Factores del agente 

El herpesvirus del abulón (HVAb) es el agente etiológico de la ganglioneuritis viral del abulón (GVA), una 
enfermedad contagiosa de especies de abulón de Australia (Ellard et al., 2009; Hooper et al., 2007) y 
posiblemente de especies de otros países (Chang et al., 2005; Wang et al., 2004). La comparación entre las 
secuencias de nucleótidos del HVAb VIC y del Herpesvirus de los ostreidos tipo 1 (Davidson et al., 2009; Le 
Deuff & Renault, 1999) pertenecientes a regiones codificantes comunes ha identificado similitudes que oscilan 
entre el 19% y el 53%, lo cual indica que estos virus presentan un alto grado de similitud de la secuencia 
(Savin et al., 2010), y se ha asignado provisionalmente a los Malacoherpesviridae como segundo miembro.  

Al microscopio electrónico de transmisión, se observa que las partículas del HVAb purificadas (Tan et al., 
2008) presentan envoltura y son icosaédricas, con centros electrónicos densos y 100-110 nm de diámetro. La 
localización intranuclear de las partículas de HVAb, su tamaño y su ultraestructura son característicos de los 
miembros de la familia Herpesviridae. Mediante centrifugación por gradiente isopícnico (en gradientes de 
densidad de tartarto de potasio y cloruro de cesio) se observó una densidad de flotación de la partícula vírica 

de 1,17–1,18 g ml–1 (Tan et al., 2008). 

2.1.1. El agente patógeno, cepas del agente 

Se han notificado herpesvirus asociados a enfermedad en los abulones en Taipei chino y en Australia. La 
comparación de las secuencias de nucleótidos del HVAb VIC y del HVAb de Taiwán a nivel de tres 
regiones comunes permitió identificar similitudes del 92,4%, 96,4% y 96,6%, lo cual indica que estos virus 
presentan un alto grado de similitud de la secuencia. Recientes análisis de la secuencia del genoma han 
indicado que en Australia se encuentran distintas variantes genotípicas (Cowley et al., 2011). Todavía no 
se ha determinado si estos genotipos del HAVb presentan o no variaciones en cuanto a fenotipo y 
virulencia. 

2.1.2. Supervivencia fuera del hospedador 

En investigación. 

2.1.3. Estabilidad del agente 

En investigación. 

2.1.4. Ciclo de vida 

No es aplicable. 

2.2. Factores del hospedador 

Actualmente, las especies de Australia que se sabe que son susceptibles al GVA son el abulón de labios 
verdes (Haliotis laevigata), el abulón de labios negros (H. rubra) e híbridos de estas dos especies. No se han 
documentado signos clínicos compatibles con la GVA en otras especies de moluscos de zonas donde se 
sospecha que la GVA es enzoótica. En Taipei chino, se ha notificado una ganglioneuritis asociada a una 
infección viral por un virus afín al herpes y altas mortalidades en la especie de abulón H. diversicolor 
supertexta. Esta enfermedad se notificó solo para H. diversicolor supertexta, mientras que ejemplares de 
abulón japonés (H. discus) cohabitantes permanecieron normales (Chang et al., 2005). 
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2.2.1. Especies hospedadoras susceptibles  

Abulón de labios verdes– Haliotis laevigata 
Abulón de labios negros– H. rubra 
Híbrido (labios verdes × labios negros) – H. laevigata × H. rubra 
Abulón diversicolor o abulón de Taiwán - H. diversicolor  

2.2.2. Fases susceptibles de la vida del hospedador  

Todas las edades. 

2.2.3. Especies o subpoblaciones predilectas (probabilidad de detección) 

No se dispone de datos. 

2.2.4. Órganos diana y tejidos infectados 

La principal lesión histopatológica identificada en abulones afectados por la GVA es una ganglioneuritis: 
inflamación confinada al tejido neural. Pueden estar afectados los ganglios cerebroideo, pleuropodal y 
bucal, así como la comisura cerebroidea y nervios periféricos asociados (Hooper et al., 2007). 

2.2.5. Infección persistente con portadores de por vida 

No se dispone de datos. 

2.2.6. Vectores 

No se dispone de datos. 

2.2.7. Animales acuáticos salvajes portadores o sospechosos de serlo 

No se dispone de datos. 

2.3. Patrón de la enfermedad 

Los brotes de GVA en poblaciones australianas de abulón tanto de piscifactoría como salvajes se asocian a la 
rápida aparición de altas mortalidades (de hasta el 90%) en todas las edades (Corbeil et al., 2010). De forma 
similar, en Taipei chino, durante la epizootia en abulón de piscifactoría (la temperatura del agua era de entre 
16°C y 19°C), tanto abulones adultos como juveniles sufrieron la enfermedad, con mortalidades acumuladas 
del 70-80%. Se observó que en un estanque podían morir todos los abulones en un plazo de 3 días tras el 
inicio de los signos clínicos (Chang et al., 2005). Se observó un patrón de enfermedad similar en infecciones 
experimentales (Chang et al., 2005; Crane et al., 2009). 

2.3.1. Mecanismos de transmisión 

Se ha demostrado la transmisión horizontal experimentalmente (Chang et al., 2005; Crane et al., 2009) 
mediante: 

1. exposición de abulones sanos a agua que contenía abulones enfermos en el mismo tanque de agua 
sin contacto directo entre abulones enfermos y sanos;  

2. introducción de abulones sanos en agua que previamente había contenido abulones enfermos; e 

3. inyección intramuscular de abulones sanos con un homogenado de tejido filtrado procedente de 
abulones enfermos. 

En todos los casos, se observó un 100% de mortalidad con un periodo pre-clínico de 1-2 días tras la 
exposición, y después empezó la mortalidad hasta alcanzar el 100% en un plazo de 2-5 días tras la 
infección. 

2.3.2. Prevalencia 

En Australia, y de forma similar en Taipei chino, se asoció un brote de GVA a un rápido aumento de la 
mortalidad (de hasta el 90% o más). Los abulones afectados que presentan signos clínicos (por ejemplo, 
rizado del pie) probablemente mueran en un plazo de 1 día tras la aparición de los mismos. Se observa 
ganglioneuritis en cortes de tejido neural mediante microscopía óptica y se confirma la presencia del 
HVAb mediante la reacción en cadena de la polimerasa (qPCR) y/o la hibridación in situ (Crane et al., 
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2009). Utilizando estos métodos ha habido muy pocos falsos positivos ni falsos negativos. La prevalencia 
exacta de la GVA en abulón salvaje de aguas australianas se desconoce.  

2.3.3. Distribución geográfica 

Australia (Victoria y Tasmania), y Taipei chino. 

2.3.4. Mortalidad y morbilidad 

En epizootias de piscifactorías de Australia la mortalidad acumulada en todos los grupos de edad puede 
llegar a ser superior al 90%. En pruebas experimentales, puede tener lugar un 100% de mortalidad en un 
plazo de 5 días tras la exposición. La mayoría de abulones que presentan signos macroscópicos 
probablemente mueran en un plazo de 1-2 días. 

2.3.5. Factores ambientales  

En Australia, el primer brote de GVA tuvo lugar en una piscifactoría durante el verano de 2005/2006 y 
posteriormente pareció propagarse a poblaciones salvajes, que experimentaron mortalidad a lo largo de 
todo el año siguiente, es decir, durante todas las estaciones. Todas las infecciones experimentales 
llevadas a cabo hasta hoy se han realizado en el intervalo de temperaturas de entre los 15°C y los 18°C. 
En Taipei chino, durante la epizootia notificada, la temperatura del agua fue de 16-19°C, y se realizaron 
infecciones experimentales a 17-20°C. Todavía no se sabe cómo afecta la temperatura a la replicación 
del virus y a la aparición de la enfermedad. Los posibles efectos de los cambios en otros factores 
ambientales, como la salinidad o el oxígeno disuelto, se desconocen. 

2.4. Control y prevención 

En ausencia de tratamientos antivíricos eficaces, se recomienda implementar altos niveles de bioseguridad en 
el interior de las piscifactorías y en cualquier instalación donde se mantengan animales vivos, así como 
restricciones a los desplazamientos regionales. Tras un brote en una piscifactoría, la destrucción de la 
población afectada, la desinfección del agua y el equipo y la aplicación de procedimientos de descanso de la 
instalación parecen ser eficaces para prevenir la reinfección. Pueden utilizarse abulones centinela para 
comprobar el estado de las instalaciones previamente infectadas antes de volver a poblarlas. 

2.4.1. Vacunación 

No se dispone de vacunas. 

2.4.2. Tratamiento con sustancias químicas 

No se dispone de datos. 

2.4.3. Inmunoestimulación 

No se dispone de datos. 

2.4.4. Selección genética a favor de la resistencia 

No se dispone de datos. 

2.4.5. Repoblación con especies resistentes 

No se dispone de datos. 

2.4.6. Agentes bloqueantes 

No se dispone de datos. 

2.4.7. Desinfección de huevos y larvas 

No se dispone de datos. 

2.4.8. Prácticas generales de manejo 

Hasta ahora, los datos experimentales indican que el HVAb es muy virulento. No se han identificado las 
prácticas que podrían implementarse para reducir la gravedad de la enfermedad. Por otra parte, es 
interesante destacar que, contrariamente a lo que ocurre en Victoria, no se ha notificado enfermedad 
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clínica en poblaciones de abulones salvajes de Tasmania. Los brotes de enfermedad en plantas de 
procesado de Tasmania sugieren que los factores estresantes pueden influir en la expresión de la 
infección subclínica.  

3. Obtención de muestras  

3.1. Elección de ejemplares 

En el momento en que se observan los primeros signos de aumento del número de abulones que parecen 
estar débiles o que se comportan de forma anómala, o cuando se observan apariciones repentinas de 
mortalidades inexplicadas, deben obtenerse muestras de individuos vivos moribundos. Si no se dispone de 
abulones moribundos ni que acaben de morir, deben obtenerse muestras de abulones totalmente normales de 
todas las partes de la piscifactoría, y que representen todos los grupos de edad. 

3.2. Conservación de las muestras para su envío 

Deben obtenerse muestras para el examen mediante: i) histología, que deberán fijarse en formalina al 10% en 
agua de mar filtrada; ii) microscopía electrónica (fijadas en glutaraldehído al 2,5% en agua de mar filtrada); iii) 
PCR (fijadas en conservante para PCR, como etanol al 95%). Si no se dispone de fijadores, las muestras 
deben mantenerse refrigeradas (sobre hielo) y transportarse al laboratorio en un plazo de 24 horas. Como 
alternativa, las muestras pueden enviarse congeladas. En cuanto a las muestras congeladas, no son 
adecuadas para la histología ni la microscopía electrónica pero pueden analizarse mediante PCR.  

3.3. Combinación de varias muestras 

Deben obtenerse tejidos de abulones moribundos o que acaben de morir, según el grupo de edad y el 
estanque/piscifactoría/zona geográfica en la que se encuentren. Para poder comparar entre varias pruebas, no 
se debe trabajar con muestras combinadas.  

3.4. Órganos y tejidos de elección 

El tejido neural que incluya los ganglios cerebroideo, pleuropodal y bucal. 

3.5. Muestras/tejidos que no son adecuados 

Hasta ahora, no se han detectado lesiones de forma constante en tejidos no neurales. 

4. Métodos de diagnóstico 

4.1. Métodos de diagnóstico de campo 

4.1.1. Signos clínicos 

En Australia, los brotes de GVA tanto en abulón de piscifactoría como salvaje se han asociado a altas 
mortalidades (de hasta el 90% en piscifactoría). Clínicamente, el abulón puede presentar uno o más de 
los siguientes signos: elevación cóncava periférica irregular del pie; hinchazón y protusión de las partes 
bucales; eversión de la rádula; movimiento muy escaso del músculo del pie; excesiva producción de 
moco; ausencia de la destacada extensión del pie observada en el reflejo de erguido cuando se invierten 
abulones sanos dejándolos apoyados sobre el dorso; y reducción de la adherencia podal al sustrato. En 
Tasmania, abulones afectados por la GVA en plantas de procesado presentaron un “pie duro” o tetania, 
excesiva producción de moco, desovado anómalo e “hinchazón”  (Ellard et al., 2009). Estas instalaciones 
también experimentaron morbilidades y mortalidades muy inferiores a las observadas en piscifactorías o 
abulones salvajes de Victoria. Se han observado signos similares en una epizootia de enfermedad en 
abulones de Taipei chino (Chang et al., 2005). 

4.1.2. Alteraciones del comportamiento 

La GVA normalmente es una enfermedad aguda, por la cual los abulones mueren en un plazo de 1-2 
días tras la aparición de los signos macroscópicos de la misma. Abulones salvajes mantenidos vivos en 
cautividad en instalaciones de Tasmania han presentado un inicio más lento de los signos clínicos y de la 
mortalidad. Abulones salvajes capturados en Tasmania han dado positivo a la GVA mediante la qPCR sin 
presentar signos clínicos manifiestos ni histológicos. 
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4.2. Métodos clínicos 

4.2.1. Anatomopatología macroscópica 

Los abulones que se adhieren de forma laxa al sustrato debido a debilidad o a anomalías en el músculo 
del pie deben escogerse como muestra. Si esta anatomopatología macroscópica está causada por la 
GVA, es probable que estos animales mueran en un plazo de 1-2 días. 

4.2.2. Bioquímica clínica 

No se dispone de datos. 

4.2.3. Anatomopatología microscópica 

Los abulones afectados por GVA presentan inflamación (aumento de la infiltración por hemocitos) y una 
necrosis que se confina al tejido neural (ganglios cerebroideo, pleuropedal y bucal, ramas del nervio 
podal y nervios periféricos), según se observa en cortes histológicos de tejido neural teñidos con 
hematoxilina y eosina y examinados mediante microscopía óptica (Ellard et al., 2009; Hooper et al., 
2007). 

4.2.4. Preparaciones húmedas 

No aplicables. 

4.2.5. Frotis 

No aplicables. 

4.2.6. Cortes fijados 

La hibridación in situ localiza células infectadas por el HVAb dentro del tejido neural que, en el examen 
histológico, presenta ganglioneuritis caracterizada por una alteración inflamatoria con aumento de la 
celularidad, involucrando principalmente hemocitos y células gliales, y necrosis celular en los nervios 
afectados (Mohammad et al., 2011). 

4.2.7. Microscopía electrónica/citopatología 

Puede utilizarse microscopía electrónica de transmisión para confirmar la presencia de partículas víricas 
en ganglios infectados. Las partículas del HVAb son icosaédricas y tienen centros electrónicos densos y 
un diámetro de 100-110 nm. La ubicación intranuclear de las partículas y su ultraestructura son 
características de los miembros de la familia Herpesviridae (Tan et al., 2008). 

4.3. Métodos de detección e identificación del agente 

4.3.1. Métodos directos de detección 

Los métodos directos de detección desarrollados hasta ahora para la detección e identificación del HVAb 
son los microscópicos (examen de cortes de tejido para las lesiones típicas, y microscopía electrónica 
para la detección de partículas de herpesvirus), la PCR convencional y en tiempo real, y la hibridación in 
situ (ISH). 

4.3.1.1. Métodos microscópicos 

El tejido neural (ganglios cerebroideo, pleuropodal y bucal, ramas del nervio podal y nervios 
periféricos), es la diana principal y deben tomarse muestras del mismo y fijarse (empleando formalina al 
10%), procesarse con los procedimientos estándar, y teñirse con hematoxilina y eosina para el examen 
histológico. 

Las muestras de tejido (que contengan ganglio pleuropodal) para el examen mediante microscopía 
electrónica deben fijarse utilizando glutaraldehído al 2,5% (v/v) y paraformaldehído al 2-4% (v/v) en 
tampón cacodilato 0,1 M y post-fijarse en tetróxido de osmio al 1% (p/v), lavarse en agua de ósmosis 
inversa (3 x 5 minutos), deshidratarse en una serie de graduación progresiva de etanol de grado 
analítico (al 70%, durante toda la noche a 4°C; al 95%, 20 minutos; al 100%, 3 x 20 minutos), infiltrarse 
en resina de Spurr al 100% (durante toda la noche) y a continuación incluirse en resina de Spurr.  



Capítulo 2.4.1. — Herpesvirosis del abalón 

6 Manual Acuático de la OIE 2012 

4.3.1.1.1. Preparaciones húmedas 

No es aplicable. 

4.3.1.1.2. Frotis 

No es aplicable. 

4.3.1.1.3. Cortes fijados 

El tejido neural (ganglios cerebroideo, pleuropodal y bucal, ramas del nervio podal y nervios 
periféricos), es la diana principal y el examen de cortes histológicos pone de manifiesto una 
ganglioneuritis – aumento de la celularidad involucrando principalmente hemocitos y células gliales, y 
necrosis celular.  

4.3.1.2. Aislamiento e identificación del agente 

El HVAb se identifica empleando métodos que detectan específicamente el ácido nucleico del HVAb 
(PCR, secuenciación, qPCR e hibridación in situ). 

4.3.1.2.1. Cultivo celular/medios artificiales  

Hasta ahora, los intentos de cultivar el virus en líneas celulares, tanto de vertebrados como de 
invertebrados, no han funcionado. 

4.3.1.2.2. Métodos de detección del antígeno basados en anticuerpos  

No es aplicable. 

4.3.1.2.3. Técnicas moleculares 

Deben fijarse muestras de tejido neural para PCR, tanto convencional como en tiempo real, en 
conservante (etanol de grado reactivo al 80%; glicerol al 19,75%; β-mercaptoetanol al 0,25%) o, como 
alternativa, en etanol al 95%. 

El ganglio pleuropodal y/o las cuerdas nerviosas del pie se separan del tejido fijado y se introducen en 
tubos de 2,0 ml para la extracción del ADN. Se extrae ácido nucleico de tejidos de abulón infectado 
por el HVAb y de tejidos de abulón no infectado (unos 20 mg de músculo y tejido neural) empleando 
un kit comercial, como por ejemplo el mini kit QIAamp DNA (QIAGEN) u otro equivalente, siguiendo 
las instrucciones del fabricante. El ácido nucleico, fijado a minicolumnas, se eluye y se resuspende en 
un volumen final de tampón de 100 µl (~100 ng µl–1), que viene con el kit. En el caso de grandes 
cantidades de muestras, una opción alternativa es la de digerir los tejidos según el protocolo 
correspondiente del mini kit QIAamp® DNA (QIAGEN) y extraer el ácido nucleico empleando el kit de 
aislamiento de ARN MagMAX-96 Viral RNA Isolation Kit (que extrae el total del ácido nucleico de las 
muestras) y un AB MagMAX Express-96 Magnetic Particle Processor (Applied Biosystems)1. 

qPCR (TaqMan) 

Tras la validación de la qPCR dirigida al ORF49 (Corbeil et al., 2010), el descubrimiento de variantes 
genotípicas en Australia no reconocidas por esta prueba precisó de otras qPCR para el desarrollo 
basado en regiones más conservadas del genoma vírico. Se han utilizado mucho la qPCR dirigida al 
ORF66 y la dirigida al ORF77 (véase la Tabla 4.1) en estudios de enfermedades y, aunque no se ha 
llevado a cabo una validación formal, se han detectado de forma sensible y genérica todas las 
variantes del HVAb identificadas hasta ahora, incluida la cepa de Taipei chino.  

                                                            

1  La mención de productos comerciales concretos como ejemplos no implica su aprobación por parte de la OIE. Esto es 
aplicable a todos los productos comerciales mencionados en este Manual Acuático. 
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Tabla 4.1. Secuencias de ácido nucleico de los cebadores y  
sondas empleados en las qPCR de detección del HVAb  

Cebadores ORF66 (300 nM) Secuencia  

HVAb ORF66F1 5’-TCC-CGG-ACA-CCA-GTA-AGA-AC-3’ 

HVAb ORF66R1 5’-CAA-GGC-TGC-TAT-GCG-TAT-GA-3’ 

Sonda ORF66 (100 nM) 
 

HVAb 66Prb1 5’-6FAM-TGG-CCG-TCG-AGA-TGT-CCA-TG-TAMRA-3’ 

Cebadores ORF77 (300 nM)  

HVAb ORF77F1 5’-CAA-CCA-CTT-GTT-CGG-GTT-CT-3’ 

HVAb ORF77R1 5’-CAG-GGT-GAT-TAA-TGC-GGA-GT-3’ 

Sonda ORF77 (100 nM)  

HVAb 77Prb1 5’-6FAM-TCC-GTA-CGC-GGG-ATC-TTC-GT-TAMRA-3’ 

Cebadores del gen del ARNr de 18S 
(100nM) 

 

18SF1 5’-CGG-CTA-CCA-CAT-CCA-AGG-AA-3’ 

18SR1 5’- GCT-GGA-ATT-ACC-GCG-GCT-3’ 

Sonda del gen del ARNr de 18S 
(100nM) 

5’-6VIC-TGC-TGG-CAC-CAG-ACT-TGC-CCT-C-TAMRA-
3’ 

En los análisis mediante qPCR de ADN extraído, las reacciones contienen 12,5 µl de mezcla madre 
TaqMan® Fast Universal PCR Master Mix (2×) y 2 µl (~100 ng µl-1) de muestra de ADN extraído, y la 
mezcla de reacción se completa hasta los 25  µl empleando agua desionizada tras haber añadido 
cebadores y sondas a las concentraciones correspondientes (véase la Tabla 4.1). Se utilizan las 
siguientes condiciones de ciclado: 95°C durante 59 segundos seguidos de 45 ciclos de 95°C durante 
3 segundos y 60°C durante 30 segundos. 

Las qPCR ejecutadas con los cebadores ORF66 y/o ORF77 se multiplexan con qPCR en la que se 
emplean cebadores y sondas específicos del gen del ARN ribosómico de la subunidad 18S (Applied 
Biosystems) y se utilizan para validar el procedimiento de extracción del ácido nucleico y la ausencia 
de inhibidores de la PCR (véase la Tabla 4.1). 

Todas las muestras (incluidos controles positivos y negativos) se analizan por duplicado o triplicado. 
Los resultados de una qPCR TaqMan se expresan en forma de curvas de amplificación 
características generadas por software. Las curvas de amplificación de los controles positivo y 
negativo (sin molde) deben compararse con la muestra problema. Se considerará que una muestra se 
encuentra por encima del nivel analítico de fondo cuando el cambio en la señal de fluorescencia (∆Rn) 
en los colorantes FAM o VIC, respecto a la de ROX (tinción de referencia interna) supere el valor 
umbral que está fijado en el extremo superior del intervalo lineal de los puntos de amplificación 
(normalmente 0,1, pero puede depender de distintos factores, como el equipamiento, los reactivos o 
la especie hospedadora). Los resultados de una prueba TaqMan también pueden expresarse, como a 
menudo ocurre, en forma de valores ciclo umbral (CT). El ciclo umbral (CT) se define como el número 
de ciclo al cual se detecta un aumento de la fluorescencia por encima del valor de fondo 
estadísticamente significativo.  

En el momento en que acaba la qPCR TaqMan, la presencia de ADN del HVAb se pone de manifiesto 
por la presencia de amplicones específicos, identificados por curvas de amplificación características 
generadas por software y valores de ciclo umbral (CT). Los controles sin molde no deben presentar 
indicios de amplicones específicos. 

Si la prueba se considera válida, los resultados de los pocillos de la muestra problema pueden 
interpretarse aplicando los siguientes criterios: 

 Los resultados positivos se definen como la presencia de amplicones específicos expresados 
como amplificación característica. 
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 Los resultados negativos se definen como la ausencia de amplicones específicos expresados 
por una curva de amplificación característica. 

Además de un control sin molde, los controles negativos deben incluir ácido nucleico extraído de 
abulones que se sepa que no están infectados, con el fin de determinar que estos no dan ningún 
valor de CT. 

Los controles positivos pueden incluir ácido nucleico extraído de abulones que se sepa que están 
infectados y/o ADN de un plásmido estándar (Corbeil et al., 2010). 

PCR convencional 

Para la detección de HVAb en muestras de tejido también puede utilizarse la PCR convencional. Se 
extrae ácido nucleico como se ha descrito arriba. Se ha observado que la PCR de detección del 
HVAb1617 genera amplicones de distintas longitudes (522 pb a 588 pb) en función de la cepa de 
HVAb. Así, puede ser útil para estudios epidemiológicos y para confirmar resultados positivos en la 
qPCR. Las secuencias de cebadores se detallan a continuación. 

Cebador Secuencia 

HVAb-16 5’-GGC-TCG-TTC-GGT-CGT-AGA-ATG-3’ 

HVAb-17 5’-TCA-GCG-TGT-ACA-GAT-CCA-TGT-C-3’ 

Las condiciones de ciclado son las siguientes: un ciclo de 95°C durante 15 minutos, 40 ciclos de 94°C 
durante 30 segundos/52°C durante 30 segundos/74°C durante 45 segundos, seguidos de un ciclo a 
72°C durante 7 minutos, y a continuación mantenimiento a 4°C. 

Hibridación in-situ 

La hibridación in situ (ISH) aquí descrita emplea una sonda de ADN marcado con digoxigenina (DIG) 
para detectar HVAb en cortes de tejido fijados en formalina e incluidos en parafina (FFPE). 

Reactivos  

Citrato salino estándar (SSC) 20× pH7 (se guarda a temperatura ambiente) 
175,32 g litro–1 NaCl 
88,23 g litro–1 Citrato de sodio 

Solución de Denhardt 100× (se guarda a –20°C) 
2 g (100 ml)–1 Albúmina de suero bovino (Fracción V) 
2 g (100 ml)–1 Ficoll 400 
2 g (100 ml)–1 Polivinilpirrolidona 

Tampón de hibridación (se guarda a –20°C) 
25 ml Formamida 
10 ml SSC 20× 
2,5 ml Solución de Denhardt 100× 
10 ml Sulfato de dextrano al 50% en agua destilada 
500 µl ADN de esperma de arenque a 10 mg ml–1 
Se preparan hasta 50 ml con agua MilliQ 

Solución salina tamponada con Tris (TBS) 10× (se guarda a temperatura ambiente) 
23,6 g litro–1 Tris base 
127 g litro–1 Tris/HCl 
87,66 g litro–1 NaCl 

Preparación de sondas marcadas con DIG 

Se lleva a cabo una PCR con ADN purificado de HVAb o una muestra que se sepa que contiene 
HVAb empleando un kit PCR DIG Probe Synthesis (Roche Cat. No. 11 636 090 910) siguiendo 
las instrucciones del fabricante. Los cebadores a utilizar son los siguientes: 

Denominación del cebador  Secuencia del cebador  Tamaño del amplicón (sonda) 

AbHV_ORF66f1  5’-TCC-CGG-ACA-CCA-GTA-AGA-AC-3’   

AbHV_ORF66r2  5’-GCC-GGT-CTT-TGA-AGG-ATC-TA-3’  848bp 
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Se aplica el siguiente perfil de termociclado: 95°C durante 5 minutos seguido de 30 ciclos de 
95°C durante 30 segundos, 57°C durante 30 segundos, 72°C durante 60 segundos. Se termina 
la PCR con una elongación final a 72°C durante 10 minutos 

Preparación de los cortes 

i) Se realizan cortes de un espesor de 3 µm de tejido incluido en parafina, se colocan sobre 
portas Superfrost plus (Menzel Catalogue No. SF41296SP) y se dejan secar. 

ii) Se calientan los cortes a 65°C durante 30 minutos y se desparafinan en dos fases de 
xileno. 

iii) Se rehidratan poniendo los portas en etanol absoluto durante 2 minutos y después en 
etanol al 90% durante 2 minutos, en etanol al 70% durante 2 minutos y a continuación en 
agua destilada.  

iv) Se ponen los portas en HCl 0,2 N durante 20 minutos y se enjuagan en agua destilada 
durante 5-10 minutos. 

v) Se aplican 50–100 µl de proteinasa K a una concentración de 100 μg ml–1 en solución 
salina tamponada con Tris (TBS; Tris 0,1 M; NaCl 0,15 M; pH 7.5) y se incuban a 37°C 
durante 30 minutos. 

vi) Se enjuagan con glicina al 0,2% durante 2 minutos. 

vii) Se lavan en agua corriente durante 10 minutos. 

viii) Se deshidrata la muestra en etanol al 70% durante 2 minutos y a continuación en etanol al 
90% durante 2 minutos y en etanol al 100% durante 2 minutos. 

x) Se dejan secar los portas al aire. 

Procedimiento de la hibridación 

i) Se preparan 100 µl de solución de hibridación por cada corte de tejido (SSC 4x, solución 
de Denahardt 5x, ADN de esperma de arenque a 10 mg ml–1, sulfato de dextrano al 10%, 
formamida al 50%, sonda a unos 5 ng µl–1).  

ii) Se calienta la solución de hibridación a 95-100°C durante 5 minutos para desnaturalizar la 
sonda y se deposita sobre hielo hasta que esté lista para su uso. 

iii) Se aplica suficiente solución de hibridación como para cubrir el corte (unos 50 µl) y se 
cubre con un cubreobjetos. 

iv) Se calientan los portas a 95°C durante 5 minutos para desnaturalizar el ácido nucleico de 
la muestra. Para calentar los portas a 95°C, puede utilizarse un calentador para PCR o 
bien un bloque de hibridación diseñado para este fin, como el hibridizador Invitrogen SpoT.  

v) Se introducen los portas en una cámara húmeda que se haya precalentado a 37°C y se 
incuban a 37°C durante toda la noche (12-16 horas). 

Procedimientos post-hibridación 

i) Se retiran los cubreobjetos sumergiendo los portas en SSC 2x a temperatura ambiente. 

ii) Se depositan los portas en una rejilla y se sumergen en SSC 2x a temperatura ambiente. 

iii) Se lavan, con una suave inclinación/agitación, en SSC 0,5 × (precalentado a 37°C) a 37°C 
durante 15 minutos. 

iv) Se lavan los portas brevemente en tampón TBS a temperatura ambiente. 

v) Se incuban los portas en solución de bloqueo (solución de leche desnatada en polvo al 
0,5% en TBS) durante 30 minutos a temperatura ambiente. 

vi) Se cubren los cortes con 100-200 µl de carnero anti-DIG conjugado a fosfatasa alcalina 
(Roche Cat. No. 1093274) diluido a 1/100 en solución de bloqueo y se incuban a 
temperatura ambiente durante 1 hora.  

vii) Se lavan en tampón TBS tres veces durante 3 minutos cada vez. 

viii) Se equilibran en solución II (Tris 0,1 M, pH 8, NaCl 0,5 M, MgCl2 0,1 M, pH 9 o Tris 0,1 M, 

pH 8, MgSO4 0,05 M, 7H2O, pH 9,5) durante  3 minutos a temperatura ambiente. 
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Aparición de color 

i) Se incuban los portas en la oscuridad en NBT/BCIP diluido en solución II (25 µl/ml). 

ii) Se cubren los cortes con la solución de tinción y se deposita un cubreobjetos sobre ellos. 
Se incuban en la oscuridad durante 3-4 horas en una cámara humidificada, asegurándose 
de que los portas no se sequen. 

iii) Se realiza un seguimiento de la aparición de color con comprobaciones periódicas de los 
portas al microscopio óptico. 

iv) Si es necesario, los portas pueden incubarse, en la oscuridad y a temperatura ambiente, 
durante toda la noche. 

v) Se detiene la reacción y se retira el cubreobjetos sumergiendo los portas en agua 
destilada. 

vi) Se lavan los portas en agua corriente durante 5 minutos. 

vii) Se puede aplicar una tinción de contraste a los portas durante 1 minuto con marrón 
Bismarck al 0,5 % o equivalente. 

viii) Se montan los portas con medio de montaje (DAKO Cat. No. S3023) y un cubreobjetos. 

Interpretación de los resultados 

Una tinción intracelular específica de color azul oscuro-negro es indicativa de la presencia de 
ADN vírico.  

4.3.1.2.4. Purificación del agente 

No se dispone de datos. 

4.3.2. Métodos serológicos 

No es aplicable. 

5. Idoneidad de las pruebas para cada uso previsto 

Los métodos actualmente disponibles para la vigilancia dirigida y el diagnóstico de la GVA se indican en la Tabla 
5.1. Las designaciones utilizadas en la Tabla indican lo siguiente: a = el método es el método recomendado por 
razones de disponibilidad, utilidad y especificidad y sensibilidad diagnósticas; b = el método es un método estándar 
con una buena sensibilidad y especificidad diagnósticas; c = el método tiene aplicación en algunas situaciones, pero 
el coste, la exactitud u otros factores limitan gravemente su aplicación; y d = el método no se recomienda en la 
actualidad para este fin. Estas designaciones son algo subjetivas ya que la idoneidad implica cuestiones de 
fiabilidad, sensibilidad, especificidad y utilidad. Aunque no todas las pruebas indicadas como de categoría a o b han 
sido objeto de una estandarización y validación formales, su carácter de uso habitual y el hecho de que se hayan 
utilizado ampliamente sin resultados dudosos las hacen aceptables. 

Tabla 5.1. Métodos para la vigilancia dirigida y el diagnóstico 

Método 

Vigilancia dirigida 
Diagnóstico 
provisional 

Diagnóstico 
confirmativo 

Larvas PL Juveniles Adultos 

Signos macroscópicos d d c c c d 

Bioanálisis d d d d d c 

MO directa d d d d d d 

Histopatología d d b b a a* 

ME de transmisión d d d d d c 

Pruebas basadas en 
anticuerpos 

d d d d d d 
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Método Vigilancia dirigida Diagnóstico 
provisional

Diagnóstico 
confirmativo

Sondas de ADN  in situ d d c c d a* 

PCR d d a a a a 

PCR y Secuenciación d d d d d a 

PL = postlarvas; MO = microscopía óptica; ME = microscopía electrónica; PCR = reacción en cadena de la polimerasa; *La 
histopatología se puede confirmar empleando hibridación in-situ (ISH). 

6. Prueba(s) recomendada(s) para la vigilancia dirigida destinada a declarar la ausencia de 
infección por el herpesvirus del abulón 

La prueba que se recomienda para la vigilancia dirigida es la qPCR con ácidos nucleicos extraídos de tejido neural 
de abulón. 

7. Criterios de diagnóstico confirmativo 

7.1. Definición de caso sospechoso 

La presencia de HVAb debe sospecharse si se cumple al menos uno de los siguientes criterios: 

i) Presencia de altas mortalidades (de hasta el 90%) asociadas a signos clínicos de GVA como se describe 
en este capítulo. 

ii) Histopatología (ganglioneuritis) observada en cortes de tejido neural de una sola muestra de abulón.  

iii) Un resultado positivo mediante la qPCR o la PCR convencional en al menos una muestra de abulón. 

7.2. Definición de caso confirmado 

La presencia de HVAb se considera confirmada si, además de los criterios del apartado 7.1, se cumple uno o 
más de los siguientes: 

i) Un resultado positivo mediante la qPCR en uno o más abulones cuando también se haya observado una 
histopatología positiva (7.1.i) y/o una alta mortalidad con signos clínicos compatibles con la GVA (7.1.ii). 

ii) Un resultado positivo mediante la hibridación in situ en cortes de tejido neural.  

iii) Un resultado positivo mediante la PCR convencional en cortes de tejido neural seguido de un análisis de 
la secuencia del amplicón para confirmar la secuencia del ácido nucleico del HVAb.  
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*   * 

NB: Existen Laboratorios de Referencia de la OIE para la Infección por el herpesvirus del abulón  (puede 
consultarse la lista actualizada en la Tabla del final de este Manual Acuático o en la página web de la OIE: 

www.oie.int). 
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C A P Í T U L O  2 . 4 . 2 .  

 
INFECCIÓN POR BONAMIA EXIT IOSA  

1. Ámbito de aplicación 

Bonamia exitiosa es un parásito protozoario del filum Haplosporidia (Carnegie y Cochennec-Laureau, 2004) que 
infecta los hemocitos de varias especies de ostras e induce trastornos de la fisiología y finalmente la muerte del 
animal (Cranfield et al., 2005; Dinamani et al., 1987). A efectos de este capítulo, la infección por Bonamia exitiosa 
se considera una infección por B. exitiosa, anteriormente denominado B. exitiosus (Berthe y Hine, 2003; Hine et al., 
2001). Esta definición excluye infecciones por B. ostreae (Pichot et al., 1979), B. roughleyi (Cochennec et al., 2003; 
Farley et al., 1988) y B. perspora (Carnegie et al., 2006). Lo casos de Bonamia spp. que no se hayan identificado 
hasta el nivel de especie (Burreson et al., 2004; Campalans et al., 2000; Kroeck y Montes, 2005) deben trasladarse 
al Laboratorio de Referencia de la OIE correspondiente. 

2. Información sobre la enfermedad 

2.1. Factores del agente 

2.1.1. El agente patógeno, cepas del agente 

Bonamia exitiosa (Berthey Hine, 2003; Hine et al., 2001); no se ha identificado ninguna cepa. 

2.1.2. Supervivencia fuera del hospedador  

Actualmente no se tiene constancia. 

2.1.3. Estabilidad del agente patógeno (métodos eficaces de inactivación) 

Actualmente no se conoce ninguno. 

2.1.4. Ciclo de vida 

Es posible que tenga lugar una transmisión del parásito directamente entre hospedadores, y se sospecha 
de una transmisión por la vehiculación pasiva en las corrientes de estadios infectivos entre lechos de 
ostras  (Cranfield et al., 2005;Hine, 1996). 

2.2. Factores del hospedador 

2.2.1.  Especies hospedadoras susceptibles 

Son susceptibles las especies de ostras Ostrea chilensis (=Tiostrea chilensis =T. lutaria) (Dinamani et al., 
1987), O. angasi (Corbeil et al., 2006b; Hine, 1996;Hine y Jones, 1994), O. edulis (Abollo et al., 2008; 
Narcisi et al. 2010) y O. stentina (Hill et al., 2010). 

2.2.2. Fases susceptibles de la vida del hospedador  

En el caso de O. chilensis, se sabe que son susceptibles las otras en tamaño de reclutamiento (ostras de 
58 mm de longitud o mayores) (Dinamani et al., 1987). En el caso de O. edulis, el parásito se ha 
detectado en ostras de tamaño comercial (>60 mm) (Abollo et al., 2008). No se dispone de datos 
respecto a ningún otro estadio de las otras, incluidas las larvas.  

Recientemente se ha detectado ADN de B. exitiosa en larvas de ostra europea (Ostrea edulis) (Arzul et 
al., 2010). 

2.2.3. Especies o subpoblaciones predilectas (probabilidad de detección) 

Ostrea chilensis y O. angasi (Dinamani et al., 1987; Hine y Jones, 1994) de 58 mm de longitud o 
mayores. En O. chilensis, la intensidad media de infección por Bonamia fue significativamente mayor en 
hembras y en ostras desovadas que en machos y en ostras hermafroditas (Hine et al., 2002). 



Capítulo 2.4.2. — Infección por Bonamia exitiosa 

2 Manual Acuático de la OIE 2012 

2.2.4. Órganos diana y tejidos infectados 

Bonamia exitiosa es un protozoo intrahemocítico, pero puede observarse extracelularmente (Dinamani et 
al., 1987). Este protozoo intrahemocítico se convierte rápidamente en sistémico y puede hallarse en 
distintos órganos, sobre todo en los tejidos conjuntivos de las branquias y del manto (Hine, 1991a). En 
Ostrea angasi, el parásito es epiteliotrópico, e infecciones aparentemente muy leves pueden causar una 
infiltración masiva local de hemocitos con focos necróticos. En O. edulis, el parásito se asocia a 
infiltración hemocítica intensa y aparece en el tejido conjuntivo de distintos órganos, principalmente 
dentro de los hemocitos, pero a veces también fuera de las células hospedadoras (Abollo et al.,2008). En 
O. stentina, no se observó hemocitosis en animales que estaban infectados por el parásito (Hill et al., 
2010). 

2.2.5. Infección persistente con portadores de por vida 

La infección a menudo es mortal, en función del hospedador y de las condiciones ambientales. 

2.2.6. Vectores 

Ninguno identificado. 

La detección de ADN de B. exitiosa en Crassostrea gigas sugiere que esta especie podría actuar como 
portadora o reservorio de B. exitiosa (Lynch et al., 2010). 

2.2.7. Animales acuáticos salvajes portadores o sospechosos de serlo 

Bonamia exitiosa suele infectar a poblaciones salvajes de especies susceptibles (véase el apartado 
2.2.1). 

2.3. Patrón de la enfermedad 

2.3.1. Mecanismos de transmisión 

En O. chilensis es posible la transmisión del parásito directamente entre hospedadores. Las ostras 
ingieren partículas infectivas liberadas y entran en la hemolinfa procedentes del intestino (Hine, 1991a; 
1991b). Las partículas infectivas son fagocitadas por hemocitos agranulares, pero pueden resistir a la 
lisis dentro del hemocito (Hine y Wesney, 1994). 

Se detectó ADN del parásito en larvas incubadas en la cavidad paleal de ostras adultas, lo cual sugiere 
una posible transmisión entre estos dos grupos de edad. Así, las larvas podrían contribuir a la 
propagación del parásito durante su vida planctónica (Arzul et al., 2010). 

2.3.2. Prevalencia 

La prevalencia en O. chilensis es variable (de entre el 0% y casi el 80%) (Cranfield et al., 2005; Diggles et 
al., 2002). En el hemisferio sur, la infección por B. exitiosa presenta la máxima prevalencia entre enero y 
abril, y el parásito es prácticamente indetectable en septiembre y octubre (Hine, 1991a). Factores 
estresantes, como la exposición a temperaturas (inferiores a los 7º o superiores a los 26ºC) y salinidades 
(40%) extremas, el ayuno (permanencia en agua marina filtrada durante largos periodos de tiempo), la 
manipulación (un agitación enérgica cuatro veces al día) o una infección intensa por parásitos del filum 
Apicomplexa (Hine, 2002), pueden afectar a la dinámica de la enfermedad causada por B. exitiosa en 
O. chilensis (Hine et al., 2002). En Galicia (España), la máxima prevalencia notificada de B. exitiosa en 
O. edulis fue del 34% en un lote recogido en octubre (Abollo et al., 2008). A pesar de ciertas diferencias 
de prevalencia observadas entre distintas fechas de muestreo, actualmente no se puede determinar cuál 
es el patrón de infección anual de la ostra europea por B. exitiosa en Europa.  

En O. edulis la prevalencia es variable, en cuyo molusco se ha observado coinfección con B. ostreae 
(Abollo et al., 2008). 

2.3.3. Distribución geográfica 

En O. chilensis se ha hallado infección por B. exitiosa en el estrecho de Foveaux y en otros lugares de la 
isla Sur de Nueva Zelanda (Dinamani et al., 1987;Doonan et al., 1994); en O. angasi, en Australia (Bahía 
Port Philip, Victoria; Bahía Georges, Tasmania; y Albany, Australia occidental) (Corbeil et al., 2006b; 
Hine, 1996; Hine y Jones, 1994); en O. edulis, en Galicia (Spain) (Abollo et al., 2008), en Italia (Mar 
Adriático) (Narcisi et al. 2010), en Francia (Mar Mediterráneo) y en el Reino Unido (Cornwall); y en 
O. stentina, en Túnez (Hill et al., 2010). 
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2.3.4. Mortalidad y morbilidad 

La infección suele ser mortal. En O. chilensis, la muerte suele tener lugar de forma simultánea a la 
máxima intensidad de infección, en concreto asociada a infecciones muy intensas por parásitos del filum 
Aplicomplexa (Hine, 2002; Hine y Wesney, 1994). La enfermedad parece matar más del 80% de las 
ostras porque la ola de la infección pasa por un lecho de ostras a lo largo de un periodo de 2-3 años 
(Cranfield et al., 2005). Todavía no se ha evaluado el impacto de B. exitiosa en O. edulis ni en 
O. stentina. 

2.3.5. Factores ambientales  

La prevalencia fue más alta en ostras mantenidas durante un corto periodo de tiempo (14 días) en agua 
tibia (25-26ºC) durante 1 hora al día o en agua hipersalina (39–40%) que en agua fría (7ºC durante 1 
hora al día) y en agua hiposalina (15%) (Hine et al., 2002). Sin embargo, en este estudio se utilizó la 
variación de temperatura y de salinidad como factor estresante.  

En O. chilensis, la prevalencia sigue un patrón anual con dos picos, uno en abril (principios de otoño) y 
uno en agosto (invierno) (Hine, 1991a). Todavía no se ha estudiado la evolución de B. exitiosa en 
O. edulis ni en O. stentina en función de la estación del año. 

2.4. Control y prevención 

2.4.1. Vacunación 

Ninguna. 

2.4.2. Tratamiento con sustancias químicas 

Ninguno. 

2.4.3. Inmunoestimulación 

Ninguna. 

2.4.4. Selección genética a favor de la resistencia 

Ninguna. 

2.4.5. Repoblación con especies resistentes 

Ninguna. 

2.4.6. Agentes bloqueantes 

Ninguno. 

2.4.7. Desinfección de huevos y larvas 

No se dispone de datos. 

2.4.8. Prácticas generales de manejo 

El desarrollo de dragas más ligeras y de estrategias de pesca menos agresivas debería reducir la 
probabilidad de que surgieran brotes de la enfermedad, porque se reduciría la perturbación de los 
moluscos (Cranfield et al., 2005). Evitar factores estresantes como la exposición a temperaturas 
(inferiores a los 7ºC o superiores a los 26ºC) y a salinidades (40%) extremas, el ayuno, la manipulación o 
infecciones intensas por otros parásitos, así como disminuir la densidad, debería ayudar a reducir el 
impacto de la enfermedad (Cranfield et al., 2005; Hine et al., 2002). 

3. Obtención de muestras 

3.1. Elección de ejemplares 

Prioritariamente deben escogerse ejemplares moribundos o que acaben de morir (de 2 o más años), para 
aumentar la probabilidad de encontrar ostras infectadas. Para la histología, solo deben escogerse ostras vivas 
(pueden incluirse moribundas). 
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Debe organizarse la obtención de ostras de modo que se lleve a cabo una vez al año, cuando se sepa que la 
prevalencia es máxima. Cuando no se disponga de este dato en un ecosistema determinado, en el hemisferio 
sur la obtención de muestras debe llevarse a cabo preferiblemente entre enero y abril (Hine, 1991a). 

3.2. Conservación de muestras para su envío 

Para la histología, el mejor conservante es el AFA de Davidson, pero también es aceptable la formalina 
tamponada al 10% u otros fijadores estándar para histología. Para las pruebas de reacción en cadena de la 
polimerasa (PCR), las muestras deben conservarse en etanol al 95-100% y en alcohol no desnaturalizado. 

3.3. Combinación de varias muestras 

La combinación de varias muestras podría ser aplicable, pero no se ha evaluado cómo influye en el 
rendimiento de las pruebas diagnósticas. 

3.4. Órganos y tejidos de elección 

Para el diagnóstico de B. exitiosa por histología se utiliza un corte de tejido de 3-5 mm de espesor de 
branquias, manto, gónadas o glándula digestiva. Para ciertas pruebas, como las improntas o la reacción en 
cadena de la polimerasa (PCR) son preferibles las branquias y/o el corazón. 

3.5. Muestras/tejidos que no son adecuados 

Los tejidos distintos de las branquias, el corazón y el manto son menos adecuados. 

4. Métodos de diagnóstico 

4.1. Métodos de diagnóstico de campo 

4.1.1. Signos clínicos 

Los signos clínicos son la presencia de ostras muertas o moribundas, pero no es patognomónica de la 
infección por B. exitiosa y podría indicar otras infecciones. 

4.1.2. Alteraciones del comportamiento 

Presencia de ostras moribundas. 

4.2. Métodos clínicos 

4.2.1. Anatomopatología macroscópica 

La mayoría de ostras vivas infectadas tiene un aspecto normal, pero a veces las branquias pueden estar 
erosionadas (Dinamani et al., 1987). 

4.2.2. Bioquímica clínica 

Ninguna. 

4.2.3. Anatomopatología microscópica 

En O. chilensis, aparecen lesiones en el tejido conjuntivo de las branquias y del manto, y en los senos 
vasculares situados alrededor del estómago y del intestino. La capa subepitelial del tejido conjuntivo del 
manto, que está infiltrada por grupos de hemocitos granulares parasitados, presenta un aspecto 
disociado (Dinamani et al., 1987). En infecciones aparentemente leves de los epitelios de las branquias y 
de los divertículos digestivos de O. angasi, la presencia intracelular de B. exitiosa, que apenas adquiere 
un tono basófilo claro en la tinción, da lugar a una hiperplasia epitelial masiva. En O. edulis, el parásito se 
detectó en el tejido conjuntivo de distintos órganos asociado a una intensa infiltración de hemocitos  
(Abollo et al., 2008). 

4.2.4. Preparaciones húmedas 

Ninguna. 
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4.2.5. Improntas 

Pueden observarse microorganismos esféricos u ovoides (de 2-5 µm de ancho) dentro de los hemocitos 
en improntas de corazón o de branquias. 

4.2.6. Microscopía electrónica/citopatología 

En infecciones avanzadas, puede observarse el parásito dentro de los hemocitos. 

4.3. Métodos de detección e identificación del agente 

4.3.1. Métodos directos de detección 

4.3.1.1. Métodos microscópicos 

4.3.1.1.1. Preparaciones húmedas 

Ninguna. 

4.3.1.1.2. Improntas 

Muestras a obtener: ostras desovadas o ventrículo cardíaco o branquias de hospedadores vivos de 2 
años de edad o más.  

Procedimiento técnico: tras secar los tejidos sobre papel absorbente, se llevan a cabo varias 
improntas sobre un porta de vidrio. Los portas se secan al aire, se fijan en metanol o en etanol 
absoluto y se tiñen utilizando un kit comercial de tinción de sangre, de acuerdo con las instrucciones 
del fabricante. Tras enjuagarlos en agua de grifo y secarlos, los portas se montan con un 
cubreobjetos utilizando una resina sintética adecuada. Los portas se observan primero a 200 
aumentos y a continuación con aceite de inmersión a 1.000 aumentos. 

Controles positivos: son recomendables y se adquieren en el Laboratorio de Referencia de la OIE. 

Niveles de validación:  

• Especificidad y sensibilidad: la especificidad es baja, pero la sensibilidad es mejor que la del 
examen histológico (Diggles et al., 2003). En comparación con la PCR y la hibridación in-situ 
(ISH) combinadas, en O. chilensis las improntas de corazón tienen una sensibilidad del 59,3% y 
una especificidad del 100% (Diggles et al., 2003). 

• Método de referencia: la sensibilidad de las improntas de tejidos es más alta que la de la 
histología, que es el método de referencia, aunque no es específica de la especie del parásito.  

Interpretación de los resultados: 

• Un resultado positivo es la presencia de pequeños microorganismos esféricos u ovoides (de 2–5 
µm de ancho) dentro de los hemocitos. Sin embargo, también es posible observar el parásito 
extracelularmente. Estos microorganismos tienen un citoplasma basófilo y un núcleo eosinófilo 
(los colores pueden variar en función de la tinción utilizada) y, dado que se esparcen sobre el 
porta, pueden parecer más grandes en improntas que en preparaciones histológicas. 

• En especies susceptibles de la zona en la que se sabe que existe infección por B. exitiosa, un 
resultado positivo en O. chilensis o en O. angasi indica infección por B. exitiosa, pero en O. 
edulis puede indicar infección tanto por B. exitiosa como por B. ostreae. 

• En otras especies o fuera de la zona geográfica en la que se sabe que existe infección por B. 
exitiosa, un resultado positivo indica infección por una especie del género Bonamia que tendrá 
que confirmarse en el Laboratorio de Referencia de la OIE.  

Disponibilidad de pruebas comerciales: se comercializan kits de tinción rápida (como por ejemplo,  
Hemacolor®). 

4.3.1.1.3. Cortes fijados 

4.3.1.1.3.1. Histología 

Muestras a obtener: Ostras vivas o que acaben de morir. 

Procedimiento técnico: deben fijarse durante 24 h en fijador de Davidson o en otros fijadores estándar 
para histología, como formalina tamponada al 10%, cortes de tejido que incluyan branquias, glándula 
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digestiva, manto y gónadas. A continuación, se aplica el proceso normal de inclusión en parafina y 
tinción, por ejemplo, con hematoxilina y eosina. Las observaciones se realizan a aumentos 
crecientes, hasta llegar a los x1000. 

Controles positivos: son recomendables y se adquieren en el Laboratorio de Referencia de la OIE. 

Niveles de validación:  

• Especificidad y sensibilidad: en O. chilensis, la especificidad es baja, pero la sensibilidad es 
buena en infecciones de intensidad moderada a alta, y baja en infecciones de baja intensidad. 
En comparación con la PCR combinada con ISH, la histología tiene una sensibilidad del 44% 
(inferior a la de las improntas de corazón) y una especificidad del 100% (Diggles et al., 2003). 

• Método de referencia: la histología es el método de referencia y es el método de vigilancia 
recomendado en zonas solo infectadas por B. exitiosa. Sin embargo, en zonas donde coexisten 
B. exitiosa y B. ostreae, un resultado positivo en la histología tendrá que confirmarse mediante 
caracterización molecular. 

Interpretación de los resultados:  

• Un resultado positivo es la presencia, en O. chilensis, de parásitos en forma de células muy 
pequeñas, de 2-5 µm de ancho, dentro de los hemocitos o libres en el tejido conjuntivo o en el 
epitelio de los senos de las branquias, del intestino y del manto. A menudo se asocian a una 
intensa infiltración diseminada de hemocitos en O. chilensis, mientras que en O. angasi se 
asocian a una intensa infiltración focal de hemocitos. Para evitar posibles dudas, solo se 
diagnosticará la enfermedad si se observa el parásito dentro de los hemocitos. Esta técnica no 
es específica de especie. 

• En especies susceptibles de la zona en la que se sabe que existe infección por B. exitiosa, un 
resultado positivo en O. chilensis o en O. angasi indica infección por B. exitiosa, pero en O. 
edulis puede indicar infección tanto por B. exitiosa como por B. ostreae. 

• En otras especies o fuera de la zona geográfica en la que se sabe que existe infección por B. 
exitiosa, un resultado positivo indica infección por una especie del género Bonamia que tendrá 
que confirmarse en el Laboratorio de Referencia de la OIE 

Disponibilidad de pruebas comerciales: no existen pruebas comerciales. 

4.3.1.1.3.2. Microscopía electrónica de transmisión 

Muestras a obtener: Ostras vivas o que acaben de morir. 

Procedimiento técnico: debe fijarse un trozo pequeño (1-2 mm) de tejido en glutaraldehído al 3% (en 
agua de mar filtrada por un tamaño de poro de 0,22 µm [FSW]) durante 1 hora, lavarse tres veces en 
FSW, fijarse en ácido ósmico al 1% y lavarse dos veces más de FSW. Tras la deshidratación en 
baños sucesivos de etanol, y dos baños de óxido de propileno, las muestras deben impregnarse 
progresivamente e incluirse en Epon. Tras la polimerización a 60ºC, deben realizarse cortes de los 
bloques de 0,5-1 µm de espesor para el control de calidad, y después de 80-100 nm para el examen 
al microscopio electrónico. Se depositan cortes ultrafinos en rejillas de malla de cobre y se les aplica 
una tinción de contraste utilizando acetato de uranilo y citrato de plomo.  

Controles positivos: ninguno. 

Niveles de validación:  

• Especificidad y sensibilidad: la especificidad es mejor que la de las improntas o la histología. La 
microscopía electrónica de transmisión (MET) permite diferenciar B. exitiosa de otras 
microcélulas estrechamente relacionadas, como B. ostreae.  

Interpretación de los resultados:  

• Un resultado positivo es la presencia de parásitos dentro de los hemocitos. En O. chilensis, se 
han descrito cuatro fases de desarrollo del parásito en ostras infectadas, que corresponden a las 
formas densas (Estado 1), las formas intermedias (Estadio 2), las formas plasmodiales (Estadio 
3) y las formas vacuoladas (Estadio 4) (Hine, 1991b; Hine et al., 2001). Las estructuras 
intracelulares son mitocondrias, haplosporosomas, aparato de Golgi y microtúbulos 
intranucleares persistes.  

• A diferencia de otros haplosporidios, como B. ostreae, en B. exitiosa se ha observado una fase 
que contiene una gran vacuola derivada del aumento de tamaño de una o más mitocondrias 
(Hine, 1991b; Hine et al., 2001). Las formas densas de B. exitiosa son ligeramente más grandes 
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(diámetro medio de 61 parásitos = 3 ± 0,3 µm) que las de B. ostreae, (diámetro medio de 64 
parásitos = 2,4 ± 0,5 µm) y tienen más haplosporosomas, perfiles mitocondriales y cuerpos 
lipoides por área de ultraestructura, así como mitocondrias tubulo-vesiculares más pequeñas. 
Además, las formas densas, aunque no las claras, de B. ostreae carecen de complejos de 
aparato de Golgi/copa nuclear unidos a la membrana nuclear, y de fase vacuolada (Hine et al., 
2001). 

Disponibilidad de pruebas comerciales: no existen pruebas comerciales. 

4.3.1.2. Aislamiento e identificación del agente 

4.3.1.2.1. Cultivo celular/medios artificiales  

No se dispone de ninguno. 

4.3.1.2.2. Métodos de detección del antígeno basados en anticuerpos 

Actualmente no existe ninguno, pero uno de los dos anticuerpos monoclonales generados contra la 
membrana celular de B. ostreae reaccionó con B. exitiosa (Mialhe et al., 1988). 

4.3.1.2.3. Técnicas moleculares 

4.3.1.2.3.1. Reacción en cadena de la polimerasa (PCR) 

Muestras a obtener: ostras vivas o que acaben de morir. 

Procedimiento técnico: se introducen muestras de tejido en etanol al 95-100% o se congelan hasta 
que se extraiga el ADN. La extracción del ADN se lleva a cabo mediante digestión con proteinasa K 
durante toda la noche a 50ºC, y extracción con fenol-cloroformo con precipitación mediante etanol 
(Cochennec et al., 2000). 

Se ha observado que un protocolo de PCR desarrollado para la detección de B. ostreae permite la 
detección de B. exitiosa (Carnegie y Cochennec-Laureau, 2004; Diggles et al., 2003;Hine et al., 
2001). El par de cebadores Bo–Boas (5’-CAT-TTA-ATT-GGT-CGG-GCC-GC-3’ y 5’-CTG-ATC-GTC-
TTC-GAT-CCC-CC-3’, respectivamente) amplifica un producto de 304 pb del ADNr de la región de la 
subunidad pequeña (SSU) (Cochennec et al., 2000). Las mezclas para la PCR contienen tampón (KCl 
500 mM, Tris/HCl 100 mM [pH 9,0 a 25°C] y Triton® X-100 al 1%), MgCl2 2,5 mM, mezcla de dNTP a 
una concentración de 0,2 mM, cebadores directo e inverso 1 µM, 0,02 unidades/µl de ADN 
polimerasa Taq, y 0,2 ng/µl del ADN molde en un volumen total de 50 µl. Las muestras se 
desnaturalizan en un termociclador durante 5 minutos a 94ºC antes de ser sometidas a 30 ciclos 
(94°C durante 1 minuto, 55°C durante 1 minuto, 72°C durante 1 minuto), seguidos de una extensión 
final de 10 minutos a 72ºC. 

Un segundo par de cebadores, CF y CR (5’-CGG-GGG-CAT-AAT-TCA-GGA-AC-3’ y 5’-CCA-TCT-

GCT-GGA-GAC-ACA-G-3’, respectivamente), también diseñado para amplificar un producto de 
760 pb de ADNr de la SSU de B. ostreae, debería amplificar B. exitiosa (Carnegie y Cochennec-
Laureau, 2004).  

Para la detección de Bonamia spp. también puede utilizarse una prueba de PCR TaqMan utilizando 
cebadores y sonda que accedan a la región del ITS1 (espaciador transcrito interno) (Corbeil et al., 
2006a). Tiene buena sensibilidad; esta prueba no amplifica Haplosporidium nelsoni, H. costale ni 
Mikrocytos mackini, pero todavía no está del todo validada.  

Controles positivo/negativo: son obligatorios. Los controles positivos son: 1) PCR con cebadores 
específicos del ADN genómico de hospedadores muy infectados o ADN de parásitos purificados; 2) 
productos de una amplificación inespecífica (actina, SSU, etc.). Los controles negativos son: 3) 
reacciones de ADN no diana; 4) PCR con cebadores específicos de ADN genómico de hospedadores 
no infectados. Los controles positivos pueden adquirirse previa petición en el Laboratorio de 
Referencia de la OIE. 

Niveles de validación:  

• Especificidad y sensibilidad: debido a la similitud con la secuencia de ADN diana, el par de 
cebadores Bo-Boas debe amplificar todos los haplosporidios microcelulares (Carnegie y 
Cochennec-Laureau, 2004). La sensibilidad de la prueba es mejor que la de la histología, pero 
peor que la de la hibridación in-situ (Diggles et al., 2003). 
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• Método de referencia: en comparación con la combinación de histología e improntas de corazón, 
y considerando que estas técnicas tienen un 100% de sensibilidad y de especificidad, la PCR 
tiene una sensibilidad del 88,2% (inferior a la de la ISH) y una especificidad del 36,4% (Diggles 
et al., 2003). 

Interpretación de los resultados:  

• Un resultado positivo es un amplicón del tamaño adecuado, cuando todos los controles 
negativos dan un resultado negativo y todos los controles positivos, un resultado positivo. 

• La PCR no es específica de especie. La secuencia de ADNr del gen de la SSU de Bonamia 
exitiosa presenta polimorfismo con la de B. ostreae y B. roughleyi en el análisis de los 
polimorfismos de la longitud de los fragmentos de restricción (RFLP) tras una digestión con BgI y 
Hae II de los productos obtenidos en la PCR realizada con los cebadores Bo-Boas. Bonamia 
ostreae y B. exitiosa presentan el mismo perfil (dos productos de 115 y de 189 pb) cuando se 
digieren con Hae II, mientras que el producto de la PCR de B. roughleyi no se digiere. El perfil 
de B. ostreae consiste en dos bandas de 120 y de 180 pb cuando se digiere con Bgl I, mientras 
que los productos de la PCR de B. exitiosa y B. roughleyi no se digieren (Carnegie y 
Cochennec-Laureau, 2004; Hine et al., 2001). Sin embargo, según el análisis de la secuencia, la 
PCR-RFLP no distingue B. exitiosa, y otras cepas relacionadas, de B. perspora.  

• En O. chilensis y O. angasi de Nueva Zelanda y de Australia, respectivamente, un resultado de 
PCR-RFLP esperado, asociado a un resultado positivo por histología o improntas, confirma la 
infección por B. exitiosa; 

• En otras especies, o fuera de la zona geográfica en la que se sabe que hay infección por B. 
exitiosa, un resultado de PCR-RFLP esperado, asociado a un resultado positivo por histología o 
improntas, es muy indicativo de una infección por B. exitiosa, pero para confirmar el diagnóstico 
es necesaria una secuenciación del producto de la PCR y, si es posible, una observación 
mediante MET.  

Disponibilidad de pruebas comerciales: no existen pruebas comerciales. 

4.3.1.2.3.2. Hibridación in-situ (ISH) 

Muestras a obtener: ostras vivas o que acaben de morir. 

Procedimiento técnico: se ha observado que un protocolo de ISH desarrollado para detectar B. 
ostreae permite detectar B. exitiosa (Cochennec et al., 2000; Diggles et al., 2003). En esta prueba se 
utiliza una sonda de 300 pb marcada con digoxigenina que accede al ADNr del gen de la SSU. Se 
introducen muestras de tejido en fijador de Davidson durante 24 horas y a continuación se incluyen 
en parafina. Se realizan cortes de 5 µm de espesor, se depositan sobre portas recubiertos de silano y 
después se dejan durante toda la noche en un horno a 60ºC. Tras desparafinarlos, los portas se 
tratan con proteinasa K (100 µgml–1) en tampón TE (Tris 50 mM, EDTA [ácido 
etilendiaminotetraacético] 10 mM) a 37°C durante 30 minutos. Los portas se deshidratan por 
inmersión en diluciones seriadas de etanol y se secan al aire. A continuación, se cubren con tampón 
de hibridación (SSC [citrato salino estándar; NaCi 60 mM, NaCl 600 mM, pH 7] 4x, formamida al 50%, 
solución de Denahardt 1x, 250 µgml–1 de ARNt de levadura, sulfato de dextrano al 10%) que 
contenga 20 ng de la sonda marcada con digoxigenina. Tras la desnaturalización durante 5 minutos a 
95ºC, se lleva a cabo la hibridación incubando los portas en una cámara húmeda durante toda la 
noche a 42ºC. La sonda se produce mediante PCR utilizando el par de cebadores Bo-Boas 
anteriormente descrito con incorporación de digoxigenina. La PCR se lleva a cabo como se ha 
descrito en el apartado sobre la PCR excepto por el hecho de que se añade DIG dUTP 25 mM a la 
mezcla de reacción. Los pasos de la detección se realizan según las instrucciones del fabricante. 

En otro protocolo de ISH se utiliza un cóctel de tres sondas 5’ marcadas con digoxigenina específicas 
de miembros estrechamente relacionados del grupo de B. exitiosa–B. roughleyi (Hill et al., 2010). No 
obstante, esta prueba no está del todo validada.  

Controles positivos/negativos: son obligatorios. Los controles positivos son: 1) ISH en el hospedador 
infectado; 2) ISH inespecífico (ADNr de la SSU) en las muestras. Los controles negativos son: 3) 
reacciones de ISH sin sonda; 4) ISH en hospedadores no infectados. Los controles positivos pueden 
adquirirse solicitándolos al Laboratorio de Referencia de la OIE. 

Niveles de validación:  

• Especificidad y sensibilidad: la especificidad es más alta que la de los métodos histocitológicos. 
No obstante, la sonda Bo-boas también permite detectar Haplosporidium nelsoni en Crassostrea 
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virginica, y B. ostreae en O. edulis¸ aunque no Mikrocytos mackini en C. gigas (Carnegie y 
Cochennec-Laureau, 2004;Cochennec et al., 2000). 

• Método de referencia: en comparación con la combinación de histología e improntas, y teniendo 
en cuenta que estas técnicas ofrecen un 100% de sensibilidad y de especificidad, la ISH tiene 
una sensibilidad del 100% (superior a la de la PCR) y una especificidad del 27,3% (Diggles et 
al., 2003). 

Interpretación de los resultados:  

• Un resultado positivo corresponde a parásitos marcados de color oscuro dentro de los 
hemocitos, cuando todos los controles negativos dan un resultado negativo y todos los positivos, 
un resultado positivo. 

• En especies susceptibles de la zona en la que se sabe que existe infección por B. exitiosa, un 
resultado positivo en O. chilensis o en O. angasi indica infección por B. exitiosa, pero en O. 
edulis puede indicar infección tanto por B. exitiosa como por B. ostreae. 

• En otras especies o fuera de la zona geográfica en la que se sabe que existe infección por B. 
exitiosa, un resultado positivo indica infección por una especie del género Bonamia que tendrá 
que confirmarse en el Laboratorio de Referencia de la OIE. 

Disponibilidad de pruebas comerciales: kit de detección de ácidos nucleicos con DIG (Boehringer 
Mannheim). 

4.3.1.2.3.3. Secuenciación 

La secuenciación se recomienda como uno de los pasos finales para la confirmación del diagnóstico. 
Las regiones de acceso son el ADNr de la SSU y el ITS1. Aunque en las genotecas públicas se 
dispone de las secuencias, se recomienda pasar estos casos al Laboratorio de Referencia de la OIE 
correspondiente.   

4.3.1.2.4. Purificación del agente 

Ninguna. 

4.3.2. Métodos serológicos 

Ninguno aplicable. 

5. Idoneidad de las pruebas para cada uso previsto 

A modo de ejemplo, los métodos actualmente disponibles para la vigilancia dirigida y el diagnóstico de la infección 
por B. exitiosa se detallan en la Tabla 5.1. Las denominaciones utilizadas en la Tabla indican: a =el método es el 
recomendado por razones de disponibilidad, utilidad y especificidad y sensibilidad de diagnóstico; b= el método es 
estándar, con buena sensibilidad y especificidad de diagnóstico; c = el método tiene aplicación en algunas 
situaciones, pero el coste, la precisión u otros factores limitan seriamente su aplicación; y d= el método no se 
recomienda actualmente para este fin. Esta clasificación es de alguna forma subjetiva ya que la idoneidad implica 
cuestiones de fiabilidad, sensibilidad, especificidad y utilidad. Aunque no todas las pruebas incluidas en las 
categorías a o b se han sometido a estandarización y validación formales, su naturaleza sistemática y el hecho de 
que se hayan usado generalmente sin resultados dudosos las hace aceptables. 

Tabla 5.1.Métodos de vigilancia dirigida y diagnóstico 

Método 
Vigilancia dirigida 

Diagnóstico 
provisional 

Diagnóstico 
confirmativo 

Larvas PL Juveniles Adultos 

Signos macroscópicos d d c c c d 

Improntas de tejidos d d a a a c 

Histopatología d d a a a c 

Me de transmisión d d d d d b 

Sondas de ADN  in situ d d d d d b 
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Método Vigilancia dirigida Diagnóstico 
provisional

Diagnóstico 
confirmativo

PCR y PCR TaqMan a a a a a c 

PCR-RFLP d d d d d b 

Secuenciación d d d d d a 

PL = postlarvas; ME = microscopía electrónica; PCR = reacción en cadena de la polimerasa; RFLP = análisis de polimorfismos de 
la longitud de los fragmentos de restricción. 

6. Prueba(s) recomendada(s) para la vigilancia dirigda destinada a declarar la ausencia de 
infección por Bonamia exitiosa 

Los métodos prescritos para la vigilancia dirigida destinada a declarar la ausencia de infección, como se indica en el 
Código Acuático, son: improntas de tejidos (corazón o branquias), histología o PCR en zonas solo infectadas por B. 
exitiosa. Sin embargo, en zonas donde coexisten B. exitiosa y B. ostreae, un resultado positivo en la histología tiene 
que confirmarse mediante caracterización molecular.  

7. Criterios de diagnóstico confirmativo 

7.1. Definición de caso sospechoso 

Todos los casos que den un resultado positivo obtenido por cualquier técnica de diagnóstico deben 
considerarse sospechosos. 

7.2. Definición de caso confirmado 

En especies susceptibles de la zona geográfica donde se sabe que existe infección por B. exitiosa, un caso 
confirmado de B. exitiosa es el que da un resultado positivo en improntas de tejidos, histología o hibridación in-
situ junto con un resultado positivo en la PCR-RFLP y en la secuenciación. 

En otras especies hospedadores o fuera de la zona donde se sabe que existe infección por B. exitiosa, se 
recomienda una confirmación por MET. No obstante, esta técnica solo es adecuada para las muestras 
intensamente infectadas. 
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C A P Í T U L O  2 . 4 . 3 .  
 

INFECCIÓN POR BONAMIA OSTREAE  

1. Ámbito de aplicación 

Bonamia ostreae es un parásito protozoario del filo Haplosporidia (Carnegie & Cochennec-Laureau, 2004; Lopez-
Flores et al., 2007) que infecta hemocitos de la ostra europea, Ostrea edulis, e induce trastornos de la fisiología y 
finalmente la muerte del animal (Grizel, 1985). A efectos de este capítulo, la infección por Bonamia ostreae se 
considera una infección por B. ostreae. Esta definición excluye infecciones por B. exitiosa (Hine et al., 2001), B. 
roughleyi (Cochennec et al., 2003) y B. perspora (Carnegie et al., 2006). Los casos de Bonamia spp. que no estén 
identificados a nivel de especie deben remitirse al Laboratorio de Referencia de la OIE correspondiente. 

2. Información sobre la enfermedad 

2.1. Factores del agente 

2.1.1. El agente patógeno, cepas del agente 

Bonamia ostreae (Pichot et al., 1979), no se ha identificado ninguna cepa. 

2.1.2. Supervivencia fuera del hospedador 

Hasta un 58% de los parásitos purificados de ostras intensamente infectadas parece sobrevivir tras 1 
semana en agua de lechos marinos a 15°C (Arzul et al., 2009). 

2.1.3. Estabilidad del agente (métodos eficaces de inactivación) 

Se ha observado que un baño en ácido peracético (al 0,001% y al 0,005%) reduce la contaminación de 
las ostras por B. ostreae (Grizel, 1985). 

2.1.4. Ciclo de vida 

El ciclo de vida fuera del hospedador no se conoce, pero es posible que se produzca una transmisión del 
parásito directamente de hospedador a hospedador por cohabitación o por inoculación de parásitos 
purificados (Hervio et al., 1995), lo cual sugiere que no se precisa hospedador intermediario. 

2.2. Factores del hospedador 

2.2.1. Especies hospedadoras susceptibles 

Hospedador natural: Ostra europea, Ostrea edulis.  

Especies de ostra infectadas cuando se trasladan a zonas endémicas de B. ostreae: Ostrea puelchana, 
O. angasi, O. chilensis (= Tiostrea chilensis, T. lutaria) (Carnegie & Cochennec-Laureau, 2004). No 
obstante, en estos hospedadores el parásito no se ha identificado hasta nivel de especie. 

Pruebas experimentales han indicado una baja infectividad por B. ostreae en Crassostrea ariakensis 
(Audemard et al., 2005). 

Se ha establecido la hipótesis de que Ostrea conchaphila (= O. lurida) y Crassostrea angulata pueden 
resultar infectadas por B. ostreae (Carnegie & Cochennec-Laureau, 2004), pero no se ha logrado un 
diagnóstico. 

En trabajos experimentales se ha observado que las siguientes especies no son susceptibles a B. 
ostreae: C. gigas, Ruditapes decussatus, R. philippinarum, Mytilus edulis y M. galloprovincialis (Culloty et 
al., 1999). 
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2.2.2. Fases susceptibles de la vida del hospedador 

O. edulis tanto de 0+ como de 1+ año de edad es susceptible al parásito y puede desarrollar una alta 
prevalencia e intensidad de infección, e incluso mortalidades a lo largo de un periodo de 6 meses (Lynch 
et al., 2005). No obstante, los ejemplares de más de 2 años parecen ser más susceptibles a la 
enfermedad (Culloty & Mulcahy, 1996; Grizel, 1985; Engelsma et al., 2010). Los ejemplares para siembra 
procedentes de poblaciones salvajes parecen estar significativamente más parasitados que las ostras 
procedentes de viveros (Conchas et al., 2003). 

Recientemente se ha observado que las larvas pueden resultar infectadas por B. ostreae (Arzul et al., 
2010). 

2.2.3. Especies o subpoblaciones predilectas (probabilidad de detección) 

Ostrea edulis es la única especie conocida susceptible en condiciones naturales, cuya intensidad de 
infección aumenta al mismo tiempo que la mortalidad con la edad y/o tamaño de las ostras (Culloty & 
Mulcahy, 1996; Grizel, 1985). 

2.2.4. Órganos diana y tejidos infectados 

Bonamia ostreae es un protozoo intrahemocítico (Comps et al., 1980; Pichot et al., 1979) pero puede 
observarse extracelularmente entre células epiteliales o intersticiales en las branquias y el estómago, así 
como en zonas de tejido conjuntivo necrótico. También se ha observado una localización intraepitelial en 
branquias (Montes et al., 1994) y en tejido ovárico (Van Banning, 1990). Las infecciones avanzadas se 
convierten en sistémicas. En las larvas, el parásito se ha detectado en el epitelio que circunda la cavidad 
visceral (Arzul et al., 2010). 

2.2.5. Infección persistente con portadores de por vida 

La infección a menudo es mortal, en función del hospedador y de las condiciones ambientales. 

2.2.6. Vectores 

Se ha estudiado el posible papel de los macroinvertebrados bentónicos y del zooplancton en el ciclo de 
vida de B. ostreae. La ofiura de espinas finas, Ophiothrix fragilis, se ha identificado como posible vector 
del parásito (Lynch et al., 2006). 

El resultado positivo en la reacción en cadena de la polimerasa (PCR) observado en Crassostrea gigas 
sugiere que esta especie podría actuar como portador o reservorio de B. ostreae (Lynch et al., 2010). 

2.2.7. Animales acuáticos salvajes portadores o sospechosos de serlo 

También existen poblaciones salvajes de ostra europea, Ostrea edulis, infectadas por B. ostreae. 

2.3. Patrón de la enfermedad 

2.3.1. Mecanismos de transmisión 

Es posible que se produzca una transmisión directa entre hospedadores. La forma infectiva y las vías de 
entrada y de salida siguen sin conocerse. El parásito se ha observado en larvas incubadas en la cavidad 
paleal de ostras adultas, lo cual sugiere una posible transmisión entre estos dos grupos de edad. Así 
pues, las larvas podrían contribuir a la diseminación del parásito durante su vida planctónica (Arzul et al., 
2010). En general, tiene lugar un lapso de tiempo de al menos 3 meses antes de poder detectar el 
parásito en lotes que estaban libres de la enfermedad y que han sido trasladados a zonas infectadas.  

2.3.2. Prevalencia 

La prevalencia es variable (de entre el 0% y el 80%), y más alta en individuos de más de 2 años. La 
enfermedad tiene lugar y puede transmitirse a lo largo de todo el año, pero existe una variación 
estacional en la infección por B. ostreae, de modo que la prevalencia de la infección aumenta a partir de 
otoño y alcanza un pico a finales de invierno/principios de primavera (Arzul et al., 2006; Culloty & 
Mulcahy, 1996; Grizel, 1985; Engelsma et al., 2010). 
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2.3.3. Distribución geográfica 

Se ha observado infección por B. ostreae en Europa (Francia, Irlanda, Italia, Países Bajos, Portugal, 
España y el Reino Unido), Canadá (Columbia Británica) y Estado Unidos (los estados de California, 
Maine y Washington) (Carnegie & Cochennec-Laureau, 2004). 

2.3.4. Mortalidad y morbilidad 

La infección de ostra europea, tanto salvaje como cultivada, suele ser letal, y suelen morir en el momento 
de máxima intensidad de la infección.  

2.3.5. Factores ambientales 

La supervivencia de los parásitos purificados y mantenidos en agua de mar es inferior a los 25°C que a 
los 4°C o 15°C (Arzul et al., 2009). Las salinidades altas (35, 40 y 45 ups) parecen favorecer la 
supervivencia del parásito (Arzul et al., 2009). La prevalencia muestra un patrón anual que puede diferir 
en función de la zona, de modo que aumenta a partir de otoño y presenta un pico a finales de 
invierno/principios de primavera. En general se observan dos picos, que tienen lugar en 
invierno/primavera y en otoño (Arzul et al., 2006; Culloty & Mulcahy, 1996). Las temperaturas más bajas y 
las salinidades más altas del verano inducen una mayor prevalencia en el siguiente invierno (Arzul et al., 
2006). Ostrea edulis parece ser más susceptible a B. ostreae tras los periodos de menor disponibilidad 
de alimento y menores salinidades (Engelsma et al., 2010). 

2.4. Control y prevención 

2.4.1. Vacunación 

Ninguna. 

2.4.2. Tratamiento con sustancias químicas 

Ninguno. 

2.4.3. Inmunoestimulación 

Ninguna. 

2.4.4. Selección genética a favor de la resistencia 

Se ha observado que la selección genética a favor de la resistencia es eficaz para reducir la 
susceptibilidad a B. ostreae y la mortalidad que causa (Naciri-Graven et al., 1998). 

2.4.5. Repoblación con especies resistentes 

Las especies resistentes de Ostrea edulis desarrolladas mediante una cría selectiva podría constituir una 
alternativa en las zonas infectadas. 

2.4.6. Agentes bloqueantes 

Ninguno. 

2.4.7. Desinfección de huevos y larvas 

No se dispone de datos. 

2.4.8. Prácticas generales de manejo 

Las mortalidades causadas por la bonamiosis pueden reducirse utilizando cultivos en suspensión, 
menores densidades de población o bien cultivando Ostrea edulis con Crassostrea gigas, que no es 
susceptible de forma natural a la infección (Carnegie & Cochennec-Laureau, 2004). Los ejemplares de 
ostras para siembra procedentes de viveros son preferibles a los procedentes de poblaciones naturales, 
puesto que estos últimos parecen estar considerablemente más parasitados (Conchas et al., 2003). 
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3. Obtención de muestras 

3.1. Elección de ejemplares 

Como muestra deben escogerse prioritariamente individuos moribundos o que acaben de morir (2 o más años 
de edad) con el fin de aumentar la probabilidad de hallar ostras infectadas. Para la histología, solo deben 
escogerse ostras vivas (pueden incluirse moribundas). 

La obtención de muestras debe organizarse de modo que se lleve a cabo una vez al año, en el momento de 
máxima prevalencia. Cuando no se disponga de esta información en un ecosistema determinado, la obtención 
de muestras deberá llevarse a cabo preferiblemente a finales de invierno-principios de primavera o en otoño 
(Arzul et al., 2006; Culloty & Mulcahy, 1996; Engelsma et al., 2010). 

3.2. Conservación de las muestras para su envío 

Para la histología, el mejor conservante es el AFA del Davidson, pero la formalina tamponada al 10% u otros 
fijadores estándar para histología también son aceptables. Para la reacción en cadena de la polimerasa 
(PCR), las muestras deben conservarse en etanol al 95-100% y en alcohol no desnaturalizado. 

3.3. Combinación de varias muestras 

La combinación de muestras podría ser interesante, pero no se ha evaluado su posible impacto en el 
rendimiento de las pruebas de diagnóstico. 

3.4. Órganos y tejidos de elección 

Para el diagnóstico e B. ostreae mediante histología se utilizan cortes de 3-5 µm de grosor que incluyan las 
branquias, el manto, la gónada y la glándula digestiva. Para ciertas pruebas, como las improntas o la PCR, lo 
mejor es utilizar tejido de las branquias y/o del corazón. 

3.5. Muestras/tejidos que no son adecuados 

Cualquier tejido distinto de las branquias, el corazón y el manto es menos adecuado. 

4. Métodos de diagnóstico 

4.1. Métodos de diagnóstico de campo 

4.1.1. Signos clínicos 

Los signos clínicos son ostras muertas o moribundas, pero estos signos clínicos no son patognomónicos 
de la infección por B. ostreae, de modo que podrían indicar otras infecciones. 

4.1.2. Alteraciones del comportamiento 

Incapacidad de cerrar la concha cuando se les saca del agua. 

4.2. Métodos clínicos 

4.2.1. Anatomopatología macroscópica 

La anatomopatología macroscópica incluye en ocasiones una coloración amarilla, así como extensas 
lesiones que incluyen úlceras perforadas en los tejidos conjuntivos de las branquias, el manto y la 
glándula digestiva (Comps et al., 1980). Los signos macroscópicos no son patognomónicos de la 
infección por B. ostreae y la mayoría de ostras infectadas tiene un aspecto normal. 

4.2.2. Bioquímica clínica 

Ninguna. 
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4.2.3. Anatomopatología microscópica 

Infiltraciones densas de hemocitos, algunas de las cuales contienen parásitos, en el tejido conjuntivo de 
la branquia y el manto, y en los senos vasculares que envuelven el estómago y el intestino, que pueden 
observarse en cortes fijados (Comps et al., 1980). 

4.2.4. Preparaciones húmedas 

Ninguna. 

4.2.5. Improntas 

Pueden observarse microorganismos esféricos u ovoides (de 2-5 µm de ancho) dentro de los hemocitos 
en improntas de corazón o de branquias.  

4.2.6. Microscopía electrónica/citopatología 

En la infección avanzada, se puede observar el parásito dentro de los hemocitos. 

4.3. Métodos de detección e identificación del agente 

4.3.1. Métodos directos de detección 

4.3.1.1. Métodos microscópicos 

4.3.1.1.1. Preparaciones húmedas 

No es aplicable. 

4.3.1.1.2. Improntas 

Muestras a obtener: tejidos blandos de ostra europea, y ventrículo cardiaco o branquias de 
hospedadores vivos de 2 años de edad o más. 

Procedimiento técnico: tras secar los tejidos sobre papel absorbente, se realizan varias improntas 
sobre un porta de vidrio. Los portas se secan al aire, se fijan en metanol o en etanol absoluto y se 
tiñen empleando un kit comercial de tinción de sangre, siguiendo las instrucciones del fabricante. Tras 
enjuagarlos en agua de grifo y secarlos, los portas se montan con un cubreobjetos empleando una 
resina sintética adecuada. Los portas se observan primero a 200 aumentos y a continuación en aceite 
de inmersión a 1.000 aumentos. 

Controles positivos: son recomendables y pueden adquirirse en el Laboratorio de Referencia de la 
OIE. 

Niveles de validación: 

• Especificidad y sensibilidad: la especificidad es baja, pero la sensibilidad es mejor que el 
examen histológico (Da Silva & Villalba, 2004). No obstante, parece ser que la técnica de la 
impronta de corazón no es fiable para detectar infecciones latentes. 

• Método de referencia: la sensibilidad de las improntas de tejido es mayor que la de la histología, 
que es el método de referencia, aunque no aquellas no son específicas de la especie de 
parásito. 

Interpretación de los resultados: 

• Un resultado positivo es la presencia de pequeños microorganismos esféricos u ovoides (de -5 
µm de ancho) dentro de hemocitos. No obstante, el parásito también podría observarse 
extracelularmente. Estos microorganismos presentan un citoplasma basófilo y un núcleo 
eosinófilo (los colores pueden variar en función de la tinción utilizada) y, dado que se esparcen 
sobre el porta, en las improntas pueden parecer más anchos que en las preparaciones 
histológicas. Se han observado células multinucleadas. Esta técnica no es específica de la 
especie de parásito. 

• En especies susceptibles que se encuentren en la zona geográfica en la que se sabe que hay 
infección por B. ostreae, un resultado positivo es muy indicativo de infección por B. ostreae o B. 
exitiosa.  
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• En otras especies de fuera de la zona geográfica en la que se sabe que hay infección por B. 
ostreae, un resultado positivo indica infección por una especie de Bonamia que tendrá que 
confirmarse en el Laboratorio de Referencia de la OIE. 

Disponibilidad de pruebas comerciales: se comercializan kits de tinción rápida (por ejemplo, 
Hemacolor®). 

4.3.1.1.3. Cortes fijados 

4.3.1.1.3.1. Histología 

Muestras a obtener: ostras vivas o que acaben de morir. 

Procedimiento técnico: los cortes de tejido que incluyan branquias, glándula digestiva, manto y 
gónada deben fijarse durante 24 horas en fijador de Davidson o en otros fijadores estándar para 
histología, como formalina tamponada al 10%, y a continuación debe aplicarse un procedimiento 
normal para la inclusión en parafina y la tinción, por ejemplo, con hematoxilina y eosina. Las 
observaciones se llevan a cabo con aumentos cada vez mayores hasta llegar a los 1.000. 

Controles positivos: son recomendables y pueden adquirirse en el Laboratorio de Referencia de la 
OIE.  

Niveles de validación:  

• Especificidad y sensibilidad: la especificidad es menor, pero la sensibilidad es buena para la 
detección en infecciones de intensidad moderada a alta, y baja en el caso de infecciones de baja 
intensidad. 

• Método de referencia: la histología es el método de referencia y el que se recomienda para la 
vigilancia en zonas solo infectadas por B. ostreae. Sin embargo, en zonas donde cohabitan B. 
exitiosa y B. ostreae, un resultado positivo en la histología tendrá que confirmarse por 
caracterización molecular. 

Interpretación de los resultados:  

• Un resultado positivo es la presencia de parásitos en forma de células muy pequeñas, de 2-5 µm 
de ancho, dentro de los hemocitos o libres en el tejido conjuntivo o el epitelio de los senos de las 
branquias, del intestino y del manto, que a menudo se asocian a una intensa reacción 
inflamatoria. Para evitar posibles dudas, un resultado solo se considerará positivo si se observan 
parásitos dentro de hemocitos. Esta técnica no es específica de especie.  

• En especies susceptibles de la zona geográfica en la que se sabe que hay infección por B. 
ostreae, un resultado positivo es muy indicativo de infección por B. ostreae o B. exitiosa 

• En otras especies o fuera de la zona geográfica en la que se sabe que hay infección por B. 
ostreae, un resultado positivo indica infección por una especie de Bonamia que tendrá que 
confirmarse en el Laboratorio de Referencia de la OIE. 

Disponibilidad de pruebas comerciales: no se dispone de ninguna. 

4.3.1.1.3.2. Microscopía electrónica de transmisión 

Muestras a obtener: ostras vivas o que acaben de morir.  

Procedimiento técnico: debe fijarse un pequeño trozo de tejido (1-2 mm) en glutaraldehído al 3% (en 
agua de mar filtrada por un tamaño de poro de 0,22 µm [FSW]) durante 1 hora, lavarse tres veces en 
FSW, fijarse en ácido ósmico al 1% y lavarse dos veces más con FSW. Tras la deshidratación en 
baños sucesivos de etanol, y dos baños de óxido de propileno, las muestras deben impregnarse 
progresivamente e incluirse en Epon. Tras la polimerización a 60°C, deben realizarse cortes de los 
bloques de 0,5-1 µm de espesor para el control de calidad, y después de 80-100 nm para el examen 
al microscopio electrónico. Se depositan cortes ultrafinos en rejillas de malla de cobre y se les aplica 
una tinción de contraste utilizando acetato de uranilo y citrato de plomo 

Controles positivos: ninguno. 
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Niveles de validación:  

• Especificidad y sensibilidad: la especificidad es mejor que la de las improntas o la histología. La 
microscopía electrónica de transmisión (MET) puede ayudar a diferenciar B. ostreae de otras 
microcélulas estrechamente relacionadas, como B. exitiosa.  

Interpretación de los resultados:  

• Un resultado positivo es la presencia de parásitos dentro de los hemocitos. Se han observado 
varias fases, como los uninucleados, los diplocarióticos y los plasmodiales (Montes et al., 1994; 
Pichot et al., 1979). Las estructuras intracelulares son las mitocondrias, los haplosporosomas, el 
aparato de Golgi y microtúbulos intranucleares persistentes. 

• Las formas densas de B. ostreae son más densas y ligeramente más pequeñas (diámetro medio 
de 64 parásitos = 2,4 ± 0,5 µm) que B. exitiosa (diámetro medio de 61 parásitos = 3 ± 0,3 µm) y 
tienen menos haplosporosomas, perfiles mitocondriales y cuerpos lipoides por corte de 
ultraestructura, así como unas mitocondrias tubulovesiculares más grandes que B. exitiosa. 
Además, las formas densas de B. ostreae carecen de complejos de aparato de Golgi/copa 
nuclear unidos a la membrana nuclear, y de fase vacuolada (Hine et al., 2001). 

Disponibilidad de pruebas comerciales: no se dispone de ninguna. 

4.3.1.2. Aislamiento e identificación del agente 

4.3.1.2.1. Cultivo celular/medios artificiales  

Ninguno disponible. 

4.3.1.2.2. Métodos de detección del antígeno basados en anticuerpos  

Se ha desarrollado una técnica de inmunofluorescencia basada en anticuerpos monoclonales y se ha 
observado que tiene una sensibilidad similar a la de las improntas de tejido. No obstante, esta técnica 
ha dado resultados poco claros cuando se ha aplicado de forma extensa a ostras de Maine, EE.UU. 
(Carnegie & Cochennec-Laureau, 2004). Aunque en su momento se desarrolló un inmunoanálisis 
directo en sándwich con anticuerpos monoclonales para la detección de B. ostreae en muestras de 
hemolinfa de O. edulis (Cochennec et al., 1992) y se comercializó durante unos pocos años a 
mediados de los 90, ya no se comercializa. La especificidad y sensibilidad de esta última técnica en 
comparación con la histología son del 76,7% y del 106%, respectivamente (Cochennec et al., 1992). 

4.3.1.2.3. Técnicas moleculares 

4.3.1.2.3.1. Reacción en cadena de la polimerasa (PCR) 

Muestras a obtener: ostras vivas o que acaben de morir. 

Procedimiento técnico: las muestras de tejido se introducen el etanol al 95-100% o se congelan hasta 
que se extrae el ADN. La extracción del ADN se lleva a cabo mediante digestión con proteinasa K 
durante toda la noche a 50-55°C, y extracción con fenol-cloroformo con precipitación mediante etanol 
(Carnegie et al., 2000; Cochennec et al., 2000) o la metodología de la columna de centrifugación 
empleando kits comerciales (como el de QIAGEN) (Carnegie et al., 2000).  

Se han desarrollado tres protocolos de PCR convencional para Bonamia ostreae con tres pares de 
cebadores distintos que acceden al ADNr de la subunidad pequeña (SSU): 

El primer par de cebadores es 5’-CAT-TTA-ATT-GGT-CGG-GCC-GC-3’ y 5’-CTG-ATC-GTC-TTC-
GAT-CCC-CC-3’, denominados Bo y Boas, respectivamente, y amplifica un producto de 300 pb 
(Cochennec et al., 2000). Las mezclas para PCR contienen tampón (KCl 500 mM, Tris/HCl 100 mM 
[pH 9,0 a 25°C] y Triton® X-100 al 1%), MgCl2 2,5 mM, mezcla de las distintas dNTP, cada una a una 
concentración 0,2 mM, los cebadores directo e inverso a una concentración 1 µM, 0,02 unidades µl–1 
de ADN polimerasa Taq, y 0,2 ng µl–1 del ADN molde en un volumen total de 50 µl. Las muestras se 
desnaturalizan en un termociclador durante 5 minutos a 94°C antes de ser sometidas a 30 ciclos 
(94°C durante 1 minuto, 55°C durante 1 minuto, 72°C durante 1 minuto) seguidos de una extensión 
final de 10 minutos a 72°C. 

El segundo par de cebadores es 5’-CGG-GGG-CAT-AAT-TCA-GGA-AC-3’ y 5’-CCA-TCT-GCT-GGA-
GAC-ACA-G-3’, denominados CF y CR, respectivamente, y amplifica un producto de 760 pb 
(Carnegie et al., 2000). La mezcla para la PCR contiene tampón (Tris/HCl 200 mM [pH 8,4], KCl 
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500 mM), MgCl2 1,5 mM, una mezcla de cada una de las dNTP, cada una a una concentración 
0,2 mM, los cebadores directo e inverso, a una concentración 0,05 µM, 0,05 unidades µl–1 de ADN 
polimerasa Taq, y 1 ng µl–1 de ADN molde en un volumen total de 50 µl. Las muestras se someten a 
35 ciclos (94°C durante 1 minuto, 55°C durante 1 minuto, 72°C durante 1 minuto) seguidos de una 
extensión final de 10 minutos a 72°C. 

El tercer par de cebadores es 3’-CAA-TGG-TGC-GTT-CAA-CGA-T-5’ y 3’-GGG-TTC-GCG-GTT-GAA-
TTT-TA-5’, denominados BoosF03 y BoosR03, respectivamente, y amplifica un producto de 352 pb 
(Engelsma et al., 2010). La mezcla para la PCR contiene tampón (1×), MgCl22 mM, una mezcla de 
cada una de las dNTP, cada una a una concentración 0,2 mM, los cebadores directo e inverso, a una 
concentración 0,4 µM, 2 unidades de ADN polimerasa Taq en agua destilada con Nonidet P-40 al 
0,005% (v/v) y 2 µl del ADN molde en un volumen total de 50 µl. Las muestras se desnaturalizan en 
un termociclador durante 2 minutos a 94°C antes de ser sometidas a 40 ciclos (94°C durante 30 
segundos, 58°C durante 30 segundos, 72°C durante 45 segundos) seguidos de una extensión final de 
7 minutos a 72°C. 

Existen dos PCR TaqMan que también pueden emplearse: 

Una PCR TaqMan en la que se emplean cebadores y sonda que acceden al ITS1 (espaciador 
transcrito interno) detecta Bonamia spp. (Corbeil et al., 2006). La sensibilidad ha sido buena y esta 
prueba no amplifica Haplosporidium nelsoni, H. costale ni Mikrocytos mackini. No obstante, no está 
del todo validada. 

Para la detección de B. ostreae también se ha desarrollado otra PCR TaqMan en la que se emplean 
cebadores y sonda que acceden a una pequeña región (de 67 pb) del ADNr de la subunidad pequeña 
(SSU) (Marty et al., 2006). Los cebadores y la sonda se diseñaron para ser específicos de Bonamia 
spp. y no amplifican otros miembros del filo Haplosporidia. La sensibilidad y la especificidad son 
buenas y mejores que las de la histopatología. 

Por último, se ha desarrollado una PCR en tiempo real SYBR® Green para detectar y cuantificar B. 
ostreae (Robert et al., 2009). Esta prueba tiene por diana una región de 201 pb del gen de la actina 1 
del parásito. Se ha observado que esta prueba solo tiene por diana B. ostreae y no parásitos 
estrechamente relacionados, como B. exitiosa. El límite inferior de detección es de 50 copias del gen 
y la prueba parece ser al menos diez veces más sensible que la PCR convencional. Se ha observado 
una buena correlación entre la semi-cuantificación del parásito mediante impronta de corazón y esta 
PCR en tiempo real.  

Controles positivo/negativo: son obligatorios. Los controles positivos son: 1) PCR con cebadores 
específicos del ADN genómico de un hospedador intensamente infectado o ADN de parásitos 
purificados; 2) amplificación inespecífica (de actina, SSU, etc.). Los controles negativos son: 3) 
reacción de ADN distinto de las secuencias diana; 4) PCR con cebadores específicos del ADN 
genómico de hospedadores no infectados. Los controles positivos pueden adquirirse previa petición 
en el Laboratorio de Referencia de la OIE.   

Niveles de validación:  

• Especificidad y sensibilidad: teniendo en cuenta la similitud entre las secuencias de ADN diana 
de los haplosporidios microcelulares (Cochennec et al., 2000), la primera PCR convencional 
debe amplificarlas todas, y la segunda (Carnegie et al., 2000) debe amplificar al menos B. 
ostreae y B. exitiosa (Carnegie & Cochennec-Laureau, 2004); la tercera parece amplificar solo 
B. ostreae (Engelsma et al., 2010). La sensibilidad de estas pruebas es mayor que la de los 
métodos histocitológicos. Las dos PCR TaqMan detectan Bonamia spp. pero no otros miembros 
del filo Haplosporidia. LA PCR en tiempo real SYBR® Green solo detecta B. ostreae.  

• Método de referencia: se calculó la sensibilidad y la especificidad de la primera PCR 
convencional (Cochennec et al., 2000) respecto a los métodos histocitológicos (histología e 
improntas de branquias) y se observó que eran del 92% y del 87%, respectivamente. Se calculó 
sensibilidad y la especificidad de los métodos histocitológicos (histología e improntas de 
branquias) respecto a la primera PCR convencional (Cochennec et al., 2000) y se observó que 
eran del 66% y del 97%, respectivamente (Balseiro et al., 2006). También se ha evaluado la 
sensibilidad y la especificidad de la segunda PCR TaqMan e inicialmente se ha estimado que 
son del 88% y del 99%, respectivamente. 
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Interpretación de los resultados:  

• Un resultado positivo es un amplicón del tamaño adecuado, cuando todos los controles 
negativos dan resultados negativos y todos los controles positivos dan resultados positivos. 

• Ninguna prueba es específica de especie. La secuencia del ADNr del gen de la SSU de B. 
ostreae presenta polimorfismo respecto al de B. exitiosa, B. roughleyi o B. perspora según se 
observa en el análisis del polimorfismo de la longitud de los fragmentos de restricción (RFLP) 
tras digerir con Hae II y Bgl I el producto de la PCR ejecutada con los cebadores Bo-Boas. Los 
perfiles obtenidos varían en función de la especie de parásito. Bonamia ostreae, B. perspora y 
B. exitiosa presentan el mismo perfil (dos productos de 115 y 189 pb) cuando se digieren con 
Hae II, mientras que el producto de B. roughleyi no se digiere. El perfil de B. ostreae consiste en 
dos bandas de 120 y 180 pb cuando se digiere con Bgl I, mientras que B. exitiosa, B. perspora y 
B. roughleyi no se digieren (Cochennec et al., 2003; Hine et al., 2001). 

• En especies susceptibles de la zona geográfica en la que se sabe que hay infección por B. 
ostreae, un resultado esperado en la PCR-RFLP, junto con un resultado positivo en la histología 
o las improntas, permite confirmar la infección por B. ostreae;  

• En otras especies o fuera de la zona geográfica en la que se sabe que hay infección por B. 
ostreae, un resultado esperado en la PCR-RFLP, junto con un resultado positivo en la histología 
o las improntas, es muy indicativo de infección por B. ostreae, pero para confirmar el diagnóstico 
es necesario secuenciar el producto de la PCR y, si es posible, realizar una observación 
mediante MET.  

Disponibilidad de pruebas comerciales: no se dispone de ninguna. 

4.3.1.2.3.2. Hibridación in-situ (ISH) 

Muestras a obtener: ostras vivas o que acaben de morir. 

Procedimiento técnico: se han desarrollado dos protocolos de ISH. En el primero (Cochennec et al., 
2000) se emplea una sonda de 300 pb marcada con digoxigenina, y en el segundo (Carnegie et al., 
2003) se emplean tres sondas de oligonucleótidos marcadas con fluoresceína. Todas estas sondas 
acceden al ADNr del gen de la SSU. Se introducen las muestras de tejido en fijador de Davidson 
durante 24 horas y a continuación se incluyen en parafina. Se realizan cortes de 5 µm de espesor, se 
depositan sobre portas recubiertos de silano y después se hornean durante toda la noche en un 

horno a 50-60°C. Tras desparafinarlos, los portas se tratan con proteinasa K (100 µg ml–1) en tampón 
TE (Tris 50 mM, EDTA [ácido etilendiaminotetraacético] 10 mM) a 37°C durante 30 minutos en el 
primer protocolo o en tampón PBS (solución salina tamponada con fosfato) (NaCl 150 mM, Na2HPO4 
12,5 mM, KH2PO4 3 mM, pH 7,2) durante 15 minutos a 37°C en el segundo protocolo. 

• En el primer protocolo, los portas se deshidratan por inmersión en una serie de etanol y se 
secan al aire. A continuación, se recubren con tapón de hibridación (SSC 4x [citrato salino 
estándar; NaCi 60 mM, NaCl 600 mM, pH 7], formamida al 50%, solución de Denhardt 1×, 

250 µg ml–1 de ARNt de levadura, sulfato de dextrano al 10%) que contenga 20 ng de la sonda 
marcada con digoxigenina. Tras la desnaturalización durante 5 minutos a 95°C, se lleva a cabo 
la hibridación incubando los portas en una cámara húmeda durante toda la noche a 42°C. La 
sonda se produce por PCR empleando el par de cebadores Bo-Boas previamente descrito, con 
incorporación de digoxigenina. La PCR se lleva a cabo como se ha descrito en el apartado sobre 
PCR, excepto por el hecho de que se añade DIG dUTP 25 mM a la mezcla de reacción. Los 
pasos de detección se emprenden siguiendo las instrucciones del fabricante.  

• En el segundo protocolo, tras el tratamiento con proteinasa K, los portas se lavan en varios 
baños incluyendo PBS más glicina al 0,2% durante 5 minutos, se acetilan empleando ácido 
acético anhidro al 5% en trietanolamina/HCl 0,1 M (pH 8), durante 10 minutos a temperatura 
ambiente, se lavan de nuevo en PBS durante 10 minutos y por último se equilibran en SET 
(NaCl 750 mM, EDTA 6,4 mM, Tris Base 100 mM) 5x durante 10 minutos a temperatura 
ambiente. Después, los portas se cubren con 200 µl de tampón de prehibridación (SET 5x, 
albúmina de suero bovino al 0,02%, dodecilsulfato de sodio [SDS] al 0,025%) durante 30 
minutos a 45°C. El tampón de prehibridación se sustituye por 10 a 12 µl del tampón de 

prehibridación que contenga 2-10 ng µl–1 de los oligonucleótidos y los portas se incuban 
durante toda la noche en una cámara húmeda a 45°C. Después, los portas se lavan tres veces 
en SET 0,2x durante 5 minutos a 42°C, se secan al aire y se montan antes de proceder al 
examen mediante microscopio de epifluorescencia a 600-1.000 aumentos. Las sondas consisten 
en un cóctel de sondas marcadas con oligo-fluorescenína específicas de B. ostreae: UME-BO-1 
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(5’-CGA-GGC-AGG-GTT-TGT-3’); UME-BO-2 (5’-GGG-TCA-AAC-TCG-TTG-AAC-3’) y UME-
BO-3 (5’-CGC-TCT-TAT-CCA-CCT-AAT-3’). 

Controles positivo/negativo: son obligatorios. Los controles positivos son: 1) ISH en hospedador 
infectado; 2) ISH inespecífica (ADNr de SSU) en muestras. Los controles negativos son: 3) 
reacciones de ISH sin sonda; 4) ISH en hospedadores no infectados. Los controles positivos pueden 
adquirirse previa petición en el Laboratorio de Referencia de la OIE  

Niveles de validación:  

• Especificidad y sensibilidad: tanto la especificidad como la sensibilidad son más altas que en el 
examen histológico. No obstante, la sonda Bo-Boas puede detectar Haplosporidium nelsoni en 
Crassostrea virginica y B. exitiosa en O. chilensis, pero no Mikrocytos mackini en C. gigas 
(Cochennec et al., 2000). Se ha comprobado y demostrado la especificidad del cóctel de 
oligosonda UME-BO-1, 2 y 3 para H. nelsoni (Carnegie et al., 2003), pero es probable que esta 
prueba de ISH detecte otras microcélulas, incluida B. exitiosa (Carnegie & Cochennec-Laureau, 
2004). 

• Método de referencia: La ISH todavía no se ha validado respecto a la histopatología. 

Interpretación de los resultados:  

• Un resultado positivo corresponde a parásitos marcados dentro de los hemocitos, siempre que 
todos los controles negativos den un resultado negativo, y que todos los controles positivos den 
un resultado positivo. En el primer protocolo descrito, aparecen en forma de manchas oscuras, 
mientras que en el segundo protocolo, corresponden a pequeños anillos verdes, que emiten 
fluorescencia verde alrededor de una región oscura excéntrica.  

• En especies susceptibles de la zona geográfica en la que se sabe que hay infección por B. 
ostreae, un resultado positivo es muy indicativo de infección por B. ostreae o B. exitiosa. 

• En otras especies o fuera de la zona geográfica en la que se sabe que hay infección por B. 
ostreae, un resultado positivo es indicativo de infección por una especie de Bonamia que tendrá 
que confirmarse en el Laboratorio de Referencia de la OIE. 

Disponibilidad de pruebas comerciales: kit de detección del ácido nucleico con DIG (Boehringer 
Mannheim) para el primer protocolo. 

4.3.1.2.3.3. Secuenciación 

La secuenciación se recomienda como uno de los últimos pasos para la confirmación del diagnóstico. 
Las regiones diana son el ADNr de la SSU y el ITS1. Aunque las secuencias pueden consultarse en 
genotecas públicas, se recomienda remitir estos casos al Laboratorio de Referencia de la OIE 
correspondiente.  

4.3.1.2.4. Purificación del agente 

Bonamia ostreae puede purificarse a partir de ostras intensamente infectadas (Mialhe et al., 1988). Se 
homogeneizan todos los órganos excepto el músculo aductor, y los parásitos se concentran mediante 
centrifugación diferencial en gradientes de sacarosa, y después se purifican mediante centrifugación 
isopícnica en un gradiente de Percoll.  

4.3.2. Métodos serológicos 

No son aplicables. 

5. Idoneidad de las pruebas para cada uso previsto 

A modo de ejemplo, los métodos actualmente disponibles para la vigilancia dirigida y el diagnóstico de la infección 
por B. ostreae se detallan en la Tabla 5.1. Las denominaciones utilizadas en la Tabla indican: a =el método es el 
recomendado por razones de disponibilidad, utilidad y especificidad y sensibilidad de diagnóstico; b= el método es 
estándar, con buena sensibilidad y especificidad de diagnóstico; c = el método tiene aplicación en algunas 
situaciones, pero el coste, la precisión u otros factores limitan seriamente su aplicación; y d= el método no se 
recomienda actualmente para este fin. Esta clasificación es de alguna forma subjetiva ya que la idoneidad implica 
cuestiones de fiabilidad, sensibilidad, especificidad y utilidad. Aunque no todas las pruebas incluidas en las 
categorías a o b se han sometido a estandarización y validación formales, su naturaleza sistemática y el hecho de 
que se hayan usado generalmente sin resultados dudosos las hace aceptables. 
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Tabla 5.1. Métodos de vigilancia dirigida y diagnóstico 

Método Vigilancia dirigida 
Diagnóstico 
provisional 

Diagnóstico 
confirmativo 

 Larvas PL Juveniles Adultos   

Signos macroscópicos d d c c c d 

Improntas de tejidos d d a a a c 

Histopatología d d a a b c 

ME de transmisión d d d d d a 

Sondas de ADN  in situ d d d d d b 

PCR y PCR TaqMan  a a a a a c 

PCR-RFLP d d d d d b 

PCR en tiempo real SYBR® 

Green 
a a a a a a c 

Secuenciación d d d d d a 

PL = postlarvas; ME = microscopía electrónica; PCR = reacción en cadena de la polimerasa; RFLP = análisis del polimorfismo en 
la longitud de los fragmentos de restricción. 

6. Prueba(s) recomendada(s) para la vigilancia dirigida destinada a declarar la ausencia de 
infección por Bonamia ostreae 

Los métodos prescritos para la vigilancia dirigida destinada a declarar la ausencia de infección, como se detalla en 
el Código Acuático, son los siguientes: improntas de tejido (corazón o branquias), histología o PCR en zonas 
infectadas solo por B. ostreae. No obstante, en zonas donde coexistan B. exitiosa y B. ostreae, un resultado positivo 
en la histología tendrá que confirmarse mediante caracterización molecular.  

7. Criterios de diagnóstico confirmativo 

7.1. Definición de caso sospechoso 

Todo resultado positivo, obtenido mediante cualquier técnica de diagnóstico, debe considerarse sospechoso. 

7.2. Definición de caso confirmado 

En especies susceptibles de la zona geográfica en la que se sabe que hay infección por B. ostreae, un caso 
confirmado de B. ostreae es un cualquier resultado positivo en improntas de tejido, histología o hibridación in 
situ junto con un resultado positivo en la PCR-RFLP con secuenciación o en la PCR en tiempo real SYBR® 

Green. 

En otras especies hospedadoras o fuera de la zona geográfica en la que se sabe que hay infección por B. 
ostreae, se recomienda confirmar el caso mediante MET. No obstante, esta técnica solo es adecuada para 
muestras con altas intensidades de infección. 
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*   * 

NB: Existe un Laboratorio de Referencia de la OIE para la infección por Bonamia ostreae (puede consultarse en la 
Tabla del final de este Manual Acuático o en la página web de la OIE: www.oie.int). 

 


