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RESUMEN 

 

La producción del ostión Pacífico Crassostrea gigas ha sufrido pérdidas considerables en los 

últimos años, debido a mortalidades causadas por la infección con el Herpesvirus de 

Ostreidos 1 (OsHV-1). El ARN de interferencia (ARNi) es una técnica molecular que ha 

demostrado ser una alternativa contra las infecciones virales. Dentro de los ARNi, están los 

small hairpin ARN u horquillas de ARN (shRNA), que ligados a vectores de expresión, 

permiten un efecto de silenciamiento de genes más prolongado. Por otro lado, las ADN 

polimerasas son las enzimas encargadas de la replicación del ADN viral en este caso, 

resultando ser un blanco ideal para el silenciamiento del gen y el control de la infección por 

OsHV-1. Hasta donde conocemos, no hay estudios realizados sobre el silenciamiento de la 

ADN polimerasa del Herpesvirus de ostreidos 1 en C. Gigas; por lo anterior, el objetivo del 

presente trabajo fue silenciar in vivo el gen de la ADN polimerasa del OsHV-1 en C. gigas 

utilizando un shRNA. La metodología consistió en la síntesis y purificación de un shRNA 

específico dirigido a la ADN polimerasa viral, el cual se inyectó en juveniles de C. gigas 

infectados con el OsHV-1 y se tomaron muestras a las 0, 12, 48, 72, 108 y 156 horas post 

infección (hpi). El silenciamiento de la ADN polimerasa viral disminuyó la mortalidad en 

ostiones infectados e inyectados con el shRNA. Mediante qPCR se detectó una disminución 

del número de copias virales a las últimas horas de infección (48, 72 y 108) para el 

tratamiento de organismos infectados + shRNA. Mediante la técnica de tinción hematoxilina-

eosina se observaron daños severos en las branquias de los organismos infectados y por el 

ensayo de túnel se obtuvo un decremento de las células hemocitarias con apoptosis a las 72 

hpi (19%) en las branquias de organismos infectados + shRNA, comparado con las 72 hpi 

(31%) de organismos infectados. También por PCR en tiempo real se detectó una 

disminución del número de copias virales a las 72 y 108 hpi en el tratamiento de organismos 

infectados e inyectados con shRNA, comparado con el tratamiento de ostiones infectados. 

Este es el primer reporte de silenciamiento utilizando shRNA clonado en un vector de 

expresión dirigido a la ADN polimerasa del OsHV-1. Los resultados sugieren que el gen de 

la ADN polimerasa se silenció, disminuyendo la replicación del ADN viral; lo anterior 

sugiere que esta podría ser una estrategia prometedora para el control de la infección en el 

ostión del pacífico.  
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ABSTRACT 

 

The production of the Pacific oyster Crassostrea gigas has suffered considerable losses in 

recent years, due to mortalities caused by infection with Oyster Herpesvirus 1 (OsHV-1). 

Interference RNA (RNAi) is a molecular technique that has proven to be an alternative 

against viral infections. Within RNAi, there are small hairpin RNAs or RNA hairpins 

(shRNA), which, linked to expression vectors, allow a longer gene silencing. On the other 

hand, DNA polymerases are enzymes that replicate DNA, proving to be an ideal target for 

silencing OsHV-1 and control of OsHV-1 infection. Until now, there are no investigations 

on silencing of DNA polymerase during infection of ostreid Herpesvirus 1 in C. gigas, this 

is why the aim of the present study is to describe in vivo silencing of the viral DNA 

polymerase gene of the OsHV-1, using a shRNA. The methodology consisted of the synthesis 

and purification of a specific shRNA directed to the viral DNA polymerase, which was 

injected into juveniles of C. gigas infected with OsHV-1, samples were taken at 0, 12, 48, 

72, 108 and 156 hours post infection (hpi). The silencing of DNA polymerase decreased 

mortality in oysters infected and injected with shRNA. The haematoxylin-eosin staining 

technique showed severe damage to the gills of infected organisms and a decrease in 

hemocytic cells with apoptosis was obtained by the tunnel test at 72 hpi (19%) was observed 

in gills of infected organisms + shRNA, compared to the 72 hpi (31%) of the infected 

organisms. Also, by qPCR for the treatment of infected and injected organisms a decrease in 

the number of viral copies was detected at 72 and 108 hpi, compared to treating infected 

oysters. The results suggest that the DNA polymerase gene was silenced, preventing viral 

DNA replication. Therefore, it would be a promising strategy for the control of infection in 

the Pacific oyster. 
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INTRODUCCIÓN 

El cultivo de moluscos a nivel mundial ha tomado gran importancia debido al incremento de 

su producción con 17.13 millones de toneladas en el año 2016, posicionándose en el segundo 

lugar después del cultivo de peces. Dentro de los moluscos están los bivalvos, cuyo cultivo 

en México se realiza casi exclusivamente en las costas del Golfo de California, ocupando los 

primeros lugares de producción de América Latina (Maeda-Martínez, 2008). En la región 

noroeste de México, el cultivo de moluscos bivalvos se basa principalmente en el ostión 

japonés, Crassostrea gigas (Chávez-Villalba, 2014). 

El desarrollo del cultivo de ostión japonés, así como el de otras especies de ostreidos 

se ha visto afectado por la ocurrencia de mortalidades masivas, algunas de las cuales se han 

asociado con parásitos, virus, bacterias y/o condiciones ambientales (Cáceres-Martínez y 

Vásquez-Yeomans, 2013). Infecciones virales provocadas por Herpesvirus de Ostreidos tipo 

1 (por sus siglas en inglés, OsHV-1), han causado altas mortalidades en semilla y ostiones 

juveniles de C. gigas, en diferentes regiones del mundo como Japón, Nueva Zelanda, EUA, 

Francia y México entre otros (Renault y Novoa, 2004; Martenot et al., 2011). 

El OsHV-1 es un virus clasificado en la familia Malacoherpesviridae, las partículas 

virales muestran una morfología icosaédrica con un diámetro de 120 nm (Arzul, 2001). El 

ciclo de vida de este virus es directo de huésped a huésped y la infección está asociada a 

lesiones en juveniles, con daño en tejido conectivo de todos los órganos (OIE, 2012). El 

genoma del OsHV-1 es de ADN con 136 marcos de lectura, en donde el marco de lectura 

100 codifica para una ADN polimerasa (Davison et al., 2005). 

Las ADN polimerasas son enzimas que participan en el proceso de replicación del 

ADN, donde se produce una copia idéntica de una doble hélice de ADN, siempre en sentido 

5’ a 3’ (Müller-Esterl, 2008). Estas proteínas están involucradas en la replicación viral por lo 

que son blanco para tratamientos antivirales como los análogos nucleosídicos que funcionan 

como terminadores de la replicación del ADN de virus como el del herpes simplex (HVS) 

(Lorenzo, et al., 2009; Vargas-Cordova, 2016). Actualmente se estudian tratamientos 

antivirales donde suprimen la replicación viral mediante el silenciamiento de genes 

(Dykxhoorn, et al., 2006). 
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El silenciamiento de genes mediante ARNi es un mecanismo de silenciamiento post-

transcripcional que fue descrito como una respuesta innata de las plantas a una infección viral 

(Dykxhoorn et al., 2003; Lambeth y Smith, 2013). En este proceso intervienen diferentes 

enzimas las cuales degradan el ARNm y previene la traducción de las proteínas (Zamore, 

2001; Dykxhoorn et al., 2003; Dykxhoorn y Lieberman, 2005; Aigner, 2006). Las moléculas 

formadas por la degradación enzimática se denominan ARN interferentes pequeños (siARN) 

y se ha demostrado que son las mediadoras del proceso de interferencia (López et al., 2007).   

El ARNi ha sido utilizado para manipular la expresión de genes y señales, apagar 

genes específicos para evaluar sus roles fisiológicos o el control de la infección de un 

patógeno (Gitlin et al., 2002). Se ha mostrado en estudios recientes que el ARNi puede ser 

implementado para silenciar la expresión de genes virales en células de insectos, plantas, 

algunos mamíferos e invertebrados (Xie et al., 2005). Los resultados arrojan la posibilidad 

de utilizar ARNi como una herramienta antiviral para la prevención y control de 

enfermedades de diversas especies de cultivo, tal es el caso del silenciamiento de los genes 

implicados en la replicación del virus de la mancha blanca (WSSV) en Litopenaeus 

vannamei, con una reducción de la infección y aumento en la supervivencia (Wu et al., 2007).  

Debido a que el OsHV-1 causa pérdidas económicas importantes para la industria 

acuícola, es necesario el desarrollo de estrategias para combatir la dispersión del patógeno y 

evitar pérdidas cuantiosas en los sistemas de cultivo. La interferencia del ARN mensajero es 

una herramienta que ha demostrado reducir las infecciones virales, pero a la fecha hay pocos 

estudios sobre silenciamiento en moluscos bivalvos, por lo que esta investigación propone 

esta técnica para evaluar el efecto del ARNi en el gen de la ADN polimerasa viral para 

disminuir la replicación del OsHV-1 en el ostión japonés C. gigas. Así, la pregunta científica 

que aborda el presente estudio es: ¿Es posible reducir la infección viral del camarón mediante 

el silenciamiento del gen de la ADN polimerasa del Herpes virus de Ostreidos 1 utilizando 

un shRNA? 
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I. ANTECEDENTES 

 

I.1 La acuacultura 

La acuacultura es el conjunto de métodos que tienen como finalidad la producción de 

animales y plantas acuáticas para consumo humano, dichas técnicas controlan total o 

parcialmente las características del medio en el que viven los organismos. Como muchas 

prácticas productivas, la acuacultura puede ser llevada a cabo con técnicas más tecnológicas 

o sofisticadas, conocida como acuacultura de tipo intensivo, donde se controla 

completamente y se cierran los ciclos de producción, alimentación y el medio en el que viven 

los organismos. También hay de tipo más artesanal o prácticas más simples conocido como 

cultivo extensivo (FAO, 2016). 

El cultivo de organismos acuáticos ha tomado un lugar importante para la obtención 

de alimentos de gran aporte proteico. De esta actividad se obtienen grandes cantidades de 

divisas, abasteciendo de alimentos de bajo costo y también de alto costo. Por otra parte, la 

acuacultura ayuda en el repoblamiento de especies en peligro. La acuacultura juega un papel 

muy importante, ya que ha demostrado ser de las actividades con mayor crecimiento, así que 

para el año 2014 la producción por acuacultura alcanzó las 73.8 millones de toneladas, 

mientras que la captura aportó 93.4 millones de toneladas; agregando las plantas acuáticas, 

se obtiene un total de producción por acuacultura de más de 100 millones de toneladas, con 

un valor estimado de 160.2 millones de dólares (USD) (FAO, 2016). 

De la producción total, el 21.8% correspondieron al grupo de los moluscos, siendo el 

mayor productor de moluscos China, destacando sus cultivos de ostras perleras de agua dulce. 

Los moluscos bivalvos son organismos que se han cultivado durante siglos y gracias a los 

recientes avances tecnológicos en el campo del cultivo de moluscos se ha logrado 

incrementar la producción de forma significativa, llegando a tomar un lugar importante en la 

producción pesquera mundial (Helm et al., 2006). Esta producción se ha incrementado en los 

últimos 50 años de casi 1 millón de toneladas en 1950 a cerca de 13.3 millones de toneladas 

en 2013 (FAO, 2015). Mientras que la producción de ostreidos a nivel mundial representó el 
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31% de la producción total de moluscos en el año 2012, que fue de 4.7 millones de toneladas 

(FAO, 2014; FAO, 2015). 

 

I.1.1. El cultivo del ostión del Pacífico Crassostrea gigas 

La producción del ostión japonés, también conocido como ostión del pacífico, se considera 

una de las más importantes en el mundo ya que es de las producciones que en 2003 se 

expandió más que cualquier otra especie ya sea pez, molusco o crustáceo (FAO, 2005, 2014). 

Los valores más recientes de producción indican para el 2012, volúmenes cercanos a las 

36,000 toneladas por captura y 608,688 toneladas por acuacultura, siendo China, Corea, 

Japón, Francia, Estados Unidos y Taiwán los principales países productores (FAO, 2005; 

FAO, 2014; Chávez-Villalba, 2014).  

La producción de C. gigas en México se lleva a cabo principalmente en la costa del 

Pacífico en los estados de Baja California, Baja California Sur y Sonora. Además, el cultivo 

de la especie se ha venido desarrollando de manera importante en Sinaloa y se tienen registros 

de actividad en Jalisco, Guerrero y Nayarit. La producción máxima para el litoral del Pacífico 

fue de 2,858 toneladas en el 2010, en donde los principales estados productores tuvieron un 

incremento, ocupando Sonora el tercer lugar con 116 toneladas de producción (Chávez-

Villalba, 2014). 

 

I.2. La biología de Crassostrea gigas 

El ostión japonés pertenece al orden Ostreoida y a la familia Ostreidae (Rafinesque, 1815). 

La taxonomía de C. gigas se puede observar en la Tabla 1; esta especie tiene una concha 

sólida, inequivalva, rugosa, aflautada y laminada; la valva inferior es profundamente cóncava 

mientras que la valva superior es plana o ligeramente convexa; los lados son desiguales, con 

picos y umbo protuberantes e irregulares (Figura 1). La forma de la concha varía con el medio 

ambiente. El color suele ser blanquecino con estrías moradas y puntos que radian del umbo 

(FAO, 2016). Anatómicamente, el ostión japonés presenta un sólo músculo, aparato 

digestivo, sistema circulatorio, sistema nervioso, branquias y aparato reproductor (Figura 2; 

Park et al., 1998). 
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Tabla 1. Taxonomía de Crassostrea gigas. Tomado de Tovar Hernández et al. (2012). 
Phylum Mollusca (Linnaeus, 1758) 

Clase Bivalvia (Linnaeus, 1758) 

Orden Ostreoida (Férussac, 1822) 
Familia Ostreidae (Rafinesque, 1815) 
Género Crassostrea (Sacco,1897) 

Especie gigas 

 

 

El ostión japonés es una especie estuarina, pero se encuentra también en puertos y 

bahías de aguas tropicales y templadas. Se fija en sustratos firmes en zonas protegidas y 

forma estructuras arrecifales en zonas intermareales, en donde lleva una vida sedentaria. Se 

pueden encontrar desde la zona intermareal hasta profundidades de 40 m, es raro encontrarlos 

en fondos arenosos y lodosos (Tovar-Hernández et al., 2012). El rango de salinidad óptimo 

de esta especie es entre 20 y 25‰, aunque también puede existir a menos de 10‰ y puede 

sobrevivir en salinidades superiores a 35‰. Asimismo, es altamente tolerante a un amplio 

rango de temperatura que van desde –1.8 a 35 °C (FAO, 2016). 

 

 

 

Figura 1. Morfología externa del ostión del Pacífico. Tomada de FAO (2016). 
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Figura 2. Anatomía interna del ostión Crassostrea gigas. A, ano; AD, musculo abductor; G, 
branquias; L, palpos labiales; M, boca; ME, manto; P, pericardio; R, recto; S, estómago. 
Tomado de Park et al. (1998). 

 

El ostión japonés tiene un rápido crecimiento y una gran tolerancia a diversas 

condiciones ambientales, por lo cual ha sido elegido para su cultivo en diversas regiones del 

mundo. Es una especie originaria de Japón, en donde se le ha cultivado durante siglos y ha 

sido introducido en el resto del mundo. Hay registros desde Japón, Corea, Siberia, Australia, 

Estados Unidos y Canadá, en Europa desde las Islas Británicas a Portugal y en el 

Mediterráneo. Mientras que en América fue introducida en la parte Norte, desde el sureste 

de Alaska hasta Baja California. (FAO, 2016). La introducción de ostión japonés en diversos 

países ha obedecido al reemplazo de poblaciones nativas de ostión seriamente diezmadas ya 

sea por sobre-explotación o por enfermedades o simplemente para crear una nueva industria 

acuícola (Nehring, 2011). 

El ostión japonés es hermafrodita protándrico, comúnmente madura primero como 

macho (FAO, 2016). Las condiciones ambientales pueden afectar su sexo ya que cuando los 

suministros de alimento son abundantes, los machos tienden a cambiar el sexo para 

convertirse a hembras y viceversa cuando la comida escasea (Nehring, 2011).  
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 I.3. Agentes patógenos en C. gigas 

A lo largo de los años, los sistemas de cultivo de ostión japonés han documentado episodios 

de mortandad, con reducciones significativas en la producción en Japón, Europa y 

Norteamérica. Aunque las mortalidades se dan de manera natural, las prácticas de cultivo 

incrementan la posibilidad de ocurrencia, ya que se cultivan densas poblaciones en áreas 

pequeñas y se transfieren libremente lotes de organismos sin certificación sanitaria, 

promoviendo la introducción y diseminación de patógenos (Chávez-Villalba, 2014). Algunos 

de los principales episodios de mortalidades en los cultivos de C. gigas registrados a lo largo 

de la historia han sido causados por agentes infecciosos como virus, bacterias, hongos, 

protozoos y metazoos; así como condiciones ambientales particularmente adversas 

(Vigneron et al., 2004). 

 Dentro de las enfermedades y patógenos que afectan a los moluscos, la OIE (2015) 

identifica nueve patógenos notificables que producen enfermedades como: Bonamiosis 

(Bonamia ostreae y Bonamia exitiosa); Marteiliosis (Marteilia refringens), Perkinsosis 

(Perkinsus marinus y Perkinsus olseni), Síndrome de marchitamiento (Xenohaliotis 

californiensis), Ganglioneuritis viral del abulón (Herpesvirus del abulón), Microcitosis 

(Mikrocyto smackini) y Herpesvirus de ostreidos 1 (OsHV-1) µvar. 

En el Pacífico de México, hoy en día existen estudios en los cuales se ha logrado 

identificar una serie de patógenos para este ostión y otros bivalvos, tales como el protozoario 

Perkinsus marinus (Cáceres-Martínez et al., 2008; Enríquez-Espinoza et al., 2010; Cáceres-

Martínez et al., 2012; Villanueva-Fonseca y Escobedo-Bonilla, 2014; Enríquez-Espinoza et 

al., 2015; Escobedo-Fregoso et al., 2013; Góngora-Gómez et al., 2016; Martínez-García et 

al., 2017), el herpesvirus  de ostreidos 1 (Vásquez-Yeomans et al., 2004; Vásquez-Yeomans 

et al., 2010; Grijalva-Chon et al., 2013; Martínez-García et al., 2017; De La Re-Vega et al., 

2017) y Marteilia refringens (Grijalva-Chon et al., 2015; Martínez-García et al., 2017). Estos 

infectan no sólo a C. gigas sino también a la ostra europea Ostrea edulis, la ostra chilena 

Tiostrea chilensis, entre otras (Renault y Novoa, 2004; Davison et al., 2005).  
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I.3.1. El Herpesvirus de Ostreidos 1 

El Herpesvirus de ostreidos (OsHV-1) es un virus de ADN de doble cadena, clasificado en 

el orden Herpesvirales, en la familia Malacoherpesviridae, dentro del género Ostreavirus 

(Davison et al., 2009). Mediante purificación y microscopía electrónica, se observó que el 

virus tiene una envoltura icosahédrica con un núcleo electrodenso y un diámetro de 

aproximadamente 120 nm. La cápside consiste en 162 capsómeros, las glicoproteínas 

complejas están embebidas en la cubierta lipídica (Figura 3). El genoma tiene un tamaño de 

207 Kpb y contiene 136 marcos de lectura (ORFs) (Renault y Novoa, 2004; Swiss Institute 

of Bioinformatics, 2019).  

 

 

 

Figura 3. Morfología de Herpesvirus de ostreidos tipo 1. Modificado del Swiss Institute of 
Bioinformatics (2019). 
 

 

La infección por OsHV-1 considera afecciones principalmente a C. gigas en sus 

etapas de semilla y juvenil (Vásquez-Yeomans et al., 2004; Martenot et al., 2011), así como 

a otras especies de bivalvos como C. angulata, C. ariakensis, Ostrea edulis, Ruditapes 

philippinarum, Ruditapes decussatus y Pecten maximus.  
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Las temperaturas elevadas del agua de mar parecen ser uno de los posibles factores 

inductores de la infección por OsHV-1. Además, las condiciones causantes de estrés y en 

especial las técnicas de crianza, parecen favorecer la infección con este virus. En Francia, 

durante el verano se realizan traslados de ostras y ello podría amplificar también la 

transmisión del OsHV-1. Parece difícil definir de manera precisa un umbral de temperatura 

relativo a la presencia del virus o la aparición de mortalidad por este patógeno. De acuerdo a 

la literatura, el umbral de temperatura ha sido diferente según el lugar: 22 a 25 °C en la costa 

Oeste de los Estados Unidos (Friedman et al., 2005; Burge et al., 2007) y 18 a 20 °C en 

Francia (Soletchnik et al., 1999; Samain et al., 2007). 

El ostión C. gigas ha tenido episodios de altas mortalidades provocadas por el OsHV-

1, los cuales han afectado la producción ostrícola en países como: Europa (Francia, Irlanda, 

Italia, Holanda, España, Reino Unido), Australia, China, Corea, Japón, Marruecos, México, 

Nueva Zelanda y Estados Unidos de América; este virus infecta tanto a la semilla como a 

ostiones juveniles causando grandes pérdidas económicas (Renault y Novoa, 2004; Martenot 

et al., 2011). En Francia y otros Estados de la Comunidad Europea en los años 2008, 2009 y 

2010, las pérdidas se han estimado en más del 90% y se han asociado con el surgimiento de 

una nueva variedad del OsHV-1 conocida como µvar (Segarra et al., 2010; OIE, 2015).  

Desde el año 1997, se han presentado varios episodios de mortalidades inexplicables 

en el cultivo de C. gigas en Baja California y otras localidades del noroeste de México. En 

las zonas de alta mortalidad los organismos juveniles y adultos presentaban erosiones en las 

branquias. Estudios recientes con microscopia electrónica de barrido (MET), hibridación in 

situ y análisis histológico confirman la presencia del OsHV-1 en organismos con erosión 

branquial (Vásquez-Yeomans et al., 2010).  

Existen reportes recientes de dos nuevas variantes del OsHV-1, considerando la 

secuencia nucleotídica del ORF4 descritas en las costas de Sonora. La primera se reportó en 

el estero La Cruz (Grijalva-Chon et al., 2013) y otra en el estero Morua (De La Re-Vega et 

al., 2017).  
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I.3.2. El ciclo viral de OsHV-1 

El OsHV-1 tiene un ciclo viral directo, el cual puede ser latente ó virulento, el primero se 

activa por diversos factores, incluyendo el estadio de vida del ostión y el estrés ambiental, lo 

que desencadena la replicación viral, a menudo provocando efectos patogénicos en el 

hospedero (Ben-Horin., 2015). El virus también puede persistir como infección latente en C. 

gigas de manera asintomática a temperaturas menores de 13 °C (Pernet et al., 2015), mientras 

que la transmisión del OsHV-1 y las mortalidades ocurren cuando la temperatura excede los 

16  y hasta los 24 °C (Pernet et al., 2012; Dégremont et al., 2013; Petton et al., 2013; Renault 

et al., 2014). 

 

 

 
Figura 4. Esquema representando los diferentes pasos de la infección viral de OsHV-1. 
Modificado de Jouaux et al., 2013. 
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La Figura 4 representa la infección viral de OsHV-1, que inicia con el reconocimiento 

de las proteínas virales por los receptores de la membrana del hospedero participando la F-

actina citoplasmática con diferentes proteínas, como la talina o vinculina y la talina-2, el cual 

es el proceso de reconocimiento del virus. Después el virus se une a la membrana, la cápside 

viral entra a la célula del hospedero, seguido de dos vías distintas: endocitosis dependiente 

de pH o dependiente de actina cortical.  

A través del citoesqueleto el virus es transportado al núcleo, las tubulinas α y β pueden 

estar involucradas en la entrada de la cápside al núcleo. Se acopla la cápside a la envoltura 

del núcleo, formando un complejo de poro nuclear (NPC), facilitando la liberación del 

genoma viral en el nucleoplasma (Jouaux et al., 2013). Posteriormente se llevan a cabo la 

transcripción y traducción del ARN mensajero viral en el retículo endoplasmático rugoso 

(RER) para formar proteínas capsídicas y su maduración en el aparato de Golgi para las 

proteínas de envoltura, enseguida ingresan al núcleo. El ensamblaje del virión se realiza 

después de la replicación del ADN viral, este es envuelto por las proteínas capsídicas y se 

forma la cápside (FC). Finalmente, la membrana nuclear libera la partícula viral al citoplasma 

(A) y las vsp53 intervienen en el transporte de vesículas (M) del aparato de Golgi, la vesícula 

envuelve al virus (E) y enseguida se fusiona el virión con la membrana de la célula siendo 

liberado (Jouaux et al., 2013).             

No se conoce el tiempo de supervivencia del OsHV-1, la transmisión requiere un 

contacto directo entre los hospederos, no existe ningún reservorio o vector conocido, aunque 

hay indicios de que pudiera transmitirse agregado a partículas inertes en suspensión en el 

agua, mismas que podrían ser filtradas por los moluscos y así ser infectados (Schikorski et 

al., 2011; Evans et al., 2014). Las fases de vida susceptibles de muerte son la fase larvaria y 

juvenil ya que las primeras fases muestran una disminución en su alimentación y natación y 

en pocos días puede morir el 100% de la población. El virus se puede encontrar en 

organismos adultos, la mayoría de las veces sin presentar mortalidad (Grijalva-Chon et al., 

2013; Martínez-García et al., 2017).  

Las lesiones asociadas a la infección en los juveniles se observan principalmente en 

tejidos conjuntivos de órganos como: manto, branquias, glándula digestiva y palpos labiales. 

Por microscopia electrónica de barrido, las células de tipo fibroblástico muestran núcleos 
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agrandados con cromatina perinuclear (Figura 5) (OIE, 2012). En juveniles de C. gigas 

infectados por OsHV-1 se observa una degeneración hemocítica, caracterizada por una 

fragmentación y picnosis nuclear (Friedman et al., 2005). 

 

 

 

Figura 5. Ciclo de vida de OsHV-1 en Crassostrea gigas. Tomado de Ben-Horin et al. 

(2015). 

 

I.4. Las ADN Polimerasas 

La importancia de los ácidos nucleicos radica en sus funciones, las cuales son de 

almacenamiento, expresión y replicación de información genética. El ADN de cada especie 

tiene una secuencia de bases única, donde las unidades funcionales de información son los 

genes (Müller-Esterl, 2008). La información que contiene esta secuencia desempeña varias 

funciones, los genes no funcionan autónomamente, por lo cual dependen de componentes 

celulares para su perpetuación y funcionamiento, además estas unidades son las que codifican 

Replicación rápida 
del virus provoca 
daños irreversibles y 
mortalidad en ostras. 

Partículas virales son liberadas 
al ambiente para infectar a otros 
ostiones. 

El riesgo de mortalidad por 
OsHV-1 disminuye cerca de las 
granjas de mejillón, provocado 
por que el agua con partículas 
viables de virus se diluye por 
huéspedes no competentes. 

Partículas virales entran a la 
glándula digestiva mediante 
alimentación y son transportados 
por la hemolinfa a los órganos 
blanco. La replicación viral lítica 

y lisogénica es posible  
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distintas enzimas, proteínas o moléculas de ARN que participan en las distintas reacciones 

celulares (Brown, 2008).  

La replicación del ADN es un proceso fundamental, ya que se produce una copia 

idéntica de una doble hélice de ADN. En primer lugar, se deben separar las dos hebras 

complementarias, cada una de ellas sirve como templado para la síntesis de una hebra 

complementaria. Para poder iniciar la replicación del ADN in vitro, es necesario el uso de 

cebadores, uno para iniciar la síntesis de la cadena complementaria sobre el polinucleótido 

líder y otro para cada segmento de ADN discontinuo (Brown, 2008; Karp, 2014). La proteína 

encargada de replicar el ADN se llama ADN polimerasa, la cual es una enzima que liga 

desoxirribonucleótidos, es decir dATP, dCTP, dGTP y dTTP, denominados generalmente 

como dNTPs, todo para formar un nuevo polímero de ADN. Las dos nuevas dobles hélices 

de ADN son idénticas entre sí pues están compuestas de una hebra hija y una parental siendo 

una replicación semiconservativa. Las ADN polimerasas trabajan y sintetizan una nueva 

hebra de ADN siempre en sentido 5’ a 3’ (Müller-Esterl, 2008). 

Las distintas ADN polimerasas se han clasificado en familias, basándose en la 

homología de su secuencia primaria de aminoácidos con las primeras polimerasas 

identificadas en E. coli. Las ADN polimerasas homólogas a la PolI de E. coli se han 

englobado en la familia A, mientras que las enzimas similares a la subunidad catalítica de la 

PolII de E. coli forman la familia B. La familia C está constituida por las ADN polimerasas 

homólogas a la PolIII de E. coli. La familia D está formada por una serie de ADN polimerasas 

presentes únicamente en arqueas. La familias X y Y engloban enzimas presentes tanto en 

eucariotas como en procariotas y arqueas. La familia X incluye polimerasas implicadas 

fundamentalmente en procesos de reparación y generación de variabilidad. Por último, la 

familia Y incluye distintas polimerasas capaces de replicar a través de lesiones en el ADN 

(Terrados-Aguado, 2010). 

Estudios cristalográficos han revelado que las ADN polimerasas poseen una 

organización estructural común. Presentan un plegamiento en forma de mano con tres 

subdominios denominados “dedos”, “palma” y “pulgar”. El sitio activo de la polimerasa 

donde se adicionan los deoxinucleótidos a la cadena creciente, se localiza en el dominio de 

la palma. El dominio dedos actúa en el reconocimiento y unión de los deoxinucleótidos y en 
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el dominio pulgar residen contactos con el DNA y el nucleótido entrante (Terrados-Aguado, 

2010).  

En el caso de las ADN polimerasas virales, estas son esenciales en el proceso de 

replicación viral, se ha encontrado que el ORF100 del OsHV-1 codifica para una ADN 

polimerasa putativa, clasificada dentro de la familia B de las polimerasas. Hasta la fecha, este 

ORF no ha sido caracterizado ni estudiado completamente, solamente se cuenta con el reporte 

de la secuencia de la ADN polimerasa (Davison et al., 2005). 

 

I.5. El silenciamiento de genes 

Actualmente existen técnicas que permiten obtener información de los transcritos de cada 

proteína, para conocer su función y participación en mecanismos celulares y respuestas 

fisiológicas, tal es el caso del ARN interferente (ARNi) (Orengo-Ferriz, 2011). 

Desde 1990 se cuenta con estudios donde se analizó el proceso de la degradación del 

ARNm en las petunias. Metzlaff et al. (1997), observó el fenómeno de co-supresión. Donde 

la chalcona sintasa, enzima clave en la biosíntesis de antocianinas, los genes chsA se activan 

por transcripción en las células epidérmicas de los pétalos de las flores. Por lo tanto, la 

pérdida de ARN de chsA provoca la pérdida de pigmento de antocianina en los pétalos, y se 

obtiene flor blanca en lugar de púrpura. Posteriormente para el año 1998, al nemátodo 

Caenorhabditis elegans se le inyectó ARN codificante de una proteína muscular, mientras 

que a otros se les inyectó ARN no codificante de la proteína y a otro grupo ARN de doble 

cadena con ambas secuencias unidas entre sí. En los organismos inyectados con el ARN de 

doble cadena se detuvo la producción de la proteína, definiendo estos procesos como 

interferencia de ARN (ARNi) (Karp, 2014). 

Dentro del proceso de silenciamiento de genes, actualmente se han descrito diversas 

clases de moléculas de ARN que llevan a cabo el proceso de silenciamiento por interferencia, 

donde las más estudiadas son los siARN (por sus siglas en inglés, small interfering ARN) y 

los microARN (miARN) (López et al., 2007). 

El ARNi es una respuesta biológica presente en muchos organismos eucariotas, 

siendo que el ARN de doble cadena (dsARN) es mucho más efectivo para el silenciamiento 
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que el ARN antisentido (Paddison et al., 2002). Este es un mecanismo de silenciamiento de 

genes post-transcripcional (Lambeth y Smith 2013). En este proceso el ARN de doble cadena 

es alcanzado por la ARNasa III llamada Dicer, la cual digiere el ARN en pequeños 

fragmentos de 21 a 25 nucleótidos llamados siARNs; estos están asociados con el complejo 

multiprotéico RISC (por sus siglas en inglés RNA-induced silencing complex), el cual 

degrada el ARNm homólogo y evita la traducción de proteínas (Figura 6; Dykxhoorn y 

Lieberman, 2005; Aigner, 2006). 

Las técnicas de silenciamiento requieren del uso efectivo de la interferencia de ARN, 

actualmente se encuentran ensayos transitorios donde la expresión de genes se interfiere 

temporalmente en líneas celulares o en organismos vivos. En los cuales se utilizan siARNs 

sintetizados químicamente, donde la célula requiere la incorporación a su genoma de 

elementos necesarios para fabricar una molécula de ARN de doble cadena que llegue al 

citoplasma, por lo cual se utilizan vectores que producen shARN (small hairpin RNA) o 

miARN (López et al., 2007). 

 

I.5.1. El ARN de interferencia 

Actualmente existen técnicas que permiten obtener información de los transcritos de cada 

proteína, para conocer su función y participación en mecanismos celulares y respuestas 

fisiológicas; tal es el caso del ARN interferente (ARNi) (Orengo-Ferriz, 2011). 

Desde 1990 se cuenta con estudios donde se apreció la degradación del ARNm en 

petunias, esto a partir de un estudio para intensificar el color purpura mediante la introducción 

de copias extra de un gen que codifica para la producción del pigmento. Obteniendo un color 

menos intenso del esperado, a dicho fenómeno se le denominó desactivación génica 

postranscripciónal (PTGS). Posteriormente para el año 1998, al nematodo Caenorhabditis 

elegans se le inyectó ARN codificante de una proteína muscular, mientras que a otros se les 

suministró ARN no codificante de la proteína y a otro grupo ARN de doble cadena con ambas 

secuencias unidas entre sí. En los organismos inyectados con el ARN de doble cadena se 

detuvo la producción de la proteína, definiendo estos procesos como interferencia de ARN 

(ARNi) (Karp, 2014). 
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Dentro del proceso de silenciamiento de genes, actualmente se han descrito diversas 

clases de moléculas de ARN que llevan a cabo el proceso de silenciamiento por interferencia, 

donde las más estudiadas son los siARN (por sus siglas en inglés, small interfering RNAs) y 

los microARN (miARN) (López et al., 2007). 

El ARNi es una respuesta biológica presente en muchos organismos eucariotas, 

siendo que el ARN de doble cadena (dsARN) es mucho más efectivo para el silenciamiento 

que ARN antisentido (Paddison et al., 2002). Este es un mecanismo de silenciamiento de 

genes post-transcripcional (Lambeth y Smith 2013). En este proceso el ARN de doble cadena 

es alcanzado por la ARNasa III llamada Dicer, la cual digiere el ARN en pequeños 

fragmentos de 21 a 25 nucleótidos, llamados siARNs. Estos están asociados con el complejo 

multiprotéico RISC (por sus siglas en inglés RNA-induced silencing complex), el cual 

degrada el ARNm homólogo y evita la traducción de proteínas (Figura 6) (Dykxhoorn y 

Lieberman, 2005; Aigner, 2006). 

Las técnicas de silenciamiento requieren del uso efectivo de la interferencia de ARN, 

principalmente se encuentran ensayos transitorios, donde la expresión se interfiere 

temporalmente, y los estables, donde las células o el organismo son interferidos de manera 

permanente. El primero necesita siARN sintetizados químicamente y en el segundo la célula 

requiere la incorporación a su genoma de elementos necesarios para fabricar una molécula 

de ARN de doble cadena que llegue al citoplasma utilizando vectores que producen shARN 

(small hairpin RNA) o miARN (López et al., 2007). 
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Figura 6. Mecanismo de RNAi (modificado de Mozellin y Provenzano, 2003). 

 

El ARNi ha sido utilizado para manipular la expresión de genes, apagar genes 

específicos para evaluar los roles fisiológicos y también el control de la infección de un 

patógeno. El ARNi ha sido probado como un mecanismo efectivo para la supresión de la 

infección viral o replicación de muchos virus, incluyendo varios patógenos a humanos como 

poliovirus, HIV-, hepatitis B virus, hepatitis C, influenza A, dengue, SARS coronavirus, 

entre otros más (Giitlin et al., 2002).  

 El ARNi se ha utilizado para estudiar virus que infectan especies de interés en la 

acuacultura como el orfvirus (ORFv) y el virus hemorrágico septicémico (VHSV), ambos 

virus infectan peces (Shin et al., 2005; Kim y Kim, 2011; Wang et al., 2014; Hamilton et al., 



18 

 

2014). Respecto a los virus que infectan al camarón, se silenciaron genes del virus del 

síndrome de la mancha blanca (WSSV) y al virus de la cabeza amarilla (YSV) (Tirasophon 

et al., 2005; Wu et al., 2007; Zhu y Zhang 2012); en moluscos, Fabioux et al. (2009) 

realizaron un estudio en C. gigas utilizando ARNi para silenciar el gen de crecimiento 

gonadal beta. Posteriormente Huvet et al. (2012) silenciaron el gen vasa que está relacionado 

con la diferenciación de las células germinales. 

Actualmente hay trabajos donde se silenciaron genes implicados en la replicación, en 

el metabolismo de nucleótidos y en las interacciones huésped-virus; tal es el caso de Wu et 

al. (2007) quienes concluyeron que el ARNi bloquea efectivamente el genoma de WSSV en 

los genes de la ADN polimerasa, ribonucleotido reductasa subunidad pequeña (rr2), timidina 

cinasa y timidilatocinasa (tk-tmk), vp24 y vp28, y que por lo tanto puede ser utilizado para 

la reducción de la infección de este virus en Litopenaeus vannamei. Además, se ha observado 

que las inyecciones de proteínas recombinantes de VP26 y VP28 inducen resistencia a WSSV 

en Penaeus japonicus (Namikoshi et al., 2004). En el caso específico del silenciamiento de 

las polimerasas, Wang et al. (2014) utilizaron ARNi para la ADN polimerasa del virus 

Parapoxvirus sp. que infecta al ganado, observando que el ARNi promueve la inhibición de 

la replicación del virus. 

 

I.5.2. El shRNA 

Se ha reportado que los shARNs tienen ciertas ventajas sobre los siARNs, pues son más 

estables, teniendo un efecto más prolongado de silenciamiento y tienen más alternativas de 

entregar el ARNi (McIntyre y Fanning, 2006; Moore et al., 2010). Los shARNs son 

moléculas que forman una estructura del tipo tallo-asa, a partir de una hebra que codifica 

para la secuencia sentido (19 nt), seguido de 5-10 nt en forma de horquilla y la secuencia 

antisentido complementaria de 19-29 nt, los cuales son procesados por Dicer y forman 

siARNs. Se requiere que la célula incorpore a su genoma los elementos necesarios para 

fabricar una molécula de ARN de doble cadena que llegue hasta el citoplasma. Esto se logra 

a partir de vectores que producen shARNs o miARNs, los cuales se introducen en la célula, 

pudiéndose producir a partir de la maquinaria celular. Regularmente este vector será un 
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plásmido diseñado para este propósito. Una de las ventajas de esta estrategia es que se pueden 

seleccionar las células en las que este vector se integre al genoma de la célula; en este caso 

todas las células hijas tendrán integrado el vector y por lo tanto, toda la población estará 

permanentemente silenciada (Ortiz-Quintero, 2009). 

En el 2005 Xie et al. utilizaron siARNs y shARNs para estudiar el iridovirus que 

infecta a peces, silenciando el gen reportero lacZ y proteínas capsídicas del iridovirus en 

células FHM (células musculares), obtuvieron que los genes de la proteína de la cápside 

(MCP) se redujeron considerablemente, por lo que el silenciamiento de genes es aplicable en 

organismos acuáticos. Así mismo, Clarke et al. (2017) inhibieron la replicación del virus 

hemorrágico septicémico que infecta al pez zebra. Es por esto que las terapias basadas en 

ARNi, especialmente en infecciones virales, se vuelven cada vez más interesantes y 

prometedoras como una herramienta poderosa, pues juegan un rol importante en la protección 

del huésped, suprimiendo la transcripción del genoma viral y bloqueando la replicación viral.  
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II.HIPOTESIS 

 

El silenciamiento del gen que codifica para la ADN polimerasa del Herpesvirus de Ostreidos 

tipo 1 reducirá la infección en Crassostrea gigas.  
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III.OBJETIVOS 

 

III.1. Objetivo general 

Silenciar el gen de la ADN polimerasa del Herpesvirus de Ostreidos tipo 1 durante la 

infección en Crassostrea gigas.  

 

III.2. Objetivos particulares 

1.  Diseñar un shRNA dirigido al gen que codifica para la ADN polimerasa del OsHV-1 y 

clonarlo dentro de un vector. 

2.  Realizar un bioensayo de infección en C. gigas para silenciar el gen de la ADN 

polimerasa del OsHV-1. 

3.  Medir el nivel de silenciamiento del gen que codifica para la ADN polimerasa del 

OsHV-1. 

4.  Valorar la citotoxicidad del shRNA-ADNpol y daño en tejido de Crassostrea gigas por 

OsHV-1. 
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IV. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

IV.1. Diseño y obtención del shRNA dirigido al gen que codifica a la ADN polimerasa 

del OsHV-1 

Para el diseño del shRNA se utilizaron los programas disponibles en internet, como genelink 

(http://www.genelink.com/sirna/shrnai.asp) y Ambion (http://www.ambion.com/). El diseño 

del shRNA para la ADN polimerasa del OsHV-1 se basó en la secuencia YP024639 del 

Genbank (Davison et al., 2005). Para la clonación de los shRNA se utilizó el vector pAAV-

AC-GFP de Origene (Rockville, MD), el cual cuenta con una secuencia del gen que codifica 

para la proteína verde fluorescente. Los constructos shRNA-vector se transformaron en 

bacterias Escherichia coli Top 10 por choque térmico, el cual constó en agregar 1 µL del 

vector-shRNA en un tubo de reacción de 1.5 µL, el cual contenia una solución de 50 µL de 

bacterias Top 10 competentes. Posteriormente el tubo se colocó en hielo por 30 minutos, 

seguido de una incubación a 42°C por 30 segundos y enseguida se colocó en hielo durante 5 

minutos, posteriormente se agregaron 250 µL de medio SOC (2% triptona, 0.5% extracto de 

levadura, 10 mM de NaCl, 2.5 mM NaCl, 2.5 mM KCl, 10 mM de MgCl2, 10 MgSO4 y 20 

mM de glucosa) y se incubó a 37°C a 225 rpm por 1 hora. Para realizar la selección de las 

bacterias transformadas estas se crecieron en placas con medio LB ampicilina (10 µL/100 

mL). El crecimiento se realizó por plaqueo, agregando 20, 50 y 100 µL del medio con las 

bacterias transformadas y posteriormente se incubaron a 37° durante 24 horas. De las 

colonias obtenidas, se tomó una y se aisló en una placa nueva con medio LB ampicilina y se 

incubó durante 24 horas a 37°C. La colonia aislada se sembró en medio LB liquido con 

ampicilina y se incubó a 37° por 24 horas. 

Para la extracción del ADN plasmídico se utilizó el kit PowerPrep versión mini de 

Origene (Rockville, MD, USA). Primero se inició con el equilibrio de la columna agregando 

2 mL de buffer de equilibrio, seguido se tomaron 3 mL del medio LB líquido con las bacterias 

transformadas y se centrifugaron a 12000 ´ g por 5 minutos. Al agregado bacteriano se le 

añadieron 400 µL de buffer de resuspensión con RNAsa y se homogenizó con agitación 

suave, posteriormente se agregaron 400 µL de buffer de lisis, se mezcló invirtiendo el 
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microtubo y se incubó a temperatura ambiente por 5 minutos. Después se agregaron 400 µL 

de buffer de neutralización y se homogenizó por inversión del tubo, para posteriormente 

centrifugar a 12000 ´ g por 12 minutos. El sobrenadante obtenido se agregó a la columna 

equilibrada dejando drenar toda la solución, seguido se agregaron 2.5 mL de buffer de lavado 

descartando el líquido drenado, repitiéndose este paso una vez más. Ya que paso el 

sobrenadante por la columna, se agregaron 900 µL de buffer de elusión, dejando pasar por 

gravedad y se colectó el líquido en un tubo estéril de 1.5 mL. Enseguida se agregaron 630 

µL de isopropanol frío y se centrifugó a 12000 ´g a 4°C por 30 minutos, se descartó el 

sobrenadante y se agregó 1 mL de etanol al 70% frío y se centrifugó a 12000 ´ g a 4°C por 

5 minutos, se descartó el sobrenadante y se dejó secando el pellet durante 10 minutos. Por 

último, se agregaron 50 µL de buffer TE y el ADN se guardó a -20°C. 

Para confirmar la presencia del shRNA se realizó un PCR, utilizando los oligos VP 

1.5 y XL39 proporcionados por la casa comercial ORIGENE, para obtener un amplicón de 

550 pares de bases. Las condiciones de PCR fueron las siguientes: desnaturalización inicial 

por 5 minutos a 95°C, 30 ciclos a 95°C por 30 segundos, 51°C por 30 segundos, 72°C por 1 

minuto y extensión final a 72°C por 10 minutos. Las condiciones de reacción fueron: 1 µL 

de ADN plasmídico, 5 µL de Taq polimerasa (High fidelity taq polymerase), 10 µM de cada 

oligonucleótido y 16 µL de agua libre de nucleasas. Los productos de PCR se verificaron 

mediante electroforesis en geles de agarosa al 1% y teñidos en Bromuro de Etidio (EtBr), 

que se visualizaron utilizando un sistema fotodocumentador DNR BIO-Imaging Systems 

MiniBIS Pro® (BioAmerica Inc.) con luz ultravioleta. 

 

IV.2. Obtención de inóculo viral de OsHV-1 

A partir de ostiones infectados con OsHV-1, se pesaron 7g de tejido y se homogenizó 

mecánicamente en solución salina isotónica, obteniéndose una pasta, la cual se centrifugó a 

5000 rpm durante 20 minutos a 4°C. Se tomó el sobrenadante y se centrifugó nuevamente 

bajo las mismas condiciones, repitiendo el proceso nuevamente. Se tomó la fase acuosa la 

cual contiene el virus OsHV-1 y se resguardó en hielo. 
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Se tomó un alícuota de inoculo viral y se midió el número de copias del virus por PCR en 

tiempo real con los iniciadores ADNpol reportados por De La Re-Vega, et al. (2017). 

 

IV.3. Bioensayo: Infección de Crassostrea gigas con el OsHV-1 y la interferencia con el 

shRNA dirigido a la proteína ADN polimerasa del OsHV-1 

Se obtuvieron organismos juveniles de ostión de los cultivos comerciales en Bahía de Kino, 

Sonora, los cuales fueron trasladados al Laboratorio de Histología del DICTUS de la 

Universidad de Sonora y, fueron aclimatados en acuarios de 16 L en agua de mar, con 

aireación y temperatura de 25°C constantes. Posteriormente se realizó un orificio a un 

costado de la concha de los organismos y se tomó una muestra de hemolinfa, de la cual se 

extrajo ADN utilizando el kit Direct PCR Master (Jena Bioscience) y se realizó un PCR 

utilizando los oligos ADNpol reportados por De La Re-Vega et al. (2017) para determinar 

que los organismos estuvieran libres del OsHV-1.  

Se llevó a cabo el bioensayo con 120 organismos libres de OsHV-1, de los cuales se 

tomaron 60 ostiones y se les inyectó 50 µL del inóculo viral de OsHV-1 y se separaron en 

dos grupos: el primer grupo de 30 ostiones se colocó en un acuario de 20 L y después de 12 

horas de infección se les inocularon 100 µL (0.5 ng/mL) del RNA de interferencia shRNA-

ADNpol. El segundo grupo de 30 organismos fueron los organismos infectados con el OsHV-

1 y sin agregar el shRNA-ADNpol. A un tercer grupo de 30 ostiones libres del OsHV-1, se 

les inoculó el shRNA-ADNpol, dicho grupo se utilizó para evaluar la citotoxicidad del 

shRNA. Un cuarto tratamiento consistió en 30 ostiones inoculados sólo con solución salina, 

los cuales sirvieron como control del experimento.  

Para cada hora post-infección (12, 24, 48, 72, 108 y 156 hpi), se colectaron 4 

organismos a los cuales se les disectó el tejido de branquia. Los tejidos resultantes se 

guardaron en etanol 96% a -20°C. También se realizó un corte dorsoventral del organismo y, 

se colocó en casetes histológicos y se guardó en solución Davidson, posteriormente en etanol 

al 80%.  Se realizó un seguimiento de mortalidades a lo largo del experimental. 
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VI.4. Extracción de ADN genómico 

Se tomaron 25 mg del tejido de branquias guardados en etanol al 96% de los organismos de 

cada tratamiento y se colocaron en tubos de 1.5 ml para realizar la extracción de ADN con el 

juego de reactivos QIAamp DNA mini kit siguiendo las instrucciones del fabricante 

(QIAGEN).  En seguida se resguardaron las muestras a -20°C. Se midió la concentración y 

pureza por el cociente de absorbancias A260/A280 en un espectrofotómetro NanoDrop™ 1000 

(Thermo Scientific). 

Para corroborar la infección experimental se realizó un PCR de punto final utilizando 

los cebadores rtADNpolF y ADNpolLER reportados por de la Re-Vega et al. (2017), 

utilizando las siguientes condiciones: 95°C por 10 minutos, 35 ciclos de 95°C por 15 

segundos, 62°C por 15 segundos y 72°C por 15 segundos, con una extensión final a 72°C por 

2 minutos. Los fragmentos obtenidos de PCR se verificaron mediante electroforesis en geles 

de agarosa al 1.5% y teñidos en Bromuro de Etidio (EtBr), que se visualizaron utilizando un 

fotodocumentador DNR BIO-Imaging Systems MiniBIS Pro® (BioAmerica Inc.) con luz 

ultravioleta. 

 

VI.5. Curvas estándar para PCR en tiempo Real (qPCR) 

Se realizaron curvas estándar para medir la carga viral que fue inoculada a los ostiones. Las 

curvas estándar se corrieron con productos de PCR punto final, amplificados para el gen de 

la ADN polimerasa con el kit Cristal Taq Master (2×) (Jena Bioscience) y purificados con 

Agarose Gel Extraction Kit (Jena Bioscience), cuyo subproducto se cuantificó en 

NanoDrop™ 1000 (Thermo Scientific). Se utilizó como templado ADN genómico del 

inóculo viral. El número de copias se determinó a partir del producto cuantificado y 

utilizando la siguiente fórmula (http://cels.uri.edu/gsc/cndna.html):  

Número de copias = 
 !"#$"%&'#(ó")*$)%$+,-'*!)."/0)1).23455)1)64 !"

#$%$ñ&"'()"*+$,%(-#&"./012".3"2"3451"2".6741
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Se prepararon 7 diluciones seriadas 1:10 (v/v) a un volumen final de 50 μL. La qPCR se 

realizó en el equipo LightCycler® 480 II (ROCHE) utilizando el kit iQ Syber Green supermix 

(Biorad) con reacciones a volumen final de 15 μL, utilizando 1 μL de cada dilución incluida 

y por triplicado, 0.45 μL de cada oligonucleótido a una concentración de 300 nM, 7.5 μL 

IqTM SYBR Green supermix (Biorad) y 5.6 μL de H2O libre de nucleasas. Se utilizaron las 

siguientes condiciones: 95°C por 10 min, 35 ciclos de 95°C por 15 seg, 62°C por 15 seg y 

72°C por 15 seg, un ciclo de 72°C x 5 min. 

 

VI.6. Confirmación del silenciamiento por PCR de tiempo real 

Una vez obtenida la curva estándar del gen de la ADNpol, se evaluó el silenciamiento 

mediante la técnica de qPCR, utilizando las muestras de ADN genómico como templado. Se 

llevaron a cabo reacciones con volumen final de 12.5 μL por triplicado utilizando 1 μL de 

cada muestra a una concentración de 100 ng/μL y por triplicado, 0.5 μL de cada 

oligonucleótido a una concentración de 5 pM, 6.5 μL IqTM SYBR Green supermix (Biorad) 

y 4 μL de H2O libre de nucleasas. Se utilizó el siguiente programa del termociclador: 95°C 

por 10 min, 35 ciclos de 95°C por 15 seg, 62°C por 15 seg y 72°C por 15 seg, un ciclo de 

72°C por 5 min. 

 

VI.7. Análisis estadístico 

Se realizaron pruebas de homogeneidad de varianzas a los datos de la cuantificación absoluta 

del número de copias virales para cada tratamiento a las distintas horas post infección. Los 

datos se analizaron con una prueba de F considerando un intervalo de confianza del 95% 

(p=0.05). 

Además, se realizaron pruebas de normalidad y homocedasticidad de los datos 

obtenidos del número de copias de ADN de la polimerasa viral de los diferentes tratamientos. 

Se llevaron a cabo análisis de varianza (ANOVA) de una vía y para discriminar diferencia 

entre las medias se utilizó la prueba de comparaciones múltiples de Tukey, con un intervalo 

de confianza del 95% (p=0.05). 
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IV.8. Análisis histológico: ensayo de Tunel y tinción Hematoxilina Eosina 

Las muestras obtenidas a partir de cortes dorsoventrales de los ostiones de cada tratamiento 

se colocaron en solución Davidson por un tiempo de 24 horas y se pasaron a alcohol al 80%. 

Seguido del proceso de deshidratación (Tabla 2), en el cual el agua que contienen los tejidos 

se sustituye progresivamente por alcohol y seguido por xileno. Posteriormente, las muestras 

se embebieron en parafina, obteniendo bloques, los cuales ya solidificados, fueron cortados 

con un micrótomo rotativo semiautomático (Slee Medical GmbH), obteniendo cortes de 5 

µm, obteniendo dos laminillas por cada hora post infección de cada tratamiento. Los cortes 

se colocaron en un baño de tejido a 45°C y posteriormente se situaron en portaobjetos 

rotulados, enseguida se eliminó el exceso de parafina colocando los portaobjetos en una 

estufa a 80°C. Por último, las muestras fueron teñidas mediante la tinción Hematoxilina de 

Harris y Eosina (Lightner, 1996). Las muestras ya teñidas se montaron con resina Entellan 

para posteriormente observarse en un microscopio de fluorescencia invertido digital EVOS™ 

FL Invitrogen™ utilizando luz blanca. 

  



28 

 

Tabla 2. Deshidratación de tejidos con etanol a diferentes concentraciones y tinción de 

tejidos mediante la técnica de Hematoxilina-Eosina (Lightner, 1996). 

 

Paso 
Deshidratación de 

tejidos 
Tiempo Tinción de tejidos Tiempo 

1 Etanol 70% 1 hora Xileno 5 minutos 

2 Etanol 80% 1 hora Xileno 5 minutos 

3 Etanol 80% 1 hora Etanol:Xileno (1:1) 1 minuto 

4 Etanol 95% 1 hora Etanol absoluto 16 sumergidas 

5 Etanol 95% 1 hora Etanol absoluto 16 sumergidas 

6 Etanol Absoluto 1 hora Etanol 95% 16 sumergidas 

7 Etanol Absoluto 1 hora Etanol 95% 16 sumergidas 

8 Etanol:Xileno (1:1) 1 hora Agua corriente Enjuagar y cambiar agua 

9 Xileno 1 hora Hematoxilina 8 minutos 

10 Xileno 1 hora Agua corriente Enjuagar 

11 Parafina 1 hora Alcohol ácido 10 sumergidas 

12 Parafina 1 hora Agua amoniacal 25 sumergidas 

13   Agua corriente 25 sumergidas 

14   Eosina 8 minutos 

15   Etanol 95% 16 sumergidas 

16   Etanol 95% 16 sumergidas 

17   Etanol absoluto 16 sumergidas 

18   Etanol absoluto 16 sumergidas 

19   Etanol:xileno 1 minuto 

20   Xileno 5 minutos 

21   Xileno 5 minutos 

22   Montaje con resina Entellan 

 

 

 

Para el ensayo de tunel se utilizó el Kit Click-iT TUNEL Alexa Fluor Imaging Assay 

(Thermo Fisher), donde se realizaron cortes de 5 µm y se colocaron en laminillas, se 

realizaron lavados, siguiendo la secuencia de la Tabla 3.  
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Tabla 3. Desparafinación e hidratación de laminillas para técnica de túnel. 

Paso Reactivo Tiempo 

1 Xileno 5 minutos 

2 Xileno 5 minutos 

3 Alcohol-Xileno 3 minutos 

4 Etanol absoluto 3 minutos 

5 Etanol absoluto 3 minutos 

6 Etanol 95% 3 minutos 

7 Etanol 85% 3 minutos 

8 Etanol 75% 3 minutos 

9 Etanol 50% 3 minutos 

10 NaCl 0.85% 5 minutos 

11 1X PBS 5 minutos 

 

 

En seguida se sumergieron las laminillas en 4% paraformaldehído por 15 minutos a 

37°C. Posteriormente se lavaron 2 veces en solución PBS por 5 minutos. Se cubrieron las 

laminillas con proteinasa K y se incubó durante 15 minutos en cámara húmeda, se lavaron 

las secciones con PBS durante 5 minutos, después en paraformaldehído al 4% a 37°C por 5 

minutos, 2 lavados con PBS durante 5 minutos y un lavado con agua desionizada. 

Se incubaron las laminillas con el buffer 1X DNasa I por 30 minutos a temperatura 

ambiente y se procedió a la reacción TdT, agregando 100 µL de buffer TdT se incubó por 10 

minutos a 37°C. En seguida se agregaron 50 µL del mix compuesto por: TdT buffer de 

reacción, EdUTP y la enzima TdT, incubándose por 1 hora a 37°C en cámara húmeda. Se 

lavó con agua desionizada, 3% BSA con triton 0.1% triton X-100 en PBS por 5 minutos y se 

enjuagaron las laminillas en 1X PBS. Se realizó la reacción Clic It Plus, agregando 50 µL 

del mix compuesto de Clic kit Tunel Supermix y 10X Clic kit Plus Tunel Reaction, cubriendo 

todo el tejido, por 30 minutos a 37°C protegiendo de la luz. 

Se removió el mix de reacción y se lavó con 3% BSA en PBS por 5 minutos, 

protegiendo de la luz. Se agregaron 100 µL de 1X Hoechst 33342, se incubó por 15 minutos 
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a temperatura ambiente, protegiendo de la luz. Se lavaron dos veces las laminillas con PBS.  

Por último, se lavaron las laminillas con agua desionizada, y se visualizaron los tejidos un 

microscopio confocal Leica DMi8, en el laboratorio de microscopia electrónica del 

CIBNOR, unidad La Paz, Baja California Sur. 
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V. RESULTADOS 

 

V.1. Obtención de constructo vector shRNA 

Se obtuvieron colonias aisladas de bacterias E. coli Top 10 transformadas con el vector-

shRNA el cual va dirigido al dominio de la palma de la ADN polimerasa del Herpes virus de 

Ostreidos tipo 1 (Figura 7).  

 

Figura 7. Colonias de bacterias E. coli Top 10 transformadas con el constructo vector-

shRNA.  

 

Como se puede observar en la Figura 7, el círculo color rojo indica la colonia a la cual 

se le extrajo el ADN plasmídico para realizar el PCR utilizando los iniciadores específicos 

que flanquean el shRNA, VP1.5: 5' GGACTTTCCAAAATGTCG 3' y XL39: 5' 

ATTAGGACAAGGCTGGTGGG 3’ (Origene). En la electroforesis se visualizó el ADN 

plasmídico, el cual presentó un mayor tamaño debido a su alto peso molecular y a que se 

encuentra como ADN circular, también se puede deber a que se encuentra formando 

concatémeros de ADN, ya que se esperaba un tamaño de 5.4 Kpb. El producto de PCR 

presentó un tamaño de 550 pb el cual es el indicado para el fragmento del shRNA (Figura 8). 
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Figura 8. Electroforesis en agarosa al 1.5% del ADN plasmídico purificado y los productos 

de PCR. M: marcador molecular.  (-): control negativo. AP: ADN plasmídico total. PP: 

producto de PCR del ADN plasmídico. 

 

V. 2. Verificación del OsHV-1 en ostiones sanos 

Con la finalidad de verificar que los organismos utilizados en el experimental se encontraban 

libres del OsHV-1, se analizaron los ostiones a partir de muestras de hemolinfa y se llevó a 

cabo un PCR con los iniciadores ADNpol. No se detectó el OsHV-1 en la hemolinfa de los 

organismos colectados, por lo que con dichos organismos analizados se procedió a realizar 

el bioensayo de infección y silenciamiento, así mismo esto sirvió para realizar la 

cuantificación del número de copias virales durante la obtención de muestras en el bioensayo 

(Figura 9). 
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Figura 9. Diagnóstico para el OsHV-1 realizado a muestras de hemolinfa de ostiones 

utilizados en el experimental de infección, procedentes de La Cruz en Bahía de Kino, Sonora. 

Carril 1-9 mezcla de muestras de hemolinfa; (+) Control positivo al OsHV-1; (-) Control 

negativo al OsHV-1; (M) Marcador de peso molecular 200 bp DNA Ladder (Jena 

Bioscience). 

 

V.3. Seguimiento de mortalidades 

En el monitoreo del bioensayo, pasadas las 12 hpi en algunos organismos de la tina de 

infección, se pudieron observar los primeros signos de infección incluyendo letargia 

(reacción lenta al tacto) y mortalidades. A las 48 y 72 hpi se notó mayor lentitud al cierre de 

valvas, se encontraban organismos moribundos, manto retraído y prácticamente no había 

cierre de valvas, obteniéndose 5 organismos muertos. Mientras que, para los organismos 

infectados y tratados con el shRNA, se observó la primer mortalidad a las 24 hpi, 

manteniéndose de esa hora post infección en adelante sin más mortalidades hasta el fin del 

bioensayo, con un total de 3 mortalidades. Se presentaron 2 organismos muertos del 

tratamiento inyectado con el shRNA (Figura 10). 
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Figura 10. Gráfica de la supervivencia de los organismos en los diferentes tratamientos 

durante el bioensayo. OsHV-1: tratamiento de organismos infectados con el virus. OsHV-

1+shRNA: tratamiento de organismos infectados e inyectados con el RNA de interferencia. 

shRNA: tratamiento de organismos inyectados con RNA de interferencia. Control: 

tratamiento de organismos inyectados con solución salina. 

 

 

V. 4. Verificación del OsHV-1 en organismos de los diferentes tratamientos 

Se realizó el diagnóstico de las muestras de branquias de los distintos tratamientos, utilizando 

los iniciadores rtADNpolF y ADNpolLERv, los cuales amplifican un fragmento de 177 pb. 

Los análisis de PCR detectaron los amplicones de ADN del Herpes Virus de Ostreidos 1 de 

los organismos infectados en el bioensayo. En las Figuras 11 y 12 se observa la banda 

esperada de 177 pares de bases para los organismos infectados. 
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Figura 11. Electroforesis en Agarosa al 1.5% del ADN genómico del tratamiento de 

organismos infectados con OsHV-1 + shRNA. M: marcador molecular.  1-4: 24 hpi. 5-8: 48 

hpi. 9-13: 72 hpi. 14-19: 108 hpi. 20-23: 156 hpi. (-): Control negativo. (+): Control positivo. 

 

 

 

 

Figura 12. Electroforesis en Agarosa al 1.5% del ADN genómico del tratamiento de 

organismos infectados con OsHV-1. M: marcador molecular.  1-4: 12 hpi. 5-8: 24 hpi. 9-12: 

48 hpi. 13-16: 72 hpi. 17-21: 108 hpi. 22-25: 156 hpi. 26-28: Inóculo viral. (-): Control 

negativo. (+): Control positivo. 

 

V. 5. Confirmación del silenciamiento por PCR tiempo real 

Para dar inicio con la cuantificación del número de copias virales del bioensayo, 

primeramente, se realizaron las curvas estándar para el gen de la ADNpol viral, para las 
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cuales se obtuvo una eficiencia de 93% proporcionando mayor confiabilidad en los datos 

analizados. 

En las curvas de disociación no se observó inespecificidad, teniendo una temperatura 

de disociación de 82.74°C. 

 

 

 

1          2            3           4             5           6             7 
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Figura 13. Curva estándar para ADNpol para determinar carga viral del inóculo y muestras 

del experimental. A) Se muestran las señales fluorescentes de las seis diluciones seriadas. De 

1-7 se tiene 1.24 × 109 a 2.10 × 103 copias. B) Curva estándar de la concentración de las 

diluciones seriadas. Eficiencia: 93.5%, pendiente: -3.489. C) Curva de disociación del 

amplicón de la ADNpol. La temperatura de disociación fue de 82.74°C. 

 

Usando la curva estándar se procedió a calcular el número de copias del gen de la 

ADNpol, comparando cada uno de los tratamientos a las distintas horas post infección y entre 

horas post infección de cada tratamiento (Figura 14). 

Los tratamientos de organismos inyectados con solución salina isotónica y el de 

organismos inoculados con el shRNA, en ambos tratamientos no hubo detección del OsHV-

1. A las 12 y 24 horas post infección no se observaron diferencias significativas entre el 

tratamiento de organismos infectados y organismos infectados+shARN. Para las 72 y 108 

horas de infección los organismos infectados + shARN presentaron un menor número de 

copias virales en comparación con los organismos infectados, contrario a lo que ocurre a las 

48 y 156 hpi, teniendo mayor número de copias los organismos infectados + shARN. 

c 
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OsHV-1                ab         ab         a           ab          b            a 

 
OsHV-1                 c            c         ab          bc          a            c 

+shRNA 
 
Figura 14. Gráfica de la expresión absoluta del gen ADNpol en branquias de C. gigas durante 

el experimento. Barras azules: tratamiento de organismos infectados con el virus (OsHV-1). 

Barras rojas: tratamiento de organismos infectados e inyectados con el shRNA de 

interferencia (OsHV-1+shRNA). shARN: tratamiento de organismos no infectados e 

inyectados con RNA de interferencia. Control: tratamiento de organismos no infectados e 

inyectados con solución salina. Las letras indican diferencia significativa a Asterisco: 

diferencia significativa, p<0.05. ns: no hay diferencia significativa.  

 

Los organismos infectados por OsHV-1 muestran diferencias significativas en el 

número de copias entre las 48 y 156 hpi con el número más bajo de copias, comparado con 

las 108 horas de infección la cual presentó mayor número de copias durante el bioensayo. 

Mientras que el tratamiento de organismos infectados +shRNA a las 48, 72 y 108 presentaron 

el menor número de copias virales comparado con las 12, 24 y 156 horas (Figura 14). 
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V. 6. Análisis de túnel 

La apoptosis celular se detectó mediante el análisis de tunel en las diferentes horas post 

infección para los distintos tratamientos. En las Figuras de la 15 a la 21, el color azul muestra 

el ADN sin fragmentación, el color verde se debe a la proteína verde brillante (GFP) 

marcador que se encuentra en el vector y el color rojo indica el ADN fragmentado o células 

en proceso de apoptosis. Las branquias con mayor cantidad de tejido conectivo apoptótico, 

se presenta a las 12 horas de infección tanto para tratamiento de organismos infectados por 

OsHV-1, así como para los organismos infectados + shRNA (Figura 22). A las 72 hpi de 

infección se pudo observar una menor señal de apoptosis en el tratamiento OsHV-1+shARN 

(13%), volviendo a incrementar a las 108 (23%) y 156 hpi (26%). En organismos infectados 

la apoptosis disminuye conforme avanza la infección, a las 12 hpi con 37% y a las 156 hpi 

con 19% (Figura 22). 

 

   

   

Figura 15. Ensayo de tunel del tejido de branquias de C. gigas. 1) Tratamiento control de 

organismos inyectados con solución salina 2) Tratamiento de organismos inyectados con 

shRNA. A) Hoechst. B) GFP. C) Alexa Fluor. Barra de escala = 100 µm. 

  

1a 1b 1c 

2a 2b 2c 
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Figura 16. Ensayo de tunel del tejido de branquias de C. gigas a las 12 horas post infección. 

1) Tratamiento de organismos infectados por OsHV-1. 2) Tratamiento de organismos 

infectados por OsHV-1+shRNA. A) Hoechst. B) GFP. C) Alexa Fluor. Barra de escala = 100 

µm. 

  

1a 1b 1c 

2a 2b 2c 
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Figura 17. Ensayo de tunel del tejido de branquias de C. gigas a las 24 horas post infección. 

1) Tratamiento de organismos infectados por OsHV-1. 2) Tratamiento de organismos 

infectados por OsHV-1+shRNA. A) Hoechst. B) GFP. C) Alexa Fluor. Barra de escala = 100 

µm. 

  

1a 1b 1c 

2a 2b 2c 



42 

 

 

   

   

Figura 18. Ensayo de tunel del tejido de branquias de C. gigas a las 48 horas post infección. 

1) Tratamiento de organismos infectados por OsHV-1. 2) Tratamiento de organismos 

infectados por OsHV-1+shRNA. A) Hoechst. B) GFP. C) Alexa Fluor. Barra de escala = 100 

µm. 

  

1a 1b 1c 

2a 2b 2c 
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Figura 19. Ensayo de tunel del tejido de branquias de C. gigas a las 72 horas post infección. 

1) Tratamiento de organismos infectados por OsHV-1. 2) Tratamiento de organismos 

infectados por OsHV-1+shRNA. A) Hoechst. B) GFP. C) Alexa Fluor. Barra de escala = 100 

µm.  
  

1a 1b 1c 

2a 2b 2c 
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Figura 20. Ensayo de tunel del tejido de branquias de C. gigas a las 108 horas post infección. 

1) Tratamiento de organismos infectados por OsHV-1. 2) Tratamiento de organismos 

infectados por OsHV-1+shRNA. A) Hoechst. B) GFP. C) Alexa Fluor. Barra de escala = 100 

µm. 

  

1a 1b 1c 

2a 2b 2c 
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Figura 21. Ensayo de tunel del tejido de branquias de C. gigas a las 156 horas post infección. 

1) Tratamiento de organismos infectados por OsHV-1. 2) Tratamiento de organismos 

infectados por OsHV-1+shRNA. A) Hoechst. B) GFP. C) Alexa Fluor. Barra de escala = 100 

µm. 
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Figura 22. Gráfica porcentaje de tejido apoptótico en branquias de Crassostrea gigas a las 

diferentes horas post infección. Las barras representan el tratamiento de organismos 

infectados con OsHV-1. La línea roja representa el tratamiento de organismos 

infectados+shRNA. 

 

V. 6. Tinción hematoxilina- eosina 

En los ostiones infectados por Herpesvirus de Ostreidos 1 se observó daño en el tejido 

branquial, el cual presentó cambios en su estructura e inflamación, así como fusión de los 

ápices branquiales e infiltración hemocítica con aumento gradual de la infiltración hemocítica 

conforme avanzaban las horas post-infección, (Figuras de la 25A, 25B, 25C, 25D, 25E y 

25F).  Mientras que en los tejidos de organismos infectados+shRNA se observó daño en el 

tejido branquial, pero en menor medida (Figuras de la 24A, 24B, 24C, 24D, 24E y 24F) Los 

tejidos de los organismos sanos no presentaron daños estructurales (23A y 23B). 
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Figura 23. Cortes histológicos de las branquias de C. gigas (5 µm), mediante la técnica de 

Hematoxilina-Eosina. a) C. gigas inoculados con solución salina isotónica. b) C. gigas 

inyectados con shARN. (escala = 200 µm).  

  

b a 



48 

 

  

  

  

Figura 24. Cortes histológicos de las branquias de C. gigas (5 µm), mediante la técnica de 

Hematoxilina-Eosina de las diferentes horas post infección de Herpesvirus de Ostreidos 1 e 

inoculados con shRNA. Branquias con pérdida de estructura, fusión de los ápices e 

infiltración hemocítica, los corchetes muestran los ápices fusionados de las branquias. A) 12 

hpi. B) 24 hpi. C) 48 hpi. D) 72 hpi. E) 108 hpi. F) 156 hpi (escala = 200 µm).  

 

 

 

a b 
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Figura 25. Cortes histológicos de las branquias de C. gigas (5 µm), mediante la técnica de 

Hematoxilina-Eosina de las diferentes horas post infección de Herpesvirus de Ostreidos 1. 

Branquias con pérdida de estructura, fusión de los ápices e infiltración hemocítica, los 

corchetes muestran los ápices fusionados de las branquias. A) 12 hpi. B) 24 hpi. C) 48 hpi. 

D) 72 hpi. E) 108 hpi. F) 156 hpi (escala = 100 µm). 

 

 

  

a b 

c d 
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VI. DISCUSIÓN  

El cultivo del ostión del pacífico es una de las prácticas más importantes en la acuacultura, 

debido a las altas producciones que se han obtenido y las grandes ganancias que esto genera 

(FAO, 2016), sin embargo, las enfermedades virales son de las principales causas de pérdidas 

para esta actividad (Cáceres-Martínez y Vásquez-Yeomans, 2013). Siendo el Herpesvirus de 

Ostreidos tipo 1 el causante de las altas mortalidades en semilla y ostiones juveniles de C. 

gigas, en diferentes regiones del mundo (Renault y Novoa, 2004; Martenot, et al., 2011). 

En el presente trabajo, se realizó un bioensayo de infección, en el cual se reportó 

mayor mortalidad en el tratamiento de organismos infectados por OsHV-1, presentando 

mortalidades desde las 12 hpi hasta las 108 horas. El bioensayo fue modificado a partir de 

Schikorski, et al., 2011, el cual reportó mortalidades a las 48 hpi, siendo esta hora la que 

presento mayor replicación viral provocando daños severos en las células hemocíticas, lo que 

hizo que los organismos presentaran altas mortalidades a dicha hora. Segarra et al. (2014) 

reportan ADN viral en organismos adultos de C. gigas infectados experimentalmente con el 

OsHV-1, los cuales no presentaron mortalidad debido a la respuesta inmune del ostión, 

siendo menos susceptibles a la infección, porque tienen la capacidad para controlar la 

infección. Grijalva-Chon et al. (2013) encontraron el OsHV-1 en Crassostrea gigas adultos 

asintomáticos cultivados en la costa de Sonora, y sin ningún reporte de mortalidades. Siendo 

así, las larvas y juveniles los organismos más suceptibles a mortalidad (Green, et al., 2015) 

Mediante qPCR se cuantificó el gen de la ADN polimerasa del OsHV-1 en tejido de 

branquias, ya que según los resultados obtenidos por De La Re, et al., 2017, la expresión del 

gen de la ADNpol es mayor en dicho tejido. Al comparar la cuantificación de la infección 

viral a partir del ADNg del tratamiento de ostiones infectados y ostiones infectados+shRNA, 

es hasta las 108 hpi, donde los niveles de infección son superiores en el tratamiento de 

organismos infectados por OsHV-1. Schikorski, et al., 2011, por PCR en tiempo real obtuvo 

como mayor cantidad 1x105 copias/ng de ADN en manto de semillas de ostión, en el cual 

reporta al manto como tejido blanco del OsHV-1. Mientras que Martenot, et al., 2017, 

observaron mayor cantidad de transcritos del virus de las 12, 24 y 48 hpi en la infeccion por 

OsHV-1 en C. gigas. En el presente trabajo, en la cuantificación por qPCR, a las 48 se reduce 

drásticamente el número de copias virales. Esto es parecido a lo observado por Green, et al., 
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2015 reportaron, una reducción de ADN viral entre las 27 y 54 hpi de infección de OsHV-1, 

lo que sugiere una mediación del organismo para combatir el virus.  

Mediante la técnica de tinción hematoxilina-eosina se observó una mayor 

degeneración de la estructura branquial, así como infiltración hemocitaria, provocada por la 

infección viral en el tratamiento de organismos infectados por OsHV-1. Alvarado-Arellano 

(2013) encontró daño en tejido de cortes histológicos de Nodipecten subnodosus infectado 

por OsHV-1, presentando leve infiltración hemocitaria en branquias, necrosis, núcleos 

hipertrofiados con la cromatina marginada hacia la periferia y en algunas células se 

presentaron cuerpos de inclusión intranucleares eosinofílicos tipo A Cowdry. En las zonas 

de alta mortalidad los organismos juveniles y adultos presentaban erosiones en las branquias. 

Estudios recientes con microscopia electrónica de barrido (MET), hibridación in situ y 

análisis histológico confirman la presencia del OsHV-1 en organismos con erosión branquial 

(Vásquez-Yeomans et al., 2010; De La Re, et al., 2017). En juveniles de C. gigas infectados 

por OsHV-1 se observa una degeneración hemocítica, caracterizada por una fragmentación 

y picnosis nuclear (Friedman et al., 2005).  

En los moluscos las células sanguíneas son conocidas como hemocitos, las cuales 

interactúan con partículas externas que entran al sistema del organismo, y subsecuentemente 

activan diferentes vías de respuesta como la fagocitosis, apoptosis, encapsulación, entre otras 

(Wang, et al., 2017).  Siendo la apoptosis un proceso de muerte celular programada que se 

lleva a cabo por la familia cisteín-proteasas conocidas como caspasas (Elmore, 2007). Donde 

existen diferentes proteínas, como las homologas a las IkB quinasas (Cg-IκB1 y Cg-IκB2) 

están involucradas en la defensa de moluscos y se ha observado que no tienen un patrón de 

expresión idéntico, y su sobreexpresión durante infecciones por patógenos probablemente 

esté involucrada en la disminución de expresión de NF-κB, el cual es un factor nuclear que 

juega un papel importante en la respuesta inmune de invertebrados, siendo este un 

mecanismo para mantener el equilibrio entre la protección del huésped y la eliminación de 

patógenos en el ostión (Zhang, et al., 2011). También la proteína CgTNF-1 tiene un dominio 

de las TNF (factor de necrosis tumoral), las sCgTNF-1 regulan la apoptosis y fagocitosis en 

hemocitos, así como los mecanismos PO, las lisozimas y actividades antibacterianas (Whang, 

et al., 2017).  
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Segarra, et al., 2014 observaron una sobreexpresión de los genes IAP (inhibidores de 

la apoptosis) durante la infección por OsHV-1, la cual puede ser resultado de la infección por 

el virus. Pauletto, et al., 2017, en organismos infectados con OsHV-1 mostraron una alta 

activación de Cg-IAP, sugiriendo la inhibición de la apoptosis, lo cual trae como 

consecuencia la dispersión del virus. Martenot, et al., 2017, detectaron una baja regulación 

de las proteínas involucradas en la activación de la apoptosis (TNF y caspasa 3), mientras 

que se tuvo un incremento de la expresión de los genes que codifican proteínas anti-apoptosis 

(IAP-2 y Bcl-2) en hemocitos de ostiones infectados por OsHV-1 a las 24 y 48 hpi. Por otra 

parte, el α-herpesvirus puede codificar proteínas antiapoptóticas, como US3, gJ y LAT, para 

interferir con la apoptosis, y evadir su eliminación (You, et al., 2017). Ademas, mediante la 

actividad de proteína ribonucleótido reductasa en infecciones por Virus del Herpes simple 

(HSV-1 y HSV-2) se muestra una protección de las células contra la apoptosis, mediante la 

interacción de los receptores de la caspasa 8, interfiriendo en el progreso de la apoptosis 

celular (Dufour, et al., 2010).  

En el presente estudio se observó la apoptosis celular mediante la técnica de túnel en 

tejidos de branquias del ostión del Pacífico, durante la infección por OsHV-1, donde el tejido 

apoptótico permaneció constante, sin embargo, las células apoptóticas disminuyeron a las 

108, lo cual puede ser atribuido a la infección por OsHV-1, donde el organismo presentaba 

mayor número de copias virales, pero a las 156 hpi la apoptosis disminuye al igual que la 

infección, por lo cual es importante señalar la capacidad de los ostiones para inhibir y 

controlar el proceso de apoptosis, siendo este esencial para la supervivencia del organismo. 

Es por esto que el estudio de los genes implicados en la apoptosis durante las infecciones 

virales es de gran importancia. 

Por otra parte, los receptores toll-like (TLRs), receptores RIG-I, sintasa cíclica GMP-

AMP (cGAS) y proteínas DICER se han identificado en moluscos y están potencialmente 

involucradas en el reconocimiento de virus.  Donde los TLR3, que unen los dsRNA, 

promoviendo una compleja vía de señalización, resultando la traslocación de NF-kB e IRF 

al núcleo celular, regulando la expresión de genes que forman los interferones (Randall & 

Goodbourn, 2008). Estos interferones producen respuestas antivirales mediadas por las 

proteínas quinasas R (PKR), es por esto que Robalino, et al., 2004, observó una respuesta 
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antiviral en L. vannamei mediante la inyección de dsRNA, mediando la interferencia de 

genes. Pauletto, et al., 2017, mediante la inyección de dsRNA dirigidos a Cg-IkB2 durante 

la infección de OsHV-1 en C. gigas, observó una supervivencia cercana al 100% y un bajo 

número de copias de genes virales. 

Hoy en día se han desarrollado metodologías dirigidas a la reducción o control de la 

infección de diversos virus en organismos de interés acuícola. En las últimas décadas, el 

silenciamiento de genes por RNAi es una técnica prometedora para el tratamiento viral en 

diversos organismos (Reshi, et al., 2014). Escobedo-Bonilla, et al., 2014, observaron 

respuesta antiviral mediante tratamiento con dsRNA dirigido a genes de proteínas capsídicas 

del virus de la mancha blanca (WSSV) en Litopenaeus vannamei, donde observaron una 

reducción de las mortalidades (10%). En el presente trabajó se vio una reducción en la 

mortalidad de los organismos infectados por OsHV-1+shRNA, con un 90% de supervivencia. 

En el tratamiento de organismos infectados+shARN se observa una reducción del 

número de copias a las 72 y 108 hpi, de ~3 y ~98 veces respectivamente. Pero se observa un 

aumento a las 156 hpi de ~895 veces comparado con el tratamiento de organismos infectados. 

El silenciamiento de genes por RNAi se ha probado en virus que infectan al camarón, tal es 

el caso de Tirasophon, et al., 2007 observaron una disminución de la carga viral a las 3, 6 y 

12 hpi en los organismos inyectados con dsRNA dirigido a proteasas del virus de la cabeza 

amarilla. Xu, et al., 2007, mediante siRNA obtuvo un silenciamiento de la transcripción y 

expresión del gen vp28 del WSSV en P. japonicum, además disminuyó significativamente la 

mortalidad. Para el caso del ostión del pacífico, Pauletto, et al., 2017, mediante la inyección 

de dsRNAs dirigidos a Cg-IkB2 durante la infección de OsHV-1 en C. gigas, observó una 

supervivencia cercana al 100% y un bajo número de copias de genes virales. Sarathi, et al., 

2008, menciona que el uso de vectores bacterianos y dsRNA dirigido a proteínas virales 

(VP24, VP19 y VP15) actúa como una técnica efectiva contra el WSSV en P. monodon.  

Dentro del ARN de interferencia, están los shRNA, Lamberth y Smith en el  2013, 

afirman que el uso de shRNA ofrece una mayor efectividad en el silenciamiento en 

comparación con los siRNAs, ya que los shRNA se pueden clonar en vectores de expresión 

los cuales contienen marcadores de selección de antibióticos y una mayor especificidad por 

el tipo de célula ya que algunos vectores poseen en su genoma casettes de virus que los hacen 
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más específicos; por lo que propician un silenciamiento prolongado de proteínas o supresión 

del ARN mensajero al que fueron dirigidos. Brake, et al., 2008, mediante shARN en vectores 

de expresión de lentivirus inhibieron la replicación de VIH-1 (virus de inmunodeficiencia 

humana 1) en células T. Clarke, et al., 2017, inhibieron la replicación del virus hemorrágico 

septicémico en células del pez cebra, donde utilizaron shARN en vectores de expresión 

dirigidos a glicoproteínas virales y ADN polimerasas, siendo más eficientes en cuestión de 

reducción de la infección los shARNs dirigidos a glicoproteínas. 

A pesar de los estudios realizados sobre silenciamiento de genes en especies de interés 

acuícola, es importante implementar metodologías para la administración continua del RNA 

de interferencia. Por esta razón varios estudios se enfocan en esta temática, tal es el caso en 

donde Witteveldt, et al., en el 2004, alimentaron a P. monodon con alimento recubierto de 

bacterias inactivadas con una sobreexpresión de la VP28 y, los camarones mostraron mejores 

tasas de supervivencia tras la exposición al WSSV. Sin embargo, la protección solo fue eficaz 

cuando los camarones estaban infectados con dosis bajas del virus y solía durar solo unos 

pocos días. También para el tratamiento del virus de cabeza amarilla en L. vannamei, se han 

utilizado microalgas como la Chlamydomonas reinhardtii con cloroplastos diseñados para la 

expresión de dsARN dirigido a YSV, las cuales fungieron como alimento y antiviral, 

proporcionando un 50% de supervivencia hasta los 8 días de infección, donde los organismos 

infectados posteriormente presentaron un 84% de mortalidad (Charoonnart, et al., 2019). 

Siendo esto un resultado prometedor, en la utilización de las microalgas como una alternativa 

novedosa, proporcionando alimento y tratamiento antiviral en la acuicultura del camarón. 
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VII. CONCLUSIONES 

En el presente trabajo fue posible sintetizar un shRNA dirigido a la ADN polimerasa del 

OsHV-1 en un vector de expresión con un casette de especificidad a un parvovirus.  

Se observó por PCR en tiempo real una reducción del número de copias virales para 

el tratamiento de ostiones infectados + shRNA, lo que sugiere un silenciamiento del gen que 

codifica para la ADN polimerasa viral lo que da como resultado una disminución de la 

infección. A las 72 hpi se observó una disminución de la apoptosis y un menor número de 

copias virales en el tratamiento de organismos infectados + shRNA. Sugiriendo que el 

organismo está mediando la defensa contra la infección en conjunto con el silenciamiento el 

cual puede estar perdiendo efectividad, por lo cual se recomienda una reinoculación del 

shRNA. 

Al igual que trabajos anteriores, en el presente estudio se pudo observar que durante 

la infección por OsHV-1 los tejidos mayormente afectados son las branquias, debido a su alta 

tasa de replicación celular. 

Es importante mencionar que este es el primer trabajo utilizando un shRNA dirigido 

a una proteína del OsHV-1 involucrada en la replicación del ADN, en el cual se pudo 

observar una supervivencia alta, lo que da una expectativa a futuro prometedora, para el uso 

de este tipo de metodología en la ostricultura.  
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VIII. RECOMENDACIONES 

Se recomienda verificar el efecto de diferentes concentraciones del shRNA en el proceso de 

infección, con la finalidad de observar diferencias en el silenciamiento del OsHV-1. Además, 

realizar estudios para incrementar la estabilidad del shRNA y tener un silenciamiento 

prolongado. 

 El utilizar organismos juveniles, así como semillas de ostión para bioensayos de 

infección y silenciamiento, también es importante para medir el efecto en diferentes etapas 

de desarrollo del ostión. 

Es importante el dirigir el silenciamiento a otros genes implicados en la replicación 

viral, proteínas capsídicas, y verificar su efectividad, así como el estudio de expresión de los 

genes implicados en el proceso de defensa del ostión, incluyendo la apoptosis celular. 

También es indispensable el estudio de microalgas recombinantes con RNAi dirigido 

a genes virales, las cuales pueden servir de alimento y de antiviral, pudiendo reducir la 

infección de OsHV-1. 
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