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Debido a la pandemia de la COVID-19, la Comisión de Normas Sanitarias de la OIE para los Animales Acuáticos (en lo 
sucesivo, Comisión para los Animales Acuáticos) se reunió por vía electrónica y no de forma presencial, del 26 de agosto 
al 2 de septiembre de 2020. La lista de participantes figura en el Anexo 1. 

La Comisión recordó a los Miembros que, como consecuencia del aplazamiento de la 88.a Sesión General de la OIE hasta 
2021, todos los capítulos del Código Sanitario para los Animales Acuáticos (Código Acuático) o del Manual de las 
Pruebas de Diagnóstico para los Animales Acuáticos (Manual Acuático) propuestos para adopción en mayo de 2020, se 
presentarán para adopción en mayo de 2021. 

La Comisión para los Animales Acuáticos agradece a los siguientes Miembros por el envío de sus comentarios escritos 
sobre los proyectos de texto para el Código Acuático y el Manual Acuático que circularon con su informe de febrero de 
2020: Australia, Canadá, Corea, Chile, China (Rep. Pop.), Corea (Rep. de), Cuba, Ecuador, Estados Unidos de América, 
Japón, Nueva Caledonia, Nueva Zelanda, Perú, Singapur, Suiza, Tailandia, Taipéi Chino, Reino Unido, los Estados 
Miembros de la Unión Europea (UE) y la Unión Africana Oficina Interafricana de Recursos Pecuarios (AU-IBAR) en 
nombre de los 54 Miembros africanos de la OIE.  

La Comisión para los Animales Acuáticos examinó todos los comentarios presentados a tiempo y acompañados de una 
justificación. Las enmiendas realizadas por la Comisión a los proyectos de textos cuando fuera relevante se señalan del 
modo habitual, mediante “doble subrayado” y “tachado”. En los anexos, los cambios propuestos en esta reunión se 
muestran con un fondo de color para distinguirlos de los realizados anteriormente. La Comisión no tuvo en cuenta los 
comentarios sin justificación o difíciles de interpretar.  

La Comisión invita a los Miembros a consultar la información pertinente en sus informes anteriores y en los de los grupos 
ad hoc que presentan información de gran interés, especialmente cuando se trata de temas de larga data. Estos informes 
están disponibles en el sitio web de la OIE. 

Los comentarios sobre los anexos 3 a 17 de este informe deberán enviarse a la sede de la OIE a más tardar el 6 de enero 
de 2021 para que la Comisión para los Animales Acuáticos los pueda examinar en la reunión de febrero de 2021. 

Todos los comentarios deberán remitirse al Departamento de Normas: AAC.Secretariat@oie.int (este nuevo mail se 
consagra exclusivamente a la remisión de los comentarios de los Miembros sobre los informes de la Comisión para los 
Animales Acuáticos).  

Los comentarios deberán presentarse en formato Word en lugar de PDF, puesto que los archivos PDF son difíciles de 
incorporar en los documentos de trabajo de la Comisión. 

Los comentarios se deberán presentar en el anexo pertinente e incluir el nuevo texto propuesto, respaldado por una 
justificación estructurada o por referencias científicas publicadas. Las propuestas de supresión de texto deberán indicarse 
“con tachado” y las de modificación, “con doble subrayado”. Los Miembros no deberán recurrir a la función automática 
de “control de cambios” del procesador de textos, ya que dichos cambios se pierden al compilar las propuestas de los 
Miembros en los documentos de trabajo de la Comisión. También se solicita a los Miembros que no reproduzcan el texto 
completo de un capítulo, puesto que así se pueden perder comentarios durante la preparación de los documentos de trabajo. 

La Comisión para los Animales Acuáticos alienta encarecidamente a los Miembros a participar en el desarrollo de las 
normas internacionales de la OIE, presentando sus comentarios sobre este informe y preparando con anticipación su 
participación en el proceso de adopción en la Sesión General. 

.

https://www.oie.int/es/normas/comisiones-especializadas-y-grupos-de-trabajo-y-ad-hoc/grupos-ad-hoc-informes/
mailto:AAC.Secretariat@oie.int
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1. BIENVENIDA DEL DIRECTOR GENERAL ADJUNTO 

El Dr. Matthew Stone, director general adjunto de la OIE (Normas Internacionales y Ciencia), dio la bienvenida a 
la Comisión, agradeció a sus integrantes por sacar tiempo de su cargada agenda para apoyar el trabajo de la OIE y 
extendió las gracias a sus empleadores y gobiernos nacionales.  

El Dr. Stone agradeció a la Comisión por su apoyo durante la organización de la respuesta a la COVID-19, 
incluyendo los informes preparados para asegurar que los Miembros de la OIE permanecieran bien informados sobre 
las actividades de las comisiones especializadas tras la cancelación de la Sesión General de 2020. El Dr. Stone señaló 
la adaptación continua de los programas de trabajo de la OIE a las restricciones impuestas como resultado de la 
pandemia de COVID-19, habiéndose celebrado con éxito muchas reuniones virtuales de expertos que garantizan la 
continuidad de los resultados productivos de la OIE, gracias a la ardua labor del personal y a la comprensión y 
dedicación de su comunidad de expertos. Aunque los efectos de la pandemia mundial continúan y la comprensión 
científica de sus causas profundas, factores mitigantes y agravantes es aún incompleta, la OIE prosigue su reflexión 
interna sobre su función de apoyo a los Miembros y socios frente a las nuevas prioridades en torno a la mitigación 
del riesgo de enfermedades emergentes, la resiliencia y la preparación. Pronto surgirán propuestas concretas al 
respecto y se recurrirá a las redes de expertos de Miembros y socios para que acompañen a la OIE en la 
implementación del apoyo y, a los donantes, en la financiación. En estas actividades, participarán también las 
comisiones especializadas y, por lo tanto, es necesario tenerlas en cuenta a la hora de establecer las prioridades del 
programa de trabajo. El Dr. Stone señaló la convocatoria a candidaturas para las elecciones de 2021 de las 
comisiones especializadas.  

Asimismo, proporcionó a la Comisión un resumen del proceso de evaluación del rendimiento de todos los expertos 
de las comisiones especializadas, como fase final del nuevo sistema de gestión de su desempeño. Este proceso se 
presentará al Consejo de la OIE en febrero de 2021, bajo la forma de un informe confidencial.  

2. COOPERACIÓN CON OTRAS COMISIONES ESPECIALIZADAS 

El Dr. Ingo Ernst, presidente de la Comisión para los Animales Acuáticos, y el Dr. Etienne Bonbon, presidente de 
la Comisión de Normas Sanitarias para los Animales Terrestres (Comisión del Código), sostuvieron una reunión 
virtual en julio de 2020 para garantizar que toda modificación propuesta sea coherente en la medida de lo posible 
tanto en el Código Terrestre como en el Código Acuático.  

3. PLAN DE TRABAJO DE LA COMISIÓN DE NORMAS SANITARIAS PARA LOS ANIMALES 
ACUÁTICOS  

La Comisión para los Animales Acuáticos examinó y actualizó su plan de trabajo teniendo en cuenta que la reunión 
de la Comisión de febrero de 2021 será la última de su mandato y que muchos textos se propondrán para adopción 
en mayo de 2021. 

El plan de trabajo revisado figura en el Anexo 2 para información de los Miembros.  

4. TEXTOS PARA COMENTARIO DE LOS MIEMBROS: CÓDIGO SANITARIO PARA LOS ANIMALES 
ACUÁTICOS  

La Comisión para los Animales Acuáticos indicó que, en este informe, no se brindaba ninguna justificación de los 
cambios de naturaleza editorial. 

4.1. Nuevo proyecto de capítulo sobre bioseguridad para los establecimientos de acuicultura (Capítulo 4.X) 

Se recibieron comentarios de Canadá, Chile, China (Rep. Pop. de), Perú y AU-IBAR. 

Contexto 

El nuevo proyecto de capítulo dedicado a la Bioseguridad para los establecimientos de acuicultura 
(Capítulo 4.X) es el segundo nuevo capítulo que formará parte de la revisión en curso del Título 4, Prevención 
y control de las enfermedades. El proyecto de capítulo se difundió cuatro veces para comentario entre 
septiembre de 2018 y septiembre de 2020. 

En la reunión de febrero de 2020, la Comisión para los Animales Acuáticos revisó el capítulo sólo para 
responder a los comentarios más representativos que no habían sido presentados con anterioridad.  



 

Comisión de Normas Sanitarias para los Animales Acuáticos/septiembre de 2020 
4 

Informes de la Comisión donde se discutió del tema: 

Informe de septiembre de 2018 (ítem 2.9, página 11); informe de febrero de 2019 (ítem 2.1, página 10); informe 
de septiembre de 2019 (ítem 6.1, página 4); informe de febrero de 2020 (ítem 7.1.1, página 6).  

Reunión de septiembre de 2020 

La Comisión agradeció a los Miembros que presentaron nuevos comentarios sustanciales sobre este capítulo. 
La Comisión examinó y tomó en consideración todas las observaciones recibidas y aplicó los cambios que 
consideró apropiados.  

En la versión inglesa, el término “staff” se remplazó por “personnel” en todo el capítulo, en aras de coherencia.  

Artículo 4.X.3 Introducción 

La Comisión estuvo de acuerdo con añadir en la introducción que la implementación de buenas medidas de 
bioseguridad puede reducir la tasa de emergencia de la resistencia a los antimicrobianos (RAM). 

Artículo 4.X.4 Principios generales 

La Comisión aceptó añadir “condiciones medioambientales” al texto introductorio de los principios generales, 
dado que las medidas de bioseguridad pueden depender de numerosos factores, incluidas las condiciones 
medioambientales. La Comisión no aceptó remplazar los términos “infección” y “enfermedad” por “la 
introducción, propagación y liberación de agentes patógenos” cuando se describen los riesgos en este artículo, 
puesto que la redacción propuesta sería una repetición de la definición del Glosario de “bioseguridad”.  

En respuesta a un comentario, la Comisión acordó trasladar el apartado 5, relativo a una señalización clara, al 
Artículo 4.X.6 como un nuevo apartado 7 c), ya que el contenido no se considera un principio y resulta más 
apropiado en el apartado “personal y visitantes”.  

Artículo 4.X.5 Categorías de los sistemas de producción acuícola 

La Comisión no estuvo de acuerdo con añadir “agentes patógenos” a las secciones “Sistemas abiertos” y 
“Sistemas semi-abiertos” porque consideró que ya estaba implícito en la redacción actual.  

La Comisión tampoco consideró necesario añadir las “jaulas flotantes” como ejemplo de sistemas semi-abiertos 
de producción acuícola porque ya están cubiertas por las jaulas suspendidas. 

La Comisión acordó cambiar en la versión inglesa “may” por “can” en el texto de los “Sistemas semi-cerrados” 
para enfatizar que es más fácil evitar que los animales acuáticos y los vectores entren y salgan de un sistema 
semi-cerrado, en comparación con un sistema semi-abierto. 

Artículo 4.X.5 bis Manejo por áreas 

La Comisión no estuvo de acuerdo con añadir los “servicios de sanidad de los animales acuáticos” como una 
de las entidades que deberán implementar las medidas de bioseguridad, dado que cada Miembro determina la 
metodología de aplicación de sus intervenciones. 

Artículo 4.X.6 Rutas de transmisión y medidas de mitigación  

1. Animales acuáticos  

La Comisión aceptó una propuesta que solicitaba incluir el concepto de “gametos”, por ser un ejemplo más 
completo de animales acuáticos que pueden introducirse intencionalmente o desplazarse dentro de un 
establecimiento acuícola, pero optó por utilizar el término “milt/lecha de los peces” en lugar de “y gametos”.  

La Comisión no acordó añadir un texto explicando en el apartado b) el significado de “cuarentena”, puesto que 
está cubierto por la definición de este término en el Glosario. 

En respuesta a un comentario, aceptó añadir “y la liberación de” al apartado d), puesto que el transporte 
bioseguro también debe incluir medidas destinadas a prevenir que los agentes patógenos se liberen durante el 
transporte.  
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La Comisión aceptó remplazar “enfermo” por “moribundo”, en aras de claridad del apartado g). 

Asimismo, la Comisión aceptó añadir: 

‒ “por profesionales de sanidad para los animales acuáticos o veterinarios” al apartado h) para dejar claro 
que la investigación y el diagnóstico de la causa de mortalidad siempre deberán estar a cargo de ambos 
profesionales; 

‒  “y secado” al texto en el apartado i) ya que permitir el secado de las instalaciones de producción 
constituye una medida de mitigación común durante el vacío sanitario de los establecimientos de 
acuicultura. 

La Comisión no estuvo de acuerdo en añadir un nuevo apartado k) “establecer un plan de vigilancia y control 
destinado a la detección temprana de enfermedades” porque el tema se aborda en el párrafo que evoca la 
elaboración del “plan de bioseguridad”. 

3. Agua 

La Comisión rechazó la inclusión de “retretes mal gestionados” en el apartado e) por considerarlo una cuestión 
de salud ambiental y humana que está fuera del ámbito de aplicación del capítulo. 

4. Alimentos para animales (piensos) 

La Comisión no aceptó añadir “piensos vivos”, puesto que se incluye en la definición del Glosario de “piensos”. 

5. Fómites 

La Comisión no aceptó sustituir “transferir” por “transmitir” al considerar que el primero era un término más 
exacto en el contexto de la propagación de agentes patógenos por fómites. Sin embargo, la Comisión decidió 
reordenar la frase que describe el intercambio de equipamiento, en aras de mejorar la legibilidad y evitar 
malentendidos. 

6. Vectores 

Por cuestiones de coherencia con la definición revisada de “vector” y el uso de “transferencia” en todo el 
capítulo, la Comisión remplazó el término “transportar” por “transferir” en la primera frase.  

La Comisión examinó la propuesta de sustituir “silvestre” por “no susceptible” y decidió que ninguno de los 
dos términos era necesario dado el contexto de la frase y, por lo tanto, se suprimió “silvestre”. La Comisión 
añadió, en la versión inglesa, “and”, puesto que faltaba en la lista del primer párrafo (segunda frase). 

La Comisión analizó la posibilidad de remplazar “abierto” por “semi-abierto y semi-cerrado”, pero decidió que 
“sin cerrar” era un término más apropiado para utilizar en este contexto.  

7. Personal y visitantes 

La Comisión examinó las propuestas de añadir apartados adicionales en esta sección y se efectuaron nuevos 
cambios. 

La Comisión no apoyó una propuesta de especificar el tipo de sistema de producción, dado que las medidas de 
mitigación deberán tenerse en cuenta en cualquier tipo de sistema de producción. 

La Comisión añadió un numeral i) en el apartado a) para incluir el registro de visitantes; acordó añadir el 
término “guantes” como un ejemplo adicional en el apartado a) ii) y agregó el texto desplazado del apartado 5 
(Artículo 4.X.4, Principios generales) como un nuevo apartado c). 

Igualmente, agregó un texto relativo a la capacitación del personal, ya que consideró que se trataba de un 
concepto cuya inclusión era valiosa, pero decidió que era más apropiado integrarlo en el Artículo 4.X.8. 
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Artículo 4.X.8 Desarrollo del plan de bioseguridad  

La Comisión acordó añadir “profesionales de sanidad para los animales acuáticos o veterinarios” al apartado 
1 g) en aras de claridad. Además, acordó añadir “resultados de pruebas de laboratorio” al apartado 2 d) como 
un registro adicional de control sanitario.  

En respuesta a un comentario sobre el Artículo 4.X.6, la Comisión estuvo de acuerdo con añadir un nuevo 
apartado f) acerca del programa de capacitación para el personal como parte importante de un plan de 
bioseguridad.  

Dado que la aprobación del capítulo se ha pospuesto hasta mayo de 2021, y sabiendo que el capítulo ya ha sido 
objeto de amplias consultas, se pide a los Miembros que sólo presenten observaciones para abordar cuestiones 
de fondo que no hayan sido examinadas anteriormente.  

El nuevo Capítulo 4.X. revisado, Bioseguridad para los establecimientos de acuicultura, figura en el Anexo 3 
para comentario de los Miembros. 

4.2. Inclusión en la lista de la OIE de la infección por el virus iridiscente de los decápodos tipo 1 (DIV1) – 
Artículo 1.3.3 revisado del Capítulo 1.3 

Se recibieron comentarios de Australia. 

Contexto 

La Comisión, en su reunión de febrero de 2019, evaluó si la infección por el virus iridiscente del hemocito del 
camarón cumplía con los criterios de inclusión en la lista de las enfermedades de los animales acuáticos 
descritos en el Artículo 1.2.2 y acordó que la infección cumple con los criterios de inclusión de la lista de la 
OIE para añadirla en el Artículo 1.3.3 relativo a las enfermedades de los crustáceos que forman parte de la lista 
de la OIE. La Comisión aceptó que el nombre de la enfermedad debía cambiarse por “Infección por el virus 
iridiscente de los decápodos tipo 1”, de acuerdo con la clasificación del agente patógeno en la base de datos 
del Comité Internacional para la Taxonomía de los Virus (ICTV, por sus siglas en inglés).  

La propuesta de incluir la infección por DIV1 en la lista se revisó, actualizó y difundió tres veces para 
comentario de los Miembros entre febrero de 2019 y septiembre de 2020. 

Informes de la Comisión donde se discutió este tema: 

Informe de febrero de 2019 (ítem 3.1.1, página 13); informe de septiembre de 2019 (ítem 6.2, página 6); 
informe de febrero de 2020 (ítem 7.1.2, página 11 e ítem 7.3.4, página 17). 

Reunión de septiembre de 2020 

La Comisión actualizó la evaluación con arreglo a la nueva información disponible, incluida la detección del 
DIV1 en el langostino tigre gigante, Penaeus monodon, y su correspondiente referencia. 

Dado que la Comisión es consciente de la próxima publicación de nuevos documentos científicos sobre esta 
enfermedad, solicitó a los Miembros que proporcionaran toda la información pertinente, a medida que estuviera 
disponible, para consideración de la Comisión en su reunión de febrero de 2021. 

Dado que la aprobación del capítulo se ha pospuesto hasta mayo de 2021, y sabiendo que el artículo ya ha sido 
objeto de amplias consultas, se pide a los Miembros que sólo presenten observaciones para abordar cuestiones 
de fondo que no hayan sido examinadas anteriormente.  

El Artículo 1.3.3 revisado del Capítulo 1.3, Enfermedades de la lista de la OIE, figura en el Anexo 4 para 
cometario de los Miembros. 

4.3. Modelo de Artículo 10.X.13 para los capítulos 10.5, 10.6 y 10.10 específicos de enfermedades de los peces 
(y Artículo 10.4.17 del Capítulo 10.4, Infección por el virus de la anemia infecciosa del salmón) 

Se recibieron comentarios de Canadá.  
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Contexto 

La Comisión para los Animales Acuáticos inició en septiembre de 2019 la revisión del Artículo 10.X.13, 
Importación, para la acuicultura, de huevos desinfectados de un país, una zona o un compartimento no 
declarados libres de infección por X, para los capítulos 10.5, 10.6 y 10.10 específicos de enfermedades de los 
peces (y el Artículo 10.4.17 del Capítulo 10.4), en respuesta a las solicitudes de aclaración del objetivo del 
artículo. El modelo de artículo se difundió tres veces para comentario.  

En su reunión de febrero de 2020, la Comisión acordó incluir en el primer párrafo una referencia cruzada al 
Capítulo 4.4, Recomendación para la desinfección de la superficie de huevos de salmónidos, a fin de orientar 
a los Miembros en materia de protocolos de desinfección. La Comisión subrayó que el Capítulo 4.4 se limita a 
las especies de salmónidos. 

Informes de la Comisión donde se discutió este tema: 

Informe de septiembre de 2019 (ítem 6.3, página 7), reunión de febrero de 2020 (ítem 7.1.3, página 11). 

Reunión de septiembre de 2020 

Tras el debate en su reunión de febrero de 2020, la Comisión subrayó que, en el futuro, el ámbito de aplicación 
del Capítulo 4.4 podía ampliarse para abordar otras especies. Mientras tanto, los métodos para la desinfección 
de huevos de especies que no son salmónidos pueden consultarse en algunos capítulos específicos de 
enfermedad del Manual Acuático. 

La Comisión agradeció a un Miembro por compartir una evaluación científica de los protocolos de desinfección 
de los huevos de fletán (Hippoglossus hippoglossus) para la inactivación del virus de la necrosis pancreática 
infecciosa y del virus de la septicemia hemorrágica viral. La Comisión confirmó que examinaría esta 
evaluación en su reunión de febrero de 2021 y alentó a los Miembros a que presentaran información 
complementaria sobre los protocolos de desinfección de otras que no son salmónidos. 

Dado que la aprobación del capítulo se ha pospuesto hasta mayo de 2021, y sabiendo que el artículo ya ha sido 
objeto de amplias consultas, se solicita a los Miembros que sólo presenten observaciones para abordar 
cuestiones de fondo que no hayan sido examinadas anteriormente.  

El modelo de Artículo 10.X.13 revisado para los capítulos específicos de enfermedad 10.5, 10.6 y 10.10 (y 
Artículo 10.4.17 para el Capítulo 10.4) figura en el Anexo 5 para comentario de sus Miembros.  

4.4. Artículo 10.10.2 del Capítulo 10.10 Infección por el virus de la septicemia hemorrágica viral 

Se recibieron comentarios de Canadá y Nueva Caledonia. 

Contexto 

El Grupo ad hoc sobre la susceptibilidad de las especies de peces a la infección por las enfermedades de la lista 
de la OIE aplicó los criterios de inclusión en la lista de especies susceptibles a la infección por el virus de la 
septicemia hemorrágica viral, de conformidad con el Capítulo 1.5, Criterios para la inclusión de especies 
susceptibles de infección por un agente patógeno específico (informe disponible en 
[https://www.oie.int/es/normas/comisiones-especializadas-y-grupos-de-trabajo-y-ad-hoc/grupos-ad-hoc-
informes/]. Las evaluaciones fueron revisadas por la Comisión en su reunión de septiembre de 2019 y la lista 
modificada de especies susceptibles del Artículo 10.10.2 se distribuyó para comentario por primera vez en el 
informe de la Comisión de septiembre de 2019 y, nuevamente, en febrero de 2020.  

Informes de la Comisión donde se discutió este tema: 

Informe de septiembre de 2019 (ítem 6.4, página 8); informe de febrero de 2020 (ítem 7.1.5, página 13). 

Reunión de septiembre de 2020 

En respuesta a una solicitud de reinserción de genotipos en el cuadro de especies susceptibles del 
Artículo 10.10.2, la Comisión confirmó su decisión de no incluirlos, dado el enfoque de diferenciación de cepas 
elaborado por la OIE y aplicado anteriormente a la infección por el virus de la anemia infecciosa del salmón. 
A diferencia del virus de la anemia infecciosa del salmón, la OIE no evaluó la posibilidad de diferenciar los 
genotipos del virus de la septicemia hemorrágica viral, con el fin de distinguir las medidas de gestión de riesgos 
para las mercancías comercializadas. Por lo tanto, actualmente, no resulta apropiado que la información sobre 
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el genotipo aparezca en el capítulo del Código Acuático. No obstante, en base a una evaluación del riesgo y a 
la solicitud de reconocimiento de ausencia de un genotipo específico del virus de la septicemia hemorrágica 
viral, un Miembro puede adoptar las medidas apropiadas para proteger su estatus declarado libre de 
enfermedad.  

Dado que la aprobación del artículo se ha pospuesto hasta mayo de 2021, y sabiendo que el artículo ya ha sido 
objeto de amplias consultas, se solicita a los Miembros que sólo presenten observaciones para abordar 
cuestiones de fondo que no hayan sido examinadas anteriormente.  

El Artículo 10.10.2 revisado del Capítulo 10.10, Infección por el virus de la septicemia hemorrágica viral, 
figura en el Anexo 6 para comentario de los Miembros.  

4.5. Definiciones del Glosario  

4.5.1. Definiciones del Glosario de “residuos de animales acuáticos” y “Productos de animales acuáticos”  

Se recibieron comentarios de Australia, China (Rep. Pop. de), Nueva Caledonia, Nueva Zelanda, Estados 
Unidos de América y AU-IBAR. 

Contexto  

En su reunión de septiembre de 2019, la Comisión para los Animales Acuáticos propuso una nueva definición 
del Glosario para “residuos de animales acuáticos”, dado que el término se utiliza ampliamente en el nuevo 
proyecto de capítulo sobre Bioseguridad para los establecimientos de acuicultura (Capítulo 4.X), así como en 
el Capítulo 4.7, Manipulación, eliminación y tratamiento de residuos de animales acuáticos. La nueva 
definición del Glosario se difundió para comentario en los informes de la Comisión de septiembre de 2019 y 
de febrero de 2020.  

Informes de la Comisión donde se discutió este tema: 

Informe de septiembre de 2019 (ítem 6.7, página 9); febrero de 2020 (ítem 7.1.6, página 14). 

Reunión de septiembre de 2020  

“Residuos de animales acuáticos” 

La Comisión aceptó un comentario que sugería remplazar en la versión inglesa de las definiciones, “its parts” 
por “parts of aquatic animals”, en aras de coherencia y claridad.  

La Comisión recibió varios comentarios sobre los cambios correspondientes en todo el Código Acuático 
resultado de la aplicación del nuevo término definido “residuos de animales acuáticos”. En respuesta a estos 
comentarios, la Comisión acordó suprimir “de tejidos” en la última frase del apartado 7 de la Sección C de la 
Guía del Usuario, y añadir “o contaminados” en el tercer párrafo del Artículo 4.7.5. 

“Productos de animales acuáticos” 

No se recibieron comentarios acerca de las modificaciones propuestas. 

Dado que la aprobación de dichas definiciones revisadas del Glosario se ha pospuesto hasta mayo de 2021, y 
sabiendo que ya ha sido objeto de amplias consultas, se solicita a los Miembros que sólo presenten 
observaciones para abordar cuestiones de fondo que no hayan sido examinadas anteriormente.  

Las definiciones revisadas del Glosario de “residuos de animales acuáticos” y “productos de animales 
acuáticos” figuran en el Anexo 7 para comentario de los Miembros.  

4.5.2. Definición revisada del Glosario del término “vector” 

Se recibieron comentarios de Canadá, China (Rep. Pop. de) y AU-IBAR. 

Contexto 

En su reunión de febrero de 2020, y en respuesta a una solicitud del Grupo ad hoc sobre la susceptibilidad de 
las especies de moluscos a la infección por las enfermedades de la lista de la OIE, la Comisión modificó la   
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definición del Glosario de “vector” para aclarar que los vectores para un agente infeccioso específico no pueden 
considerarse una especie susceptible para el mismo agente patógeno.  

Informes de la Comisión donde se discutió este tema: 

Informe de febrero de 2020 (ítem 7.2.1, página 15). 

Reunión de septiembre de 2020  

La Comisión tomó en consideración los comentarios presentados y propuso una versión revisada de la 
definición de “vector” para evitar posibles malinterpretaciones.  

La Comisión añadió el texto “que ha demostrado que” con la intención de explicar que, para que un organismo 
se clasifique como vector, deben existir pruebas de que puede transferir el agente patógeno específico a las 
poblaciones susceptibles. La Comisión también acordó sustituir el término “transporta” por “transfiere” para 
armonizar la terminología con el nuevo proyecto de Capítulo 4.X, Bioseguridad para los establecimientos de 
acuicultura. Asimismo, reformuló la definición para diferenciar claramente a los “vectores” de las “especies 
susceptibles”.  

La definición revisada del Glosario de “vector” figura en el Anexo 7 para comentario de los Miembros.  

4.5.3.  Revisión de las definiciones de “autoridad competente”, “autoridad veterinaria” y “servicios de 
sanidad de los animales acuáticos” 

Contexto 

En base a los comentarios recibidos del Grupo ad hoc sobre la evaluación de los servicios veterinarios, reunido 
en mayo de 2018 para elaborar una edición revisada de la Herramienta PVS, la Comisión del Código acordó 
revisar las definiciones de “autoridad competente”, “autoridad veterinaria” y “servicios veterinarios” en el 
Glosario del Código Terrestre. Las enmiendas propuestas se distribuyeron para comentario de los Miembros 
en los informes de la Comisión del Código de septiembre de 2018 y septiembre de 2019. Un Grupo ad hoc 
sobre los servicios veterinarios, reunido en julio de 2019, examinó los comentarios recibidos y elaboró 
proyectos de definiciones, al igual que un informe interno para la sede de la OIE.  

El Dr. Ingo Ernst, presidente de la Comisión para los Animales Acuáticos, y el Dr. Etienne Bonbon, presidente 
de la Comisión del Código, celebraron una reunión virtual en julio de 2020 para discutir los cambios propuestos 
por la Comisión del Código en el Código Terrestre. 

Ambos presidentes acordaron que las enmiendas a las tres definiciones del glosario se presentarían para 
consideración de ambas comisiones en septiembre de 2020 y que las definiciones revisadas se distribuirían en 
los informes de septiembre de 2020 de la Comisión para los Animales Acuáticos y la Comisión del Código 
para comentario de los Miembros. A los efectos del Código Acuático, se utilizará exclusivamente “servicios 
de sanidad de los animales acuáticos” en lugar de “servicios veterinarios”, puesto que éste último no se utiliza 
en el Código. 

Reunión de septiembre de 2020 

La Comisión para los Animales Acuáticos señaló que la Comisión del Código había difundido las enmiendas 
revisadas de estos términos, para su uso en el Código Terrestre, y alentó a los Miembros a que examinaran los 
informes de ambas comisiones y así garantizar la armonización de las observaciones, según proceda. 

La Comisión revisó las definiciones y apoyó las versiones enmendadas comunicadas por la Comisión del 
Código. A los efectos del Código Acuático añadió una referencia a la “autoridad competente” en la definición 
del Glosario de “autoridad veterinaria”. La Comisión decidió que esta referencia añadiría claridad, dado el uso 
del término “autoridad competente” en el Código Acuático. 

La Comisión alentó a los Miembros a que examinaran dichas modificaciones junto con las propuestas 
consignadas en el informe de la Comisión del Código de septiembre de 2020, a fin de asegurar la armonización 
de los términos en ambos Códigos. 

Las definiciones revisadas del Glosario de “autoridad competente”, “autoridad veterinaria” y “servicios de 
sanidad de los animales acuáticos” figuran en el Anexo 8 para comentario de los Miembros.  
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4.6. Retiro de la lista de la infección por el virus de la necrosis hipodérmica y hematopoyética infecciosa 

Se recibieron comentarios de Australia, Ecuador y el Reino Unido.  

Contexto 

En su reunión de febrero de 2020, la Comisión analizó una solicitud de un Miembro para suprimir la infección 
por el virus de la necrosis hipodérmica y hematopoyética infecciosa de la lista de enfermedades del 
Artículo 1.3.3 del Capítulo 1.3, Enfermedades de la lista de la OIE. La Comisión aceptó seguir evaluando la 
cuestión en su reunión de septiembre de 2020 y solicitó a los Miembros que proporcionaran toda la información 
disponible relacionada con los criterios de inclusión en la lista de enfermedades de los animales acuáticos, 
concretamente, los criterios 4(b) y 4(c) del Artículo 1.2.2 (consecuencias para los animales acuáticos de cultivo 
o silvestres, respectivamente).  

Informe de la Comisión donde se discutió este tema: 

Informe de febrero de 2020 (ítem 7.3.1, página 16). 

Reunión de septiembre de 2020 

La Comisión examinó la información facilitada por los Miembros y otras publicaciones revisadas por pares y 
consultó al experto del laboratorio de referencia de la OIE, con la intención de evaluar la infección por el virus 
de la necrosis hipodérmica y hematopoyética infecciosa según los criterios para la inclusión de las 
enfermedades de los animales acuáticos en la lista de la OIE que se describen en el Artículo 1.2.2 del Código 
Acuático. La Comisión llegó a la conclusión de que la infección por el virus de la necrosis hipodérmica y 
hematopoyética infecciosa cumple los criterios de inclusión 1, 2, 3 y 4b. Por lo tanto, debe seguir figurando en 
el Artículo 1.3.3.  

La Comisión consideró que, si bien este virus tiene una amplia distribución mundial, existen países que se han 
autodeclarado libres o que, probablemente, pueden declararse libres de la infección por virus de la necrosis 
hipodérmica y hematopoyética infecciosa. La Comisión observó que existe una definición de caso precisa y 
que las pruebas actuales proporcionan un medio fiable para la detección. 

La Comisión reconoció que las consecuencias de la enfermedad son menos importantes en muchas partes del 
mundo debido a la mejora de las medidas de bioseguridad y al desarrollo de cepas tolerantes de camarones. 
Sin embargo, existen pruebas de que el virus de la necrosis hipodérmica y hematopoyética infecciosa puede 
seguir causando importantes pérdidas económicas en la producción de P. vannamei. Además, se han notificado 
niveles significativos de mortalidad y pérdidas de producción debido a la infección por el virus de la necrosis 
hipodérmica y hematopoyética infecciosa en otras especies de camarones. 

La Comisión observó que la aplicación inapropiada de las normas de la OIE, que da lugar a restricciones 
injustificadas al comercio, no puede utilizarse como justificación para retirar una enfermedad de la lista de la 
OIE.  

La evaluación a cargo de la Comisión del virus de la necrosis hipodérmica y hematopoyética infecciosa, según 
los criterios de inclusión en la lista de enfermedades de los animales acuáticos, figura en el Anexo 9 para 
información de los Miembros.  

4.7. Mercancías seguras (Artículo X.X.3 de los capítulos específicos de enfermedad) 

Contexto 

Como se notificara en su informe de febrero de 2020, la Comisión para los Animales Acuáticos comenzó su 
revisión de la estructura del Artículo X.X.3 de todos los capítulos específicos de enfermedad del Código 
Acuático. Este análisis busca responder a las solicitudes de aclaración de los Miembros de las recomendaciones 
relativas a las mercancías seguras que figuran en estos artículos. 

Reunión de septiembre de 2020 

La Comisión observó que algunos Miembros habían comentado que los tratamientos de tiempo y temperatura 
recomendados en el Artículo X.X.3 representaban diferentes niveles de tratamiento térmico y que algunos no 
eran comercialmente viables, dado que disminuían la calidad del producto. 

La Comisión observó que el enfoque original de este artículo había consistido en enumerar tipos de productos 
(por ejemplo, sellados herméticamente, pasteurizados o cocidos) y los tratamientos térmicos comerciales 
estándar para esos tipos de productos. Este enfoque dio lugar a una aparente falta de equivalencia en los  
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tratamientos de tiempo/temperatura (por ejemplo, entre los productos pasteurizados y los sellados 
herméticamente) y también redujo la flexibilidad para que los diferentes tipos de productos se consideraran 
seguros, aunque excedan el tratamiento térmico necesario para desactivar el agente patógeno pertinente.  

La Comisión propuso modificar el Artículo X.X.3 de todos los capítulos específicos de enfermedad para 
establecer más claramente el tratamiento térmico requerido (es decir, la temperatura central y la duración). 
Estos requisitos se basarían en aquellos determinados al iniciar las evaluaciones, de conformidad con los 
criterios para evaluar la seguridad de los productos de animales acuáticos, de acuerdo con el Artículo 5.4.1. 

La Comisión destacó que no era posible proponer un modelo de Artículo X.X.3 debido a las diferencias en los 
tratamientos de tiempo/temperatura, así como en los productos de este artículo entre los capítulos específicos 
de enfermedad. Por consiguiente, propuso que se presentara a los Miembros un ejemplo de artículo para ilustrar 
el enfoque sugerido. La Comisión presenta como ejemplo el Artículo 9.8.3 del Capítulo 9.8, Infección por el 
virus del síndrome de la mancha blanca, para recabar los comentarios de los Miembros. A tenor de las 
observaciones recibidas, la Comisión examinará este ejemplo en su reunión de febrero de 2021. A continuación, 
difundirá, para cada capítulo específico de enfermedad, el Artículo X.X.3 enmendado con fines de comentario 
de los Miembros. 

La Comisión propuso las siguientes modificaciones al apartado 1 del Artículo 3: 

‒ se editó el texto introductorio (encabezamiento) a efectos de eliminar las repeticiones y mejorar la 
legibilidad; 

‒ se suprimió la referencia al Artículo X.X.2, ya que este artículo no es relevante en materia de seguridad 
de un producto de animal acuático, sino que establece el ámbito de aplicación del capítulo; 

‒ se añadió la referencia al Artículo 5.4.1 para aclarar que se han evaluado los productos de animales 
acuáticos enumerados y cumplido los criterios de seguridad de conformidad con el Artículo 5.4.1; 

‒ se modificó el enfoque de la presentación de las mercancías seguras tratadas térmicamente describiendo 
el tratamiento mínimo de temperatura central/tiempo de tratamiento necesario para inactivar el agente 
patógeno, así como el tipo de productos que cumplen este requisito. Este cambio tiene en cuenta variables 
relacionadas con el producto, tales como la temperatura previa al tratamiento y el tamaño del producto; 

‒ “sellado herméticamente” fue sustituido por “enlatado o esterilizado por retorta” para especificar 
claramente el tipo de producto sellado herméticamente. La Comisión explicó que una forma común de 
envasado de productos alimenticios es “en retorta”, y significa “calentado en un recipiente 
herméticamente cerrado sin abrir durante un determinado lapso de tiempo y a una determinada 
temperatura, mediante vapor sobrecalentado a presión. Los productos sometidos a este proceso pueden 
estar en latas, frascos o bolsas”.  

La Comisión consideró que los apartados 2 y 3 del Artículo X.X.3 no se relacionan directamente con la 
seguridad de los productos de animales acuáticos, sino que proporcionan referencias cruzadas a otras 
orientaciones sobre la gestión del riesgo, ya sea dentro o fuera de los capítulos específicos de enfermedad. La 
Comisión acordó suprimirlos, ya que consideró este texto como una orientación general y no como una 
recomendación específica. 

Además, la Comisión observó que las evaluaciones según los criterios de seguridad se habían completado en 
2009 y que las pruebas científicas sobre las mercancías seguras publicadas desde entonces debían examinarse 
y considerarse a partir de una evaluación revisada. Esta labor se incluirá en el plan de trabajo de la Comisión 
para una posterior conclusión. Hasta entonces, las evaluaciones existentes seguirán utilizándose como base 
para los tratamientos térmicos previstos en el Artículo X.X.3 de los capítulos específicos de enfermedad.  

Las revisiones al Artículo 9.8.3 del Capítulo 9.8, Infección por el virus del síndrome de las manchas blancas, 
figuran en el Anexo 10 como un ejemplo de artículo para comentario de los Miembros.  

4.8. Artículos 11.3.1 y 11.3.2 del Capítulo 11.3 Infección por Bonamia ostreae 

La Comisión para los Animales Acuáticos examinó el informe del Grupo ad hoc sobre la susceptibilidad de las 
especies de moluscos a la infección por enfermedades de la lista de la OIE, que aplicó los criterios de inclusión 
de las especies como susceptibles a la infección por un agente patógeno específico, de conformidad con el 
Capítulo 1.5 del Código Acuático para la infección por Bonamia ostreae (ver también el Anexo 11). 

La Comisión acordó enmendar la lista de especies susceptibles del Artículo 11.3.2 en consonancia con las 
recomendaciones formuladas por el grupo ad hoc. Observó que, de las seis especies actualmente enumeradas 
en el Artículo 11.3.2 como susceptibles de infección por B. ostreae, tres especies, la ostra legamosa australiana 
(Ostrea angasi), la ostra plana argentina (Ostrea puelchana) y la ostra asiática (Ostrea denselammellosa), no   
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cumplían los criterios de inclusión en la lista de especies susceptibles y se suprimirían del Artículo 11.3.2. 
Asimismo, observó que no se había encontrado ninguna nueva especie que cumpliera los criterios de inclusión 
en la lista de especies susceptibles a la infección por B. ostreae. 

Las secciones pertinentes del Capítulo 2.4.3, Infección por Bonamia ostreae, en el Código Acuático, se 
modificaron de acuerdo con las recomendaciones del grupo ad hoc, como se describe en el ítem 5.7.  

El informe del Grupo ad hoc sobre la susceptibilidad de las especies de moluscos a la infección por 
enfermedades de la lista de la OIE figura en el Anexo 11 para información de los Miembros. 

Los artículos 1.3.1 y 11.3.2 revisados del Capítulo 11.3, Infección por Bonamia ostreae, figuran en el Anexo 11 
para comentario de los Miembros.  

5. TEXTO PARA COMENTARIO DE LOS MIEMBROS: MANUAL DE LAS PRUEBAS DE DIAGNÓSTICO 
PARA LOS ANIMALES ACUÁTICOS  

Se recordó a los Miembros que la Comisión para los Animales Acuáticos había iniciado el proceso de reformatear 
progresivamente los capítulos específicos de enfermedades del Manual Acuático siguiendo un nuevo modelo. Dado 
que los capítulos reformateados y actualizados incluyen cambios sustanciales, en su reunión de septiembre de 2019, 
la Comisión acordó que en el informe sólo se proporcionarían versiones limpias de los capítulos. Los cambios 
posteriores motivados por las observaciones de los Miembros se indicarán de forma habitual (es decir, tachado para 
lo que se borra y doble subrayado para lo que se añade). 

Se generará por software un documento de comparación entre la versión adoptada de un capítulo y el nuevo texto 
propuesto. Este documento de comparación no se incluirá en el informe de la Comisión, pero se podrá solicitar al 
Departamento de Normas de la OIE (standards.dept@oie.int). 

5.1. Situación de las revisiones del Manual Acuático  

La Comisión para los Animales Acuáticos examinó la situación de los capítulos identificados previamente para 
una profunda revisión. La adopción de tres enfermedades de los peces y de un nuevo capítulo sobre la infección 
por Batrachochytrium salamandrivorans se aplazaron hasta 2021. Dos capítulos de enfermedades de los peces 
actualizados se difundieron junto con el informe de febrero de 2020 y los primeros borradores de otros dos 
capítulos restantes sobre enfermedades de los peces se presentaron a revisión en dicha reunión. Todos los 
capítulos actualizados se revisaron en base al nuevo modelo.  

Se prevé que los tres capítulos restantes sobre las enfermedades de los peces que figuran en la lista estén 
disponibles para revisión de la Comisión en su reunión de febrero de 2021. La Comisión reconoce las 
importantes contribuciones de los expertos de los laboratorios de referencia en la asistencia a la revisión 
exhaustiva de los capítulos del Manual Acuático. 

La Comisión tomó nota y agradeció la decisión de la directora general de la OIE de nombrar a un editor técnico 
para que la ayudara en la importante tarea de revisar todos los capítulos específicos de enfermedad del Manual 
Acuático en base al nuevo modelo. La Comisión reconoció que el candidato elegido, el Dr. Mark Crane, 
aportaba una experiencia sustancial a esta función y ayudaría a la Comisión en su empeño por aplicar un alto 
nivel de rigor científico y coherencia en la revisión de los capítulos del Manual Acuático.  

La Comisión garantiza a los Miembros que todos los comentarios recibidos sobre los capítulos que se enumeran 
a continuación se examinarán antes de su finalización y propuesta para adopción en la Sesión General de mayo 
de 2021: 

‒ Infección por Batrachochytrium salamandrivorans (Capítulo 2.1.3) – Se recibieron comentarios de 
Nueva Zelanda, Suiza, Tailandia, Reino Unido y la UE.  

̶ Infección por el virus de la viremia primaveral de la carpa (Capítulo 2.3.9) – Se recibieron comentarios 
de Australia, Canadá, Nueva Zelanda, Singapur, Suiza, Tailandia, Reino Unido y la UE. 

̶ Infección por el virus de la necrosis hematopoyética infecciosa (Capítulo 2.3.4) – Se recibieron 
comentarios de Canadá, China (Rep. Pop. de), Japón, Nueva Zelanda y la UE. 

̶ Infección por el virus de la septicemia hemorrágica viral (Capítulo 2.3.10) – Se recibieron comentarios 
de Canadá, Japón, Corea (Rep. de), Nueva Zelanda y la UE. 

  

mailto:standards.dept@oie.int
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5.2. Capítulo 2.3.3 Infección por Gyrodactylus salaris  

Se recibieron comentarios de Australia, Canadá, China (Rep. Pop. de), Reino Unido, Tapéi Chino y la UE.  

Informe de la Comisión donde se discutió este tema: 

Febrero de 2020 (ítem 8.3.1, página 21). 

Reunión de septiembre de 2020 

La Comisión para los Animales Acuáticos modificó la redacción del ámbito de aplicación del capítulo para 
que se ajustara al que figura en el capítulo del Código Acuático sobre la infección por Gyrodactylus salaris. 

Se invirtió el orden de las secciones 2.1.2 y 2.1.3 y el título de la Sección 2.1.2 se mantuvo sin cambios para 
que el capítulo sea coherente con el modelo.  

La Comisión no aceptó la solicitud de cambiar “no se conocen” por “se están estudiando” en la Sección 2.2.2, 
Especies con pruebas incompletas de susceptibilidad. El criterio de susceptibilidad exige saber si el parásito 
se replicó en el hospedador a un nivel que dio lugar a la persistencia a nivel de población, un resultado binario. 
Por lo tanto, “no se conoce” es exacto. Por la misma razón, la Comisión también modificó el texto de la 
Sección 2.2.3, Especies no susceptibles, de “en estudio” a “ninguna conocida”. 

En respuesta a la solicitud de suprimir la frase “no hay pruebas de que [ninguna especie de peces] sea 
importante en la epidemiología de G. salaris” de la Sección 2.2.7, Vectores, la Comisión subrayó que esta 
frase se basa en la ausencia de publicaciones y modificó la frase en consecuencia. 

El texto de la Sección 2.3.2, Signos clínicos, incluidos los cambios de comportamiento, se modificó para 
mejorar la claridad de la descripción e incluir la mención a las especies susceptibles distintas del salmón del 
Atlántico. 

La Comisión decidió eliminar las palabras “y de gestión” del título de la Sección 2.3.5, de modo que ahora se 
lea “Factores ambientales”. La información sobre la gestión de enfermedades se trasladó a la Sección 2.4.7, 
General husbandry. Esta modificación se hará horizontalmente en todos los capítulos del Manual Acuático y 
en el modelo de capítulo. La Comisión también acordó añadir una frase y una referencia a la Sección 2.3.5 
sobre la relación entre la temperatura del agua y la reproducción del parásito. 

La Sección 2.3.6, Distribución geográfica, se acortó y se suprimió la referencia a los países donde nunca se ha 
detectado G. salaris, en aras de coherencia con otros capítulos y el modelo.  

La Comisión revisó las tres secciones 2.4.4, Selección genética a favor de la resistencia, 2.4.5, Métodos de 
inactivación, y 2.4.7, referida a las prácticas generales de manejo, y redistribuyó el texto en la sección 
apropiada.  

La Comisión decidió quitar “fixed” de los títulos de la Sección 3.5.3, Muestras fijadas para histopatología, 
inmunohistoquímica o hibridación in-situ, y 3.5.4, Muestras fijadas para microscopia electrónica. Esta 
modificación se efectuará horizontalmente en todos los capítulos del Manual Acuático y en el modelo.  

La Comisión desplazó el último párrafo de la Sección 3.2, Selección de órganos y tejidos, a una nueva Sección 
4.1, Detección del parásito, donde se ajusta mejor al contexto.  

La Comisión rechazó la propuesta de borrar el texto en la Sección 3.6, Combinación de varias muestras, por 
considerarlo pertinente y útil en esta sección.  

En respuesta a un comentario de un Miembro sobre los clados/haplotipos, la Comisión aceptó incluir una lista 
de haplotipos de las especies G. thymalli y G. salaris y sus números de orden (número de accesión) para facilitar 
la identificación de las especies. El experto del laboratorio de referencia presentó los números de orden por 
especie (G. salaris o G. thymalli) bajo la forma de un cuadro, que se incluye en el capítulo. El laboratorio de 
referencia mantendrá actualizada la lista de números de orden y se la deberá solicitar para confirmar las 
detecciones de G. salaris y G. thymalli.  
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Por último, la Comisión no estuvo de acuerdo con un cambio propuesto en la Sección 6.2.1, Definición de caso 
sospechoso en animales clínicamente afectados, y prefirió mantener cada criterio enumerado en esta sección 
como un único criterio independiente en lugar de agrupar dos o más.  

El Capítulo 2.3.3 revisado, Infección por Gyrodactylus salaris, figura en el Anexo 12 para comentario de los 
Miembros.  

5.3. Infección por el alfavirus de los salmónidos (Capítulo 2.3.6) 

Se recibieron comentarios de Australia, Canadá, China (Rep. Pop. de), Tailandia, Reino Unido y Estados 
Unidos de América.  

Informe de la Comisión donde se discutió este tema: 

Febrero de 2020 (Ítem 8.3.2, página 21). 

Reunión de septiembre de 2020 

En la Sección 2.1.1, Aetiological agent, la Comisión para los Animales Acuáticos eliminó una frase que 
menciona las características patológicas de la enfermedad, ya que la información se proporciona en otra parte. 
La Comisión convino en suprimir la Tabla 2.1., SAV genotypes by susceptible host species and environment, e 
incluir la información como texto. 

En respuesta a una petición de un Miembro, la Comisión añadió datos sobre la supervivencia del virus y las 
temperaturas del agua en la Sección 2.1.3, Supervivencia y estabilidad fuera del hospedador. 

La Comisión acordó presentar la lista de especies hospedadoras susceptibles en la Sección 2.2.1 e incluir una 
columna sobre el genotipo. Igualmente, presentará la lista de especies con pruebas incompletas de 
susceptibilidad en la Sección 2.2.2. 

En la Sección 2.2.5, Distribución del patógeno en el hospedador, la Comisión aceptó incluir el cerebro, pero 
no acordó añadir el músculo esquelético, ya que, según la referencia proporcionada, las células positivas en el 
músculo se ven sólo en momentos específicos/días durante los experimentos clínicos. 

En la Sección 2.3.4, Modos de transmisión y ciclo de vida, la Comisión determinó que el año correcto de 
publicación del artículo escrito por Stene et al. era 2016 y modificó la lista de referencias en consecuencia. 

Al igual que en el Capítulo 2.3.3, Infección por Gyrodactylus salaris, la Comisión decidió eliminar las palabras 
“y de gestión” del título de la sección 2.3.5, para que se lea “Factores ambientales”. La información sobre la 
gestión de la enfermedad se trasladó a la Sección 2.4.7, General husbandry. Esta modificación se hará 
horizontalmente en todos los capítulos del Manual Acuático y en el modelo. 

La Comisión no aceptó la propuesta de enumerar países que notificaron la infección en la Sección 2.3.6, 
Distribución geográfica, ya que el texto tendría que modificarse cada vez que se notificara la enfermedad en 
un nuevo país. La Comisión reiteró su preferencia por incluir un enlace a la plataforma WAHIS de la OIE para 
obtener información reciente sobre la distribución de la infección por el alfavirus de los salmónidos a nivel de 
país. 

La Comisión añadió nuevos detalles a la Sección 2.4.5, Métodos de inactivación, en aras de claridad.  

Al igual que en el Capítulo 2.3.3, Infección por Gyrodactylus salaris, la Comisión decidió suprimir “fixed” de 
los títulos de la Sección 3.5.3, Fixed samples for histopathology, immunohistochemistry or in-situ 
hybridisation, y 3.5.4, Fixed samples for electron microscopy. Esta modificación se hará horizontalmente en 
todos los capítulos del Manual Acuático y en el modelo.  

En respuesta a la pregunta de un Miembro sobre las bajas calificaciones de aislamiento y neutralización del 
virus en las secciones A y B de la Tabla 4.1, Métodos de diagnóstico y su nivel de validación para la vigilancia 
de animales aparentemente sanos y la investigación de animales clínicamente afectados recomendados por la 
OIE, la Comisión subrayó que la prueba de neutralización tiene una baja sensibilidad en las primeras etapas de 
la enfermedad y que existen consideraciones prácticas cuando se toman muestras de peces pequeños. La 
Comisión rechazó dejar la secuenciación de amplicones como única herramienta de confirmación. Si bien el 
requisito de la secuenciación para la confirmación de la primera detección en un país resulta acertado, la 
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secuenciación no es necesaria para la confirmación en detecciones posteriores y la confirmación no debe 
limitarse solo a la secuenciación.  

En la sección 6.1.2, Definición de caso confirmado en animales aparentemente sanos, la Comisión no aceptó 
incluir la prueba ELISA de inmunofluorescencia en el apartado i), ya que esta prueba no figura en la Tabla 4.1. 

El Capítulo 2.3.6 revisado, Infección por el alfavirus de los salmónidos, figura en el Anexo 13 para comentario 
de los Miembros.  

5.4.  Capítulo 2.3.5 Infección por el virus de la anemia infecciosa del salmón con supresión de HPR O HPR0 

La Comisión para los Animales Acuáticos examinó el Capítulo 2.3.5, Infección por el virus de la anemia 
infecciosa del salmón con supresión de HPR O HPR0, que los expertos del laboratorio de referencia de la OIE 
validaron y reformatearon siguiendo el nuevo modelo de capítulo sobre enfermedades. 

Entre las principales enmiendas figuran: listas actualizadas de especies hospedadoras susceptibles y especies 
con pruebas incompletas de susceptibilidad y la inclusión de especies no susceptibles, de conformidad con las 
conclusiones del Grupo ad hoc sobre la susceptibilidad de las especies de peces a la infección por enfermedades 
de la lista de la OIE (https://www.oie.int/en/standard-setting/specialists-commissions-working-ad-hoc-
groups/ad-hoc-groups-reports/); información actualizada sobre la distribución del patógeno en el hospedador; 
secciones actualizadas sobre el patrón de la enfermedad, las estrategias de bioseguridad y control de la 
enfermedad y la selección de muestras, la toma de muestras, transporte y manipulación, y definiciones 
revisadas de caso sospechoso y confirmado en animales aparentemente sanos y clínicamente afectados.  

El Capítulo 2.3.5 revisado, Infección por el virus de la anemia infecciosa del salmón con supresión de HPR o 
HPR0, figura en el Anexo 14 para comentario de los Miembros.  

5.5. Capítulo 2.3.7 Infección por el herpesvirus de la carpa koi  

La Comisión para los Animales Acuáticos examinó el Capítulo 2.3.7, Infección por el herpesvirus de la carpa 
koi, que los expertos del laboratorio de referencia de la OIE validaron y reformatearon siguiendo el nuevo 
modelo de capítulo sobre enfermedades.  

El capítulo reconoce en su nueva versión que la infección por el herpesvirus de la carpa koi incluye todos los 
genotipos del herpesvirus ciprinido-3 (CyHV-3). La Comisión acordó que el nombre de la enfermedad 
“infección por el herpesvirus de la carpa koi” debe mantenerse y utilizarse en el Código Acuático y el Manual 
Acuático por razones de continuidad y familiaridad. Sin embargo, en la sección 1 del capítulo se hace referencia 
al CyHV-3, el nombre del virus reconocido por el ICTV. Se trata de un enfoque similar al utilizado para otras 
enfermedades de la lista, en las que el nombre oficial del patógeno puede ser relativamente desconocido.  

Las principales enmiendas al capítulo incluyen: una nueva lista de especies no susceptibles, de conformidad 
con las conclusiones del Grupo ad hoc sobre la susceptibilidad de las especies de peces a la infección por 
enfermedades de la lista de la OIE; secciones actualizadas sobre pautas de enfermedad y estrategias de 
bioseguridad y control de la enfermedad; eliminación del texto de la Sección 4, Métodos de diagnóstico, que 
se incluye en el Capítulo 2.3.0, Información general [enfermedades de los peces]; una sección revisada sobre 
la PCR convencional y en tiempo real para reducir el número de protocolos descritos, y definiciones revisadas 
de los casos sospechosos y confirmados en animales aparentemente sanos y clínicamente afectados. 

El Capítulo 2.3.7 revisado, Infección por el herpesvirus de la carpa koi, figura en el Anexo 15 para comentario 
de los Miembros.  

5.6. Capítulo 2.3.0 Información general (enfermedades de los peces) 

En su reunión de febrero de 2020, la Comisión de Animales Acuáticos identificó la necesidad de actualizar los 
capítulos introductorios sobre información general para cada grupo de especies hospedadoras (es decir, 
anfibios, crustáceos, peces y moluscos). El Capítulo 2.3.0, Información general [para las enfermedades de los 
peces], es el primer capítulo que se actualiza. Se invitó a todos los laboratorios de referencia de la OIE para las 
enfermedades de los peces a aportar su contribución en el marco de la revisión. 

El Capítulo 2.3.0 revisado, Información general [para las enfermedades de los peces], figura en el Anexo 16 
para comentario de los Miembros.  

https://www.oie.int/en/standard-setting/specialists-commissions-working-ad-hoc-groups/ad-hoc-groups-reports/
https://www.oie.int/en/standard-setting/specialists-commissions-working-ad-hoc-groups/ad-hoc-groups-reports/
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5.7. Secciones 2.2.1, 2.2.2 y nueva sección 2.2.3bis del Capítulo 2.4.3 Infección por Bonamia ostreae  

La Comisión para los Animales Acuáticos enmendó las Secciones 2.2.1 y 2.2.2 y elaboró una nueva 
Sección 2.2.3bis del Capítulo 2.4.3, Infección por Bonamia ostreae, en consonancia con las recomendaciones 
del Grupo ad hoc sobre la susceptibilidad de las especies de moluscos a la infección por enfermedades de la 
lista de la OIE, como se describe en el ítem 4.8. 

El informe del grupo ad hoc figura en el Anexo 11 para información de los Miembros.  

Las secciones 2.2.1, 2.2.2 modificadas y la nueva Sección 2.2.3bis del Capítulo 2.4.3, Infección por Bonamia 
ostreae, figuran en el Anexo 17 para comentario de los Miembros.  

6. TEXTOS PARA INFORMACIÓN DE LOS MIEMBROS 

6.1. Nuevos proyectos de capítulos sobre la preparación de emergencia frente a las enfermedades y la gestión 
de brotes de enfermedad 

Contexto 

La Comisión para los Animales Acuáticos comenzó a trabajar en dos nuevos capítulos para el Título 4 revisado, 
Capítulo 4.X, Preparación de emergencia frente a las enfermedades y Capítulo 4.Y, Gestión de los brotes de 
enfermedad, en su reunión de febrero de 2020. La Comisión acordó definir la estructura de los artículos de 
ambos capítulos, dada la estrecha relación que existe entre ellos, y revisar este trabajo en su reunión de 
septiembre de 2020. 

La Comisión recuerda a los Miembros que estos dos nuevos capítulos forman parte de la renovación en curso 
del Título 4, que comenzó con la elaboración y aprobación del Capítulo 4.3, Desinfección de establecimientos 
y equipos de acuicultura. La segunda fase de esta labor ha sido la elaboración del nuevo Capítulo 4.X, 
Bioseguridad de los establecimientos de acuicultura, que se presenta en el ítem 4.1 de este informe. 

Informe de la Comisión donde se discutió este tema: 

Febrero de 2020 (Ítem 7.3.2, página 16). 

Reunión de septiembre de 2020 

La Comisión prosiguió su labor de desarrollo de la estructura de los artículos de los dos nuevos capítulos, el 
capítulo 4.X, Preparación de emergencia frente a las enfermedades y el Capítulo 4.Y, Gestión de brotes de 
enfermedad, y convino en la necesidad de seguir trabajando para garantizar una estructura lógica y 
complementaria de ambos capítulos antes de emprender una redacción detallada. La Comisión decidió que los 
Miembros de la Comisión continuarían esta labor y proporcionarían una actualización en la reunión de la 
Comisión de febrero de 2021. 

El enfoque previamente acordado para la nueva organización de la Sección 4 del Código Acuático figura en el 
Anexo 18 para información de los Miembros.  

6.2.  Enfoques para determinar los periodos requeridos para demostrar la ausencia de enfermedad 

Se recibieron comentarios de Australia, Canadá, China (Rep. Pop. de), Estados Unidos de América, Japón, 
Suiza, Reino Unido y la UE. 

Contexto 

En el informe de la Comisión para los Animales Acuáticos de septiembre de 2018, se distribuyó por primera 
vez para comentario un documento de debate sobre los enfoques para determinar los períodos necesarios para 
demostrar la ausencia de enfermedades, elaborado por la Comisión. La Comisión examinó las observaciones 
recibidas, volvió a difundir un documento de debate revisado en su informe de septiembre de 2019 y presentó 
los modelos de artículos X.X.4, X.X.5 y X.X.6 para los capítulos específicos de enfermedad del Código 
Acuático, para comentario de los Miembros en su informe de febrero de 2020. 

Informe de la Comisión donde se discutió este tema: 

Informe de septiembre de 2018 (ítem 2.10, página 11); informe de septiembre de 2019 (ítem 6.6, página 9); 
informe de febrero de 2020 (ítem 7.2.2, página 15). 
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Reunión de septiembre de 2020 

La Comisión examinó todos los comentarios recibidos y acordó que la respuesta a dichos comentarios, 
incluyendo el Capítulo 1.4. revisado, Vigilancia de la sanidad de los animales acuáticos, y el modelo de 
Artículos X.X.4, X.X.5 y X.X.6, se difundirán a los Miembros en el informe de febrero de 2021.  

6.3. Consideraciones acerca de las enfermedades emergentes – Infección por el virus del edema de la carpa 

Se recibieron comentarios de Japón y el Reino Unido.  

Contexto 

La Comisión para los Animales Acuáticos examinó la información científica sobre la infección por el virus del 
edema de la carpa en su reunión de febrero de 2020, habida cuenta de que la enfermedad ya se había notificado 
en varios países de la región de Asia-Pacífico y está ampliando su alcance geográfico. La Comisión observó 
que la Red de Centros de Acuicultura en Asia-Pacífico (NACA) incluyó la enfermedad en la lista de 
enfermedades de declaración obligatoria en 2017 y que, según lo informado, repercute considerablemente en 
la producción de carpas, que representa la mayor producción pesquera del mundo. 

En base a la información científica disponible, la Comisión acordó, en febrero de 2020, que la infección por el 
virus del edema de la carpa cumple la definición de la OIE de “enfermedad emergente” y, como tal, los 
Miembros deberán notificarla de conformidad con el Artículo 1.1.4 del Código Acuático. Asimismo, la 
Comisión instó a los Miembros a investigar los eventos de mortalidad y morbilidad relacionados con esta 
enfermedad, haciendo hincapié en que un mejor conocimiento del virus es esencial para los esfuerzos de control 
de su posible propagación. También se alentó a los Miembros a presentar a la Comisión información sobre sus 
experiencias con la infección por el virus del edema de la carpa y su impacto. 

Informe de la Comisión donde se discutió este tema: 

Informe de febrero de 2020 (Ítem 7.3.3, página 17). 

Reunión de septiembre de 2020 

La Comisión examinó los comentarios recibidos, incluido el asesoramiento de algunos países en donde la 
infección por el virus del edema de la carpa ya se ha detectado durante algunos años. La Comisión seguirá 
efectuando el seguimiento de la situación del virus y solicitó que los países notificaran la infección por el virus 
del edema de la carpa como enfermedad emergente, de conformidad con el Artículo 1.1.4 del Código Acuático. 

6.4. Utilización de los métodos de ADN ambiental para la vigilancia de las enfermedades de los animales 
acuáticos  

La Comisión para los Animales Acuáticos priorizó otros ítems del orden del día en esta reunión y decidió 
trabajar en el documento de debate sobre las recomendaciones para el uso de métodos de ADN ambiental para 
la vigilancia de las enfermedades de los animales acuáticos en su reunión de febrero de 2021. 

7. CENTROS DE REFERENCIA DE LA OIE O CAMBIO DE EXPERTOS 

7.1. Evaluación de las solicitudes para la designación de centros de referencia de la OIE en temas relativos a 
la sanidad de los animales acuáticos o el cambio de expertos  

El Delegado del País Miembro concernido presentó a la OIE la siguiente solicitud para el cambio de experto 
en los laboratorios de referencia de la OIE. La Comisión recomendó se acepten las siguientes solicitudes para 
la designación como laboratorio de referencia de la OIE: 

Infección por el virus de la anemia infecciosa del salmón  
El Dr. Ole Bendik Dale remplaza el Dr. Knut Falk en el Norwegian Veterinary Institute, Oslo, 
NORUEGA 

Infección por el virus de la necrosis hipodérmica y hematopoyética  
El Dr. Bing Yang remplaza al Dr. Jie Huang en el Maricultural Organism Disease Control and 
Molecular Pathology Laboratory, Yellow Sea Fisheries Research Institute, Chinese Academy of Fishery 
Sciences, Qingdao, Shandong, CHINA (REP. POP. DE) 
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Infección por el virus del síndrome de las manchas blancas  
El Dr. Qingli Zhang remplaza al Dr. Jie Huang en el Maricultural Organism Disease Control and 
Molecular Pathology Laboratory, Yellow Sea Fisheries Research Institute, Chinese Academy of Fishery 
Sciences, Qingdao, Shandong, CHINA (REP. POP. DE). 

La Comisión desea expresar su agradecimiento por las contribuciones del Dr. Jie Huang y el Dr. Knut Falk en 
su calidad de expertos de un laboratorio de referencia de la OIE.  

7.2. Seguimiento de la reunión de febrero: comentarios de los laboratorios que no cumplen con los 
principales términos de referencia acuerdo con su informe anual de 2019 

La Comisión para los Animales Acuáticos revisó la información adicional proporcionada por un laboratorio de 
referencia de la OIE a raíz de las preguntas que la Comisión planteó sobre el informe anual del laboratorio en 
2019. La Comisión agradeció y aceptó la respuesta del laboratorio, que incluía un plan de acción para abordar 
los elementos principales del mandato. 

7.3. Evaluación de los planes de trabajo quinquenales de los centros colaboradores de la OIE  

La Comisión para los Animales Acuáticos examinó los planes de trabajo quinquenales de dos centros 
colaboradores. La Comisión quedó impresionada por la gama de actividades y su interés para la estrategia de 
la OIE para la sanidad de los animales acuáticos. En el caso de uno de los centros, la Comisión solicitó más 
información sobre la colaboración internacional y un detalle específico de ciertos elementos del plan de trabajo, 
incluyendo los plazos de las actividades. La Comisión alentó a la sede de la OIE a que estudiara la manera de 
dar a conocer en detalle a los Miembros las actividades de los centros colaboradores, por ejemplo, mediante 
artículos en el Boletín de la OIE, las herramientas de las redes sociales de la OIE o seminarios web. 

8. FECHA DE LA PRÓXIMA REUNIÓN 

La próxima reunión de la Comisión para los Animales Acuáticos se llevará a cabo del 17 al 24 de febrero de 2021. 

 

__________________________ 
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PLAN DE TRABAJO DE LA COMISIÓN DE NORMAS SANITARIAS  
PARA LOS ANIMALES ACUÁTICOS 

CÓDIGO ACUÁTICO 
Capítulo/Tema Tarea Situación 

Ítems para revisión en la reunión de febrero de 2021 – capítulos horizontales  
Definiciones del Glosario de 
“residuos de animales 
acuáticos” y “vector” 

Propuesta de una nueva definición de 
“residuos de animales acuáticos”. 
Revisión de la definición de “vector”.  

Febrero de 2021 – Revisión de los comentarios de 
los Miembros.  
Se prevé que el ítem se proponga para adopción 
en mayo de 2021. 

Definiciones del Glosario de 
“autoridad competente”, 
“autoridad veterinaria” y 
“servicios de sanidad de los 
animales acuáticos”  

Revisión de las definiciones del Código 
Acuático en aras de armonización con el 
Código Terrestre. 

Febrero de 2021 – Revisión de los comentarios 
de los Miembros.  

Inclusión en la lista de la OIE 
de la infección por el virus 
iridiscente de los decápodos 
tipo 1 (DIV1) – Artículo 1.3.3 
revisado del Capítulo 1.3 

Evaluación de la infección por DIV1 según 
los criterios de inclusión en la lista de 
enfermedades de los animales acuáticos 
de Artículo 1.2.2. 

La enfermedad cumple con los criterios de 
inclusión en la lista de la OIE.  
Febrero de 2021 – Revisión de los comentarios de 
los Miembros.  
Se prevé que el ítem se proponga para adopción 
en mayo de 2021. 

Retiro de la lista de la 
infección por el virus de la 
necrosis hipodérmica y 
hematopoyética infecciosa 

Evaluación de la infección por el virus de la 
necrosis hipodérmica y hematopoyética 
infecciosa según los criterios de inclusión 
en la lista de enfermedades de los 
animales acuáticos del Artículo 1.2.2. 

Septiembre de 2020 – La Comisión concluyó que 
la enfermedad sigue cumpliendo con los criterios 
de inclusión en la lista.  
Febrero de 2021 – Revisión de los comentarios 
de los Miembros.  

Inclusión en la lista de la 
infección por el virus de la 
tilapia del lago  

Evaluación de la enfermedad según los 
criterios de inclusión en la lista de 
enfermedades de los animales acuáticos 
de Artículo 1.2.2. 

Febrero de 2021 – Revisión del informe final del 
Grupo ad hoc sobre el virus de la tilapia del lago 
(si las circunstancias permiten la finalización de 
su trabajo) y revisión de la evaluación según los 
criterios de inclusión en la lista de la OIE.  

Nuevo proyecto de capítulo 
sobre bioseguridad para los 
establecimientos de 
acuicultura (Capítulo 4.X) 

Desarrollo de un nuevo capítulo sobre 
bioseguridad para los establecimientos de 
acuicultura. 

Febrero de 2021 – Revisión de los comentarios de 
los Miembros.  
Se prevé que el ítem se proponga para adopción 
en mayo de 2021. 

Nuevos proyectos de capítulos 
sobre la preparación de 
emergencia frente a las 
enfermedades y la gestión de 
brotes de enfermedad 

Desarrollo de dos nuevos capítulos para el 
Título 4 revisado, Capítulo 4.X, 
Preparación de emergencia frente a las 
enfermedades y Capítulo 4.Y, Gestión de 
los brotes de enfermedad. 

Septiembre 2020 – Tarea de desarrollo de la 
estructura del artículo para dos nuevos capítulos.  
Febrero de 2021 – Finalización de la estructura 
para garantizar una estructura lógica y 
complementaria de los dos capítulos antes de 
iniciar una elaboración detallada del borrador.  

Enfoques para demostrar la 
ausencia de enfermedad 

Desarrollo de mejoras de las normas del 
Código Acuático para demostrar la 
ausencia de enfermedades de la lista de la 
OIE que incluyen:  
1) Artículos X.X.4. (país libre de 

enfermedad) y X.X.5. (zona o 
compartimento libre) de cada capítulo 
específico de enfermedad (salvo 
infección por el virus de la anemia 
infecciosa del salón, con numeración 
distinta);  

2) Capítulo 1.4 sobre la vigilancia de la 
sanidad de los animales acuáticos.  

Febrero de 2021 – Respuesta a los comentarios 
recibidos de los Miembros sobre el informe de la 
reunión de la Comisión de febrero de 2020 y 
presentación del Capítulo 1.4 revisado, Vigilancia 
de la sanidad de los animales acuáticos, y los 
modelos de Artículos X.X.4, X.X.5 y X.X.6 para 
comentario de los Miembros.  

Consideraciones acerca de las 
enfermedades emergentes – 
Infección por el virus del 
edema de la carpa 

Revisión de la información científica sobre 
la enfermedad y evaluación según los 
criterios de inclusión en la lista de 
enfermedades de los animales acuáticos 
del Artículo 1.2.2. 

La Comisión definió la enfermedad como 
enfermedad emergente y, como tal, los Miembros 
deben notificarla de acuerdo con el Artículo 1.1.4 
del Código Acuático.  
Febrero de 2021 – Revisión de la nueva 
información científica y de la información enviada 
por los Miembros.  
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Ítems para revisión en la reunión de febrero de 2021 – capítulos específicos de enfermedad  
Mercancías seguras (Artículo 
X.X.3 de los capítulos 
específicos de enfermedad) 

Revisión de la estructura de este artículo 
para más claridad sobre las 
recomendaciones sobre mercancías 
seguras comunicadas en estos artículos.  

Febrero de 2021 – revisión de los comentarios de 
los Miembros.  

Modelo de Artículo 10.X.13 
para los capítulos 10.5, 10.6 y 
10.10 específicos de 
enfermedades de los peces (y 
Artículo 10.4.17 del Capítulo 
10.4) 

Revisión del artículo para esclarecer el 
propósito previsto. 

Febrero de 2021 – revisión de los comentarios de 
los Miembros.  
Se prevé que el ítem se proponga para adopción 
en mayo de 2021. 

Artículo 10.10.2 del Capítulo 
10.10 Infección por el virus de 
la septicemia hemorrágica 
viral 

Lista actualizada de las especies 
susceptibles en el Artículo 10.10.2. 

Febrero de 2021 – revisión de los comentarios de 
los Miembros.  
Se prevé que el ítem se proponga para adopción 
en mayo de 2021. 

Artículos 11.3.1 y 11.3.2 del 
Capítulo 11.3 Infección por 
Bonamia ostreae 

Actualización del Artículo 11.3.1 y de la 
lista de especies susceptibles en el Artículo 
11.3.2. 

Febrero de 2021 – revisión de los comentarios de 
los Miembros.  

MANUAL ACUÁTICO 
Capítulo/Tema Tarea Situación 

Ítems para revisión en la reunión de febrero de 2021 
Disposiciones generales Revisión y actualización de los capítulos 

introductorios para las enfermedades de 
los peces.  

Septiembre de 2020 – Revisión de los capítulos 
revisados.  
Febrero de 2021 – Revisión de los comentarios 
de los Miembros. 

Utilización de los métodos de AND 
Ambiental para la vigilancia de las 
enfermedades de los animales acuáticos.  

Febrero de 2021 – Desarrollo de un documento 
de debate sobre las directrices para la utilización 
de los métodos de ADN Ambiental para la 
vigilancia de las enfermedades de los animales 
acuáticos. 

Actualizar y reformatear los 
capítulos de enfermedad 
siguiendo el nuevo modelo  

Infección por Batrachochytrium 
salamandrivorans (Capítulo 2.1.3). 

Febrero de 2021 – Se espera la propuesta de 
adopción en mayo de 2021. 

Infección por el virus de la viremia 
primaveral de la carpa (Capítulo 2.3.9). 

Febrero de 2021 – Se espera la propuesta de 
adopción en mayo de 2021. 

Infección por el virus de la necrosis 
hematopoyética infecciosa (Capítulo 2.3.4). 

Febrero de 2021 – Se espera la propuesta de 
adopción en mayo de 2021. 

Infección por el virus de la septicemia 
hemorrágica viral (Capítulo 2.3.10). 

Febrero de 2021 – Se espera la propuesta de 
adopción en mayo de 2021. 

Infección por Gyrodactylus salaris 
(Capítulo 2.3.3). 

Febrero de 2021 – Revisión de los comentarios 
de los Miembros.  
Se espera la propuesta de adopción en mayo de 
2021. 

Infección por el alfavirus de los salmónidos 
(Capítulo 2.3.6). 

Febrero de 2021 – Revisión de los comentarios 
de los Miembros.  
Se espera la propuesta de adopción en mayo de 
2021. 

Infección por el virus de la anemia 
infecciosa del salmón con supresión de 
HPR O HPR0 (Capítulo 2.3.5). 

Febrero de 2021 – Revisión de los comentarios 
de los Miembros. 

Infección por el herpesvirus de la carpa koi 
(Capítulo 2.3.7) 

Febrero de 2021 – Revision de los comentarios 
de los Miembros. 

Infección por el virus de la necrosis 
hematopoyética infecciosa (Capítulo 2.3.1) 

Febrero de 2021 – Proyecto actualizado y 
reformateado para comentarios de los Miembros.  

Infección por Aphanomyces invadans 
(síndrome epizoótico ulcerativo) 
(Capítulo 2.3.2) 

Febrero de 2021 – Proyecto actualizado y 
reformateado para comentarios de los Miembros. 

Enfermedad del iridovirosis de la dorada 
japonesa (Capítulo 2.3.8) 

Febrero de 2021 – Proyecto actualizado y 
reformateado para comentarios de los Miembros. 

Secciones 2.2.1, 2.2.2 y nueva 
sección 2.2.3bis del Capítulo 
2.4.3 Infección por Bonamia 
ostreae  

Modificación de las Secciones 2.2.1, 2.2.2 
y nueva sección 2.2.3bis del Capítulo 2.4.3 
Infección por Bonamia ostreae de acuerdo 
con las recomendaciones del Grupo ad hoc 
sobre la susceptibilidad de las especies de 
moluscos a la infección por las 
enfermedades de la lista de la OIE.  

Febrero de 2021 – Revisión de los comentarios 
de los Miembros.  

 

Volver al orden del día  
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Nuevo capítulo sobre Bioseguridad para los establecimientos de acuicultura (Capítulo 4.X) 

C A P Í T U L O  4 . X .  
 

B I O S E G U R I D A D  
P A R A  L O S  E S T A B L E C I M I E N T O S  D E  A C U I C U L T U R A  

Artículo 4.X.1. 

Finalidad 

Brindar recomendaciones sobre el desarrollo y la implementación de medidas de bioseguridad destinadas principalmente 
a mitigar el riesgo de introducción de agentes patógenos específicos en los establecimientos de acuicultura, y si se 
introducen agentes patógenos, mitigar el riesgo de una mayor propagación dentro, o de liberación desde los 
establecimientos de acuicultura.  

Artículo 4.X.2. 

Ámbito de aplicación 

Los principios de bioseguridad son pertinentes para la aplicación de las normas del Código Acuático a nivel de un país, 
zona, compartimento o establecimiento de acuicultura, según corresponda. Este capítulo describe las recomendaciones 
sobre bioseguridad que se deberán aplicar en los establecimientos de acuicultura, incluidos los sistemas semi-abiertos 
semi-cerrados y cerrados. El capítulo describe los principios generales para planificar la bioseguridad, las categorías de 
los sistemas de producción en acuicultura, las principales rutas de transmisión, las medidas de mitigación para las rutas 
de transmisión, el uso la aplicación del análisis del riesgo y los enfoques para desarrollar un plan de bioseguridad y los 
componentes clave de un plan.  

Para más información sobre la prevención y el control de las enfermedades, consulte el Título 4 del Código Acuático. 

Artículo 4.X.3. 

Introducción 

La aplicación de las medidas de bioseguridad constituye el principio fundamental que sustenta la prevención de las 
enfermedades de los animales acuáticos a nivel del país, la zona o el compartimento. La bioseguridad a nivel de un 
establecimiento de acuicultura es parte integrante de una bioseguridad efectiva a escala de un país, una zona o un 
compartimento y, por ende, para un estatus sanitario y un bienestar óptimos de las poblaciones de animales acuáticos. 
Este capítulo describe los principios de bioseguridad diseñados para mitigar los riesgos asociados con la introducción, la 
propagación dentro, o la liberación de agentes patógenos desde los establecimientos de acuicultura y para mantener la 
sanidad óptima de sus poblaciones de animales acuáticos.  

Dados los desafíos únicos que plantea la gran diversidad de sistemas de producción acuícola y la amplia diversidad de 
especies de animales acuáticos de cría, el desarrollo de planes de bioseguridad para los establecimientos de acuicultura 
requiere la evaluación de los riesgos de enfermedad planteados por agentes patógenos específicos y sus posibles rutas 
de transmisión. Un plan de bioseguridad describe las medidas físicas y de gestión destinadas a mitigar los riesgos 
identificados de acuerdo con las circunstancias particulares del establecimiento de acuicultura. El personal de los 
establecimientos de acuicultura, y los proveedores de servicios y los veterinarios y los profesionales de sanidad para los 
animales acuáticos o los veterinarios deberán comprometerse con el desarrollo y la implementación del plan de 
bioseguridad para garantizar que sea práctico y eficaz.  

El resultado alcanzado a través de la implementación de la bioseguridad en los establecimientos de acuicultura es una 
mejor sanidad y bienestar de los animales acuáticos durante todo el ciclo de producción. Entre los beneficios pueden 
figurarn una mejora del acceso a los mercados y una mayor productividad, de forma directa por medio de unas mayores 
tasas de supervivencia, índices de crecimiento y conversión alimentaria y, de forma indirecta, a través de la una reducción 
en el uso de los tratamientos de productos médicos veterinarios (incluyendo agentes antimicrobianos) y, lo que genera 
una reducción de los costos de producción asociados y de la tasa de emergencia de la resistencia a los antimicrobianos 
(RAM).  
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Artículo 4.X.4. 

Principios generales 

La bioseguridad es una serie de medidas físicas y de gestión que, empleadas en su conjunto, reducen de forma 
acumulativa el riesgo de infección en las poblaciones de animales acuáticos en dentro de un establecimiento de 
acuicultura. La planificación e implementación de la bioseguridad en un establecimiento de acuicultura requieren 
planificación para identificar los riesgos y considerar medidas costo-efectivas, con el fin de alcanzar los objetivos 
identificados en el plan. Las medidas requeridas variarán según entre los establecimientos de acuicultura dependiendo 
de factores como el riesgo la probabilidad de exposición a los agentes patógenos, las especies de los animales acuáticos 
de cría, la categoría del sistema de producción acuícola, las prácticas de cultivo, las condiciones medioambientales y la 
situación geográfica. Si bien se pueden utilizar distintos enfoques con miras a alcanzar un objetivo identificado de 
bioseguridad, a continuación, se describen los principios generales para desarrollar e implementar un plan de bioseguridad 
son coherentes y se describen a continuación:  

1) Planificación para documentar el objetivo del plan de seguridad, los riesgos identificados que se gestionarán, las 
medidas que se implementarán para afrontar los riesgos de enfermedad, los procedimientos operativos y de 
seguimiento requeridos, que se describen en los Artículos 4.X.6. y 4.X.7.; 

12) Identificación de las posibles rutas de transmisión de los agentes patógenos en, propagación dentro y liberación 
desde el establecimiento de acuicultura, que se describen en el los Artículos 4.X.5. y 4.X.6., teniendo en cuenta el 
tipo de sistema de producción y el diseño del establecimiento de acuicultura. 

23) Realización de un análisis del riesgo para identificar y evaluar las amenazas de bioseguridad enfermedad y 
garantizar que el plan cubra los riesgos de forma apropiada y eficaz. El análisis de riesgo puede variar de un análisis 
simple a uno complejo, en función de los objetivos del plan de bioseguridad, y de las circunstancias del 
establecimiento de acuicultura y de los riesgos de enfermedad, como se describen en el Artículo 4.X.7. 

34) Evaluación de las medidas de bioseguridad para tratar los riesgos de enfermedad identificados a partir de su eficacia 
potencial, costos iniciales y en curso (por ejemplo, remodelación de edificios, mantenimiento) y de los requisitos de 
gestión, que se describen en el Artículo 4.X.7. 

45) Integración de las prácticas de gestión en los procedimientos operativos de los establecimientos de acuicultura y 
formación del personal relevante sobre asociada con dichos procedimientos, como se describe en los Artículos 4.X.7. 
y 4.X.8. 

5) Señalización clara que debe exponerse para promover la sensibilización y el cumplimiento con las medidas del plan 
de bioseguridad por parte del personal, los visitantes y el público.  

565) Registros y documentación apropiados que resultan esenciales para demostrar la implementación efectiva del plan 
de bioseguridad. En el Artículo 4.X.8. se ofrecen algunos ejemplos. 

676) Revisión de rutina del Descripción del calendario para las revisiones de rutina y las auditorías del plan de 
bioseguridad. e identificación de Se han de determinar los factores desencadenantes de una revisión (por ejemplo, 
brotes de enfermedad, cambios en la infraestructura, técnicas de producción, brotes de enfermedad, o perfiles de 
riesgo). Se pueden requerir una auditorías externas cuando clientes, o entidades reguladores o razones de acceso 
al mercado exigen el reconocimiento de las medidas de bioseguridad, como se describe en el de acuerdo con las 
disposiciones del Artículo 4.X.8. 

Artículo 4.X.5. 

Categorías de los sistemas de producción acuícola 

Los animales acuáticos se pueden producir en Se definen cCuatro categorías diferentes de sistemas de producción, 
definidos en función de la capacidad de tratar el agua que entra y sale del sistema, y del nivel de control de sobre los 
animales acuáticos y de los vectores. Estas medidas Estos factores necesitan considerarse en el marco de la elaboración 
de un plan de bioseguridad.  

Sistemas abiertos  

Los En un sistemas de producción de acuicultura abiertos no es posible controlar el tienen ningún control del agua, ni de 
las condiciones medioambientales o, los animales ni o los vectores. Estos sistemas de producción pueden incluir el 
aumento de las existencias de las poblaciones silvestres con animales acuáticos provenientes de establecimientos de 
acuicultura o del entorno silvestre. Dado que no pueden ser considerados “establecimientos de acuicultura”, no se toman 
en cuenta en este capítulo. Sin embargo, el transporte de los animales acuáticos de establecimientos de acuicultura a los 
sistemas abiertos deberá evaluarse para determinar la necesidad de estar sujeto a las medidas de mitigación de 
enfermedad. 
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Sistemas semi-abiertos 

En un sistema de producción de acuicultura semi-abierto, no es posible controlar el agua que entra o sale del sistema o 
las condiciones medioambientales. Algunos animales acuáticos y vectores también pueden entrar y salir del sistema. Los 
cercados de malla para los peces de aleta y las jaulas suspendidas para de acuicultura de moluscos en cuerpos de agua 
naturales y la acuicultura de moluscos suspendidos en columnas de agua o en el piso del océano son ejemplos de 
sistemas de producción de acuicultura semi-abiertos.  

Sistemas semi-cerrados 

En un sistema de producción de acuicultura semi-cerrado, existe cierto control sobre del agua que entra y sale del sistema 
y de sobre las condiciones medioambientales. Si bien puede prevenirse la entrada y salida de los animales acuáticos y 
de los vectores en el sistema, existe un control limitado para prevenir la entrada o la salida de los agentes patógenos. Los 
estanques, canales de flujo continuo, jaulas flotantes cerradas y tanques con recirculación de agua son ejemplos de 
sistemas de producción de acuicultura semi-cerrados.  

Sistemas cerrados   

En un sistema de producción de acuicultura cerrado, hay suficiente el control del agua que entra y sale del sistema permite 
para excluir animales acuáticos, vectores y agentes patógenos. Las condiciones ambientales también se pueden controlar. 
Los sistemas de recirculación en la producción de acuicultura, los sistemas de producción con un suministro seguro de 
agua libre de agentes patógenos o de animales acuáticos (por ejemplo, agua subterránea) o aquellos con altos niveles 
de tratamiento (y redundancia) del agua que entra o sale en el sistema son ejemplos de sistemas de acuicultura cerrados. 
Igualmente, se pueden controlar las condiciones ambientales. 

Artículo 4.X.5.bis 

Manejo por áreas 

Quizá no sea posible controlar la transmisión de agentes patógenos entre establecimientos de acuicultura semi-abiertos 
o semi-cerrados situados a proximidad dentro de cuerpos de aguas compartidas. En estas circunstancias, todos los 
establecimientos de acuicultura que se consideran epidemiológicamente vinculados deberán aplicar un conjunto 
coherente de medidas de bioseguridad. Los acuerdos de gestión por áreas pueden formalizar la coordinación de las 
medidas de bioseguridad comunes entre todos los establecimientos de acuicultura que se consideran 
epidemiológicamente vinculados. 

Artículo 4.X.6. 

Rutas de transmisión, y riesgos asociados y medidas de mitigación 

Los agentes patógenos se pueden desplazar en, propagarse dentro y liberarse desde los establecimientos de acuicultura 
a través de diversas rutas de transmisión. La identificación de todas las rutas de transmisión potenciales es esencial para 
el desarrollo de un plan de bioseguridad eficaz. Se dará prioridad a la mitigación de las rutas que probablemente den lugar 
a la transmisión de agentes patógenos específicos exponen a los animales acuáticos susceptibles a altas cargas de 
agentes patógenos.  

Los riesgos asociados con la introducción en, propagación dentro y liberación de los agentes patógenos desde un 
establecimiento de acuicultura necesitan considerarse para cada una de las siguientes rutas de transmisión. 

1.      Animales acuáticos  

El desplazamiento de animales acuáticos en, dentro y desde los establecimientos de acuicultura, ya sea de forma 
intencional o no, puede plantear suele puede plantear la probabilidad de un alto riesgo de transmisión del agente 
patógeno. Este es particularmente el caso cuando se trasladan animales acuáticos con infecciones clínicas o 
subclínicas, o animales acuáticos con un estatus sanitario desconocido dentro de una población susceptible.  

Los animales acuáticos introducidos intencionalmente o desplazados dentro de un establecimiento de acuicultura, o 
que se mueven dentro de él, pueden incluir stock de reproducción, alevines para crecimiento y material genético, 
como huevos y lechaza. Para los animales acuáticos, se deberán considerar los mecanismos de transmisión de los 
agentes patógenos tanto horizontales como verticales. El riesgo de transmisión de agentes patógenos a través de 
los animales acuáticos se puede deberá gestionar; tomando en cuenta las siguientes medidas posibles de mitigación 
incluyen de la siguiente manera:  

a) Introducir exclusivamente animales acuáticos en el establecimiento de acuicultura con un estatus sanitario 
conocido, que sea igual o superior al de los animales del establecimiento. 

b) Poner en cuarentena a los Si se introducen animales acuáticos introducidos con un estatus sanitario 
desconocido, éstos deberán ponerse en cuarentena provenientes de otras poblaciones de cría en unidades de 
producción separadas o instalaciones especialmente dedicadas a la cuarentena; 
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c) Cuando sea apropiado, tratamiento de tratar a los animales acuáticos en cuarentena para mitigar los riesgos 
de enfermedad (por ejemplo, tratamiento de parásitos externos). 

d) Garantizar un transporte bioseguro de los animales acuáticos que evite la exposición y la liberación de a los 
agentes patógenos. 

e) Dentro del establecimiento, sólo desplazar animales acuáticos entre las distintas poblaciones tras haber 
considerado los riesgos de enfermedad y con vistas a mantener el un alto estatus sanitario más alto posible de 
la población de animales acuáticos. 

f) Aislar las poblaciones de animales acuáticos que muestran signos clínicos de enfermedad de otras poblaciones 
hasta que la causa se conozca y la situación se resuelva. 

g) Retirar los animales acuáticos muertos o enfermos moribundos de las unidades de producción lo más pronto 
posible y eliminarlos de forma biosegura de conformidad con el Capítulo 4.7. 

h) Notificar mortalidades inexplicables o inusuales, o sospecha de una enfermedad de declaración obligatoria de 
los animales acuáticos a la autoridad competente de conformidad con los requisitos locales. Se deberá llevar 
a cabo la investigación y el diagnóstico de las causas de la mortalidad por profesionales de sanidad para los 
animales acuáticos o veterinarios. 

i) De ser posible, despoblación total de los establecimientos de acuicultura por intervalos, por ejemplo, entre 
generaciones de animales acuáticos o ciclos de producción, seguida de limpieza, y desinfección y secado de 
las instalaciones de producción. Se deberá proceder al vacío sanitario por un periodo suficiente para interrumpir 
los ciclos de infección y reducir o eliminar el desafío que representa el patógeno para la reintroducción de 
animales acuáticos. El vacío sanitario deberá ser coordinado entre establecimientos de acuicultura que están 
epidemiológicamente vinculados a través de cuerpos de aguas compartidas. 

j) Cuando sea posible, prevención de los desplazamientos no intencionales de los animales acuáticos en, dentro 
y desde el establecimiento. Considerar medidas físicas para minimizar la probabilidad de que los animales 
acuáticos de cultivo se escapen o la entrada de animales acuáticos silvestres en los establecimientos de 
acuicultura. La probabilidad de entrada o escape de animales acuáticos será más alta en los sistemas semi-
abiertos que en los semi-cerrados. 

El riesgo de desplazamientos no intencionados de animales acuáticos estará influenciado por la categoría de sistema 
de producción acuícola, con una probabilidad más alta en los sistemas semi-cerrados que en los cerrados. Si se 
encuentra que los riesgos son altos, pueden ser necesarias medidas de mitigación físicas. 

2.  Productos y residuos de animales acuáticos 
Los productos de animales acuáticos también pueden introducirse, desplazarse o retirarse de a un establecimiento 
de acuicultura o circular en él; por ejemplo, productos de animales acuáticos derivados de animales acuáticos criados 
en otros lugares. Los residuos de animales acuáticos pueden generarse cuando incluir el cuerpo entero o partes de 
los animales acuáticos mueren o se procede a la matanza con fines de control sanitario, o cuando se han sacrificado 
o procesado para a través del sacrificio y procesamiento de así como también animales acuáticos sacrificados y sus 
partes, que se destinan al el consumo humano o a u otros fines.  
Los desplazamientos de los productos de los animales acuáticos y residuos de animales acuáticos en, dentro y fuera 
de desde los establecimientos de acuicultura pueden plantear un riesgo de transmisión de los agentes patógenos. 
Es el caso particular de una población susceptible que se expone a productos de animales acuáticos y a residuos 
de animales acuáticos derivados de animales acuáticos infectados, con signos clínicos y subclínicos. Los residuos 
de alto riesgo incluyen residuos de animales acuáticos que constituyen, o se sospecha constituyen, un serio riesgo 
sanitario significativo para los animales acuáticos. Se deberá evitar en la medida de lo posible la circulación de 
residuos de animales acuáticos en los establecimientos de acuicultura. Los residuos de animales acuáticos se 
deberán almacenar, transportar, eliminar y tratar siguiendo las orientaciones del Capítulo 4.7. Manipulación, 
eliminación y tratamiento de residuos de animales acuáticos. 
Para los desplazamientos intencionales de productos de animales acuáticos y residuos de animales acuáticos, se 
deberá evaluar la probabilidad de presencia de agentes patógenos en los animales acuáticos de los que se derivan 
los productos de animales acuáticos y los residuos de animales acuáticos teniendo en cuenta las especies, la fuente 
y el estatus sanitario. 

El riesgo de transmisión de los agentes patógenos a través de los productos de animales acuáticos y residuos de 
animales acuáticos se puede se deberá evaluar y gestionar tomando en cuenta las siguientes; las posibles medidas 
de mitigación se realizarán: 

a) determinar el riesgo de enfermedad potencial de los productos y residuos de animales acuáticos para los 
animales acuáticos en el establecimiento y el entorno; 

b) aislando gestionar los productos de animales acuáticos y los residuos de animales acuáticos dentro del 
establecimiento de acuicultura en áreas que se encuentran aisladas las áreas donde se manipulan productos 
de animales acuáticos y residuos provenientes de las poblaciones de animales acuáticos para minimizar los 
riesgos de transmisión de enfermedades identificados;  
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c) garantizar que se han implementado procedimientos sistemas adecuados para la colecta, tratamiento 
(inactivación de los agentes patógenos), transporte, almacenamiento o eliminación de productos de animales 
acuáticos y de residuos de animales acuáticos con el fin de minimizar los riesgos identificados de transmisión 
de enfermedad de los agentes patógenos. 

3.  Agua 

El agua es un recurso importante que favorece la productividad y la sanidad de los animales acuáticos, pero que 
puede presentar un riesgo de introducción en, de propagación dentro y de liberación de agentes patógenos desde 
los establecimientos de acuicultura. Se deberá identificar y tomar en consideración la fuente de aprovisionamiento 
del agua y cómo puede representar un vínculo epidemiológico entre el establecimiento de acuicultura y otras 
poblaciones silvestres o de cría o plantas de procesamiento. Se deberá estudiar la exposición al agua del transporte 
y al agua de lastre.  

El riesgo de que el establecimiento de acuicultura esté expuesto a agua que contenga agentes patógenos puede 
estar influenciado por la categoría del sistema de producción acuícola, sabiendo que la probabilidad es más alta 
para los sistemas semi-abiertos que para los semi-cerrados y cerrados. Toda agua que provenga de animales 
acuáticos con un estatus sanitario más bajo o desconocido presenta un riesgo potencial de transmisión de agentes 
patógenos a animales acuáticos con un estatus sanitario más alto.  

El riesgo de transmisión de agentes patógenos a través del agua se puede deberá evaluar y gestionar tomando en 
cuenta las siguientes medidas de mitigación de distintas formas: 

a) Cuando sea posible, elegir una fuentes de agua que estén totalmente libres de poblaciones de animales 
acuáticos susceptibles y de agentes patógenos de preocupación. Tales fuentes de agua pueden incluir aguas 
subterráneas dulces o salinas, agua de la red municipal sin cloro y agua de mar artificial. Estas fuentes de agua 
pueden ser particularmente aptas para los animales acuáticos con un alto estatus sanitario, tales como las 
especies reproductoras.  

b) Asegurar un nivel apropiado de cribado, filtrado o desinfección (de conformidad con el Capítulo 4.3.) de las 
aguas provenientes de fuentes que pueden contener especies susceptibles y presentar un riesgo de 
transmisión de agentes patógenos (por ejemplo, océanos, arroyos o lagos). El tipo y el nivel de tratamiento 
requerido dependerá de los riesgos identificados.  

c) Proveer un nivel apropiado de filtrado, y desinfección o contención (de conformidad con el Capítulo 4.3.) de las 
aguas efluentes (y de los residuos filtrados asociados) de los establecimientos de acuicultura (o mataderos 
asociados o instalaciones de procesamiento) en donde pueda estar presente un riesgo de transmisión de 
agentes patógenos a animales acuáticos silvestres o a otros establecimientos de acuicultura con especies 
susceptibles. El tipo y el nivel de tratamiento requerido dependerá de los riesgos identificados. 

dc) Garantizar que la posición de las tomas de entrada y salida de agua para los establecimientos de acuicultura 
con sistemas semi-cerrados y cerrados, al igual que la ubicación de los establecimientos de acuicultura semi-
abiertos, minimice la contaminación proveniente de otras poblaciones de cría o silvestres o plantas de 
procesamiento, teniendo en cuenta factores tales como la distancia y las corrientes de agua. 

e)  Evaluar la probabilidad de ingreso de agua contaminada a través del desbordamiento de fuentes externas o de 
una infraestructura defectuosa (por ejemplo, tuberías con fugas, desagües bloqueados, muros de contención 
con grietas) y aplicar las medidas apropiadas a nivel de la gestión o de las infraestructuras. 

f) Evaluar los riesgos y los procedimientos establecidos para tratar y eliminar los residuos de agua que resultan 
del transporte de animales acuáticos. 

4. Alimento para animales (piensos)  

Los alimentos para animales pueden ser una importante ruta de transmisión de los agentes patógenos a los animales 
acuáticos. Los piensos pueden estar infectados inicialmente con agentes patógenos o contaminarse durante la 
colecta, el transporte, el almacenamiento y el procesamiento de las materias primas utilizadas como ingredientes de 
los alimentos para animales. Una higiene baja puede contribuir a la contaminación durante la fabricación, el 
transporte, el almacenamiento o el uso de los alimentos para animales.  
En los sistemas de producción cerrados o semi-cerrados puede existir un alto nivel de control de los piensos para 
los animales acuáticos. Sin embargo, en los sistemas de producción semi-abiertos, los animales acuáticos pueden 
obtener alimento de su entorno (por ejemplo, moluscos que atraviesan los filtros o depredación de peces silvestres 
por peces de cultivo que pueden quedar atrapados predadores en las redes de las jaulas).  
El riesgo de transmisión de agentes patógenos a través de los alimentos para animales se puede deberá evaluar y 
gestionar mediante las medidas de mitigación como se describe consignadas en el Capítulo 4.8., por ejemplo, 
utilizando piensos e ingredientes de piensos que:  

a) se hayan sometido a un procesamiento suficiente para inactivar los agentes patógenos de preocupación; 
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b) provengan de fuentes declaradas libres de los agentes patógenos de preocupación o se haya confirmado (por 
ejemplo, mediante pruebas) que los agentes patógenos no están presentes en los piensos e ingredientes de 
piensos la mercancía;  

c) hayan sido procesados, fabricados, almacenados, y transportados y distribuidos durante la alimentación de los 
animales acuáticos de manera que se prevenga toda contaminación por agentes patógenos. 

5. Fómites 

Los equipos, vehículos, material de embalaje, prendas, calzado, sedimentos, infraestructura y otros fómites pueden 
transferir mecánicamente agentes patógenos en, dentro y desde un establecimiento de acuicultura.  

El nivel de riesgo La probabilidad de transferencia de agentes patógenos dependerá de la estabilidad del agente 
patógeno en el ambiente, de la presencia y la naturaleza de la materia orgánica en la superficie de los fómites, así 
como también del tipo de superficie y de su capacidad para retener el agua. El riesgo La probabilidad de transferencia 
de agentes patógenos es mayor en los objetos contaminados que son difíciles de limpiar y desinfectar. Los equipos 
que se comparten entre los establecimientos de acuicultura, entre establecimientos de acuicultura e instalaciones 
de procesamiento o entre las distintas unidades de producción con un estatus sanitario diferente dentro de un 
establecimiento de acuicultura entre establecimientos de acuicultura e instalaciones de procesamiento pueden 
acarrear la propagación de agentes patógenos presentar un riesgo más alto, comparado con equipos nuevos o 
especializados. El riesgo La probabilidad El riesgo de transmisión de agentes patógenos a través de fómites se 
puede se deberá evaluar y gestionar; las posibles tomando en cuenta las siguientes medidas de mitigación se 
realizarán: 

a) Evaluar el riesgo de enfermedad asociado con a todos los fómites que se introducen mueven en, dentro o 
desde el establecimiento de acuicultura. en función del riesgo de enfermedad que representan;  

b) Garantizar que se dispone de procedimientos y de la infraestructura para limpiar y desinfectar los fómites, 
incluyendo en las áreas consagradas a la carga y entrega, antes de la entrada en los establecimientos de 
acuicultura. Las recomendaciones para la limpieza y desinfección de fómites se describen en el Capítulo 4.3. 

c) asignando equipos exclusivos para usar en las unidades de producción de distinto estatus sanitario. Cuando 
los equipos se utilizan en múltiples unidades de producción, deberán limpiarse y desinfectarse antes de su 
trasladado entre las unidades. 

c) Siempre que sea posible, asignar artículos que son difíciles de desinfectar o que tienen una alta probabilidad 
de contaminación a un establecimiento de acuicultura específico, en lugar de desplazarlos entre 
establecimientos de acuicultura después de la desinfección. 

d) Aplicar las medidas de mitigación descritas en los apartados a) a c) anteriores a los desplazamientos de fómites 
entre unidades de producción dentro de un establecimiento de acuicultura, con medidas determinadas basadas 
en una evaluación del los riesgos de transmisión de enfermedad. 

6.  Vectores 

Los vectores pueden transportar transferir agentes patógenos a animales acuáticos susceptibles en los 
establecimientos de acuicultura. Esto iIncluyen los animales acuáticos silvestres que ingresan al agua a través del 
sistema de suministro de agua, los predadores, las aves silvestres, los carroñeros, y las plagas, tales como roedores, 
así como las personas. Los vectores también pueden transferir agentes patógenos dentro, en y desde un 
establecimiento de acuicultura, ya sea por transferencia mecánica o como una fase de desarrollo del agente 
patógeno dentro del vector. El riesgo de una exposición no intencional a los vectores se verá influenciada por la 
categoría del sistema de producción de acuicultura. 

El riesgo La probabilidad de transferencia de agentes patógenos a través de los vectores varía según la especie el 
tipo del vector, la naturaleza del agente patógeno, la categoría del sistema de producción acuícola y el nivel de 
bioseguridad. Para mitigar los riesgos asociados a los vectores, también se pueden aplican las medidas identificadas 
para mitigar los riesgos asociados con los animales acuáticos, descritas en el apartado 1. Las medidas de mitigación 
para otros vectores incluyen: 

El riesgo de transmisión de agentes patógenos a través de los vectores se deberá evaluar y gestionar tomando en 
cuenta las siguientes medidas de mitigación:  

a) redes de malla (para prevenir el acceso de las aves); Utilización de medidas físicas de mitigación con el fin de 
prevenir el acceso de vectores en los establecimientos de acuicultura, entre ellas: 

i) filtrar o tamizar el agua que entra y sale en los sistemas de producción de acuicultura semi-cerrados y 
cerrados para prevenir la entrada de animales acuáticos silvestres;  

ii) instalar alrededor de los sistemas de producción de acuicultura en tierra una cerca o muro para prevenir 
la entrada de animales y personas, con una barrera para un acceso controlado;  

iii) instalar alrededor de los sistemas de producción flotantes barreras en el perímetro del establecimiento 
con el fin de prevenir el contacto con animales acuáticos silvestres y otros animales o su introducción; 
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iv) cubrir con redes los sistemas abiertos sin cerrar de producción acuícola para prevenir el acceso de aves. 

b) barreras en el perímetro del establecimiento para prevenir la entrada de otros animales (por ejemplo, cercos 
eléctricos); 

b) Control del acceso de personal a los establecimientos de acuicultura a través de la creación de un límite definido 
entre el área de riesgo exterior y el área de bioseguridad interior, que abarca las instalaciones que sirven para: 

i) el cambio de ropa o de calzado o uso de cubiertas desechables (capuchas, capas y recubrimientos de 
calzado); 

ii) la desinfección de manos y el uso de pediluvios para la desinfección del calzado. 

bc) cControl de pestes y almacenamiento seguro de alimentos y de los animales muertos.  

7. Personal y visitantes 

a) Controlar el acceso de personal y visitantes a los establecimientos de acuicultura a través de la creación de un 
límite definido entre el área de riesgo exterior y el área de bioseguridad interior, que abarque las instalaciones 
que sirven para: 

i) el mantenimiento de un registro, que deberá incluir los nombres de los visitantes, la información de 
contacto y los detalles de exposición a los animales acuáticos o agentes patógenos en un periodo anterior, 
incluidas las visitas a establecimientos de acuicultura  o a otras instalaciones; 

ii) el cambio de ropa o de calzado o uso de prendas desechables (por ejemplo, cofias, capas, guantes y 
cubrecalzado); 

iii) la desinfección de manos y el uso de pediluvios para la desinfección del calzado. 

b) Informar a todos los visitantes y supervisar que cumplan con el plan de bioseguridad. 

c) Establecer una señalización clara para promover la sensibilización y el cumplimiento de las medidas del plan 
de bioseguridad por parte del personal, visitantes y el público.    

Artículo 4.X.7. 

Análisis del riesgo  

El análisis del riesgo constituye un enfoque aceptado para evaluar las amenazas de bioseguridad y que se emplea para 
respaldar el desarrollo de las medidas de mitigación. Un análisis del riesgo formal cuenta con cuatro componentes: la 
identificación de los peligros, la evaluación del riesgo, la gestión del riesgo y la comunicación sobre el riesgo (ref. Capítulo 
2.1.). Este artículo toma en cuenta los principios del Capítulo 2.1. y los aplica para el desarrollo de los planes de 
bioseguridad en los establecimientos de acuicultura.  

Un plan de bioseguridad puede no requerir necesariamente un análisis del riesgo exhaustivo a efectos de evaluar los 
riesgos de enfermedad vinculados con las rutas de transmisión. El enfoque elegido dependerá de los objetivos del plan 
de bioseguridad y del nivel de bioseguridad que es apropiado para los requisitos de producción específicos del  

establecimiento de acuicultura, la complejidad de las amenazas que hay que tratar, y la disponibilidad de la información y 
los recursos. En función de estas circunstancias, puede ser apropiado un análisis parcial desarrollado a partir de 
experiencias pasadas para identificar los peligros asociados a las rutas de transmisión pertinentes.  

Las tres etapas formales del proceso de análisis del riesgo que sustentan un el plan de bioseguridad son: 

Etapa 1 – Identificación del peligro 

La identificación del peligro determina cuáles son los agentes patógenos que deben someterse a la evaluación del riesgo. 
Un peligro puede incluir un agente patógeno específico o estar definido en términos más generales como un grupo de 
agentes patógenos. Esta etapa incluye la identificación y la colecta de la información pertinente sobre los agentes 
patógenos que pueden causar enfermedades en las poblaciones de animales acuáticos dentro de un establecimiento de 
acuicultura. Este proceso deberá considerar el estatus sanitario del establecimiento y, para los sistemas de producción 
semi-abiertos y semi-cerrados, el estatus sanitario de los entornos epidemiológicamente vinculados. La segunda etapa 
consiste en identificar las enfermedades conocidas y las emergentes, no presentes en el establecimiento de acuicultura, 
que pueden impactar negativamente la población de cría. Se deberán identificar las enfermedades conocidas y las 
emergentes que pueden impactar de manera negativa la población de cría, independientemente de si están presentes en 
el establecimiento de acuicultura. 

Para completar las siguientes etapas de la evaluación del riesgo, se requiere información sobre los peligros identificados 
que incluye: i) la frecuencia de la aparición, ii) las características biofísicas, iii) la probabilidad de detección si existe, iv) 
las posibles rutas de transmisión (detalladas en el Artículo 4.X.6.). Muchos de los peligros pueden compartir la misma 
ruta. Un peligro puede incluir un agente patógeno específico o estar definido en términos más generales como un grupo 
de agentes patógenos.  

Etapa 2 – Evaluación del riesgo 
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Una evaluación del riesgo se puede iniciar una vez que se haya identificado que existe un peligro biológico y se haya 
reunido la información requerida en la etapa 1. El objetivo de la evaluación del riesgo es establecer una estimación del 
riesgo, que es el resultado de la probabilidad y de las consecuencias de la introducción del un agente patógeno, de la 
propagación dentro o de la liberación desde el establecimiento de acuicultura.  

Una evaluación del riesgo puede ser cuantitativa o cualitativa. Ambos métodos requieren el mismo modelo conceptual 
que identifique las etapas necesarias de la introducción, el establecimiento y la propagación del peligro. En una evaluación 
cualitativa, la introducción y el establecimiento se estiman utilizando descriptores de probabilidad. Una evaluación 
cuantitativa requiere datos que permitan estimar la probabilidad. En la mayoría de las circunstancias, es posible se 
evaluarán cualitativamente la probabilidad las rutas de transmisión de enfermedad y las consecuencias asociadas, se 
evaluarán cualitativamente, aunque dentro de un marco formal de evaluación del riesgo. En los Cuadros 1 y 2 figuran 
ejemplos de descriptores cualitativos para estimar la probabilidad y las consecuencias. El Cuadro 3 ilustra cómo las 
estimaciones de la probabilidad y las consecuencias se pueden combinar en una matriz para obtener una estimación del 
riesgo.  

Cuadro 1. Descriptores cualitativos de probabilidad 

Estimación Descriptor 
Remota Nunca se ha escuchado, Muy improbable, pero no es imposible. 
Improbable Puede ocurrir aquí, pero solo en circunstancias excepcionales. 
Posible Pruebas claras sugieren que es posible en esta situación. 
Probable Es probable que ocurra, pero no es seguro.  
Segura Es seguro que ocurra. 

Cuadro 2. Descriptores cualitativos de las consecuencias 

Estimación Descriptor de las consecuencias a nivel del establecimiento de acuicultura 

Insignificante Impacto no detectable o mínimo. Sin impacto en el comercio. 

Menor Impacto Disminución limitadao de la producción en la productividad de los establecimientos 
de acuicultura para que sólo afecta un pequeño número de algunas unidades de 
producción y/o una interrupción del comercio muy limitada y transitoria y/o sólo a corto 
plazo. 

Moderada Amplio impacto sobre la productividad de los establecimientos de acuicultura debido al 
aumento de la mortalidad o la disminución del rendimiento. Disminución de la producción 
(por ejemplo, aumento sostenido de la mortalidad o tasa de crecimiento en disminución), 
y/o interrupción del comercio a corto y mediano plazo, lo que resulta en pérdidas 
financieras. 

Mayor Impacto cConsiderable, disminución de la producción, de los establecimientos de 
acuicultura y/o interrupción del comercio a mediano y a largo plazo, lo que resulta en 
pérdidas financieras significativas. que acarrea serias limitaciones en el aprovisionamiento 
e impacto financiero. 

Catastrófica Despoblación Pérdida completa de la producción del establecimiento de acuicultura y 
posibles barreras para la reanudación de la producción, y/o completa interrupción del 
comercio, lo que resulta en pérdidas financieras extremas. 

Cuadro 3. Matriz para evaluar estimar el riesgo  

 Índice de consecuencia 

Es
tim

ac
ió

n 
de

 la
 

pr
ob

ab
ilid

ad
 

 Insignificante Menor Moderado Mayor Catastrófico 

Remota Insignificante Bajo Bajo Bajo Medio 

Improbable Bajo Bajo Medio Medio Alto 

Posible Bajo Medio Medio Alto Alto 

Probable Bajo Medio Alto Alto Extremo 

Segura Medio Bajo Alto Alto Extremo Extremo 
 

Los resultados de la Las evaluacionesón del riesgo dan cuenta de los peligros biológicos que necesitan tratarse, los puntos 
de control críticos en las rutas de transmisión que deben ser abordados y las medidas que son probablemente más 
eficaces para la reducción del riesgo. 
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Cuadro 4. Interpretación de las estimaciones del riesgo  
Nivel Estimación del 
riesgo* 

Explicación y respuesta de gestión 

Insignificante Nivel aceptable de riesgo. No se requiere ninguna acción. 
Baja Nivel aceptable de riesgo. Se puede requerir un seguimiento permanente. 
Media Nivel inaceptable de riesgo. Revisión y refuerzo de las medidas de mitigación del riesgo. 

Se requiere una gestión activa para reducir el nivel de riesgo.  
Alta Nivel inaceptable de riesgo. Identificación e implementación de medidas adicionales de 

mitigación del riesgo. Se requiere una intervención para mitigar el riesgo. 
Extrema Nivel de riesgo inaceptable. Actuación inmediatamente para mitigar el riesgo. Se requiere 

una intervención urgente para mitigar el nivel de riesgo. 

*La estimación del nivel de riesgo se determinado por mediante la combinación de las estimaciones de la posibilidad y el 
índice de consecuencias obtenido utilizando la matriz de riesgo (Cuadro 3). Las estimaciones de probabilidad y de las 
consecuencias se combinan utilizando la matriz del riesgo (cuadro 3) con el fin obtener la estimación del riesgo. 

Etapa 3 ‒ Gestión del riesgo 

La gestión del riesgo se utiliza para determinar la respuesta de gestión apropiada para el nivel de riesgo evaluado, según 
se describe en el Cuadro 4. El proceso de evaluación del riesgo identifica las etapas dentro de las rutas de transmisión 
necesarias para que un riesgo se materialice y, de este modo, permite determinar las medidas de mitigación más eficaces. 
Muchos de los peligros compartirán las mismas rutas y, por lo tanto, las medidas de mitigación resultarán eficaces frente 
a más de un peligro. La información sobre los peligros y sus rutas de introducción (etapa 1) deberá combinarse con una 
la evaluación del riesgo de asociada con cada las rutas (etapa 2) con el fin de identificar las medidas de mitigación del 
riesgo más apropiadas y rentables.  

El Artículo X.X.6. describe algunas medidas de mitigación posibles, pertinentes para las distintas rutas de transmisión. 
Las medidas de mitigación más apropiadas para un establecimiento de acuicultura específico dependerán de los riesgos 
peligros identificados, de la eficacia y la fiabilidad de la medida de mitigación, de la categoría del sistema de producción 
acuícola y de su costo.  

Tras la implementación del plan de bioseguridad, los peligros deberán volverse a evaluar con regularidad y se ajustarán 
las medidas de acuerdo con los cambios en las estimaciones de riesgo.  

Artículo 4.X.8. 

Desarrollo del plan de bioseguridad 
La finalidad principal del plan de bioseguridad es reducir la probabilidad de introducción de los agentes patógenos en un 
establecimiento de acuicultura y, si los agentes patógenos se introducen, reducir el riesgo de una propagación mayor 
dentro o de una liberación desde un establecimiento de acuicultura. El plan documentará las rutas de transmisión 
identificadas y los resultados de cualquier análisis del riesgo realizado (peligros, estimación del riesgo y medidas de 
mitigación), así como la información pertinente sobre la implementación en curso, el seguimiento y la revisión del plan.  

1. Desarrollo de un plan de bioseguridad 

El proceso para desarrollar un plan de bioseguridad variará dependiendo de sus objetivos, del nivel de bioseguridad 
apropiado según los requisitos específicos de producción, de la complejidad de las amenazas que se deben tratar y 
de la disponibilidad de las informaciones y los recursos. Se recomienda tomar en consideración y documentar los 
siguientes temas: 

a) objetivos, campo de aplicación y requisitos reglamentarios del plan de bioseguridad; 

b)  información acerca de los establecimientos de acuicultura incluyendo un plan actualizado de la disposición de 
los edificios y de las unidades de producción (incorporando las unidades epidemiológicas, si las hay, y las 
estructuras y procesos para mantener la los métodos de separación de las mismas), las áreas de carga y 
descarga, desembalaje, procesamiento, almacenamiento de los piensos, depósito de los residuos de animales 
acuáticos, y áreas de recepción, puntos de acceso, así como esquemas de los principales desplazamientos de 
los animales acuáticos, de los productos de animales acuáticos, de los residuos de animales acuáticos, del agua, 
los piensos y los fómites (incluidos el personal, los equipos y los vehículos);  

c)  las posibles rutas de entrada de los agentes patógenos en un establecimiento de acuicultura, de propagación o 
de liberación desde un establecimiento de acuicultura (ver Artículo X.X.6. más arriba); 

d)  un análisis del riesgo, incluyendo la identificación de los principales peligros de enfermedad para el 
establecimiento de acuicultura (ver Artículo X.X.7. más arriba); 

e)  las medidas de mitigación que se han determinado para tratar los riesgos identificados; 

f)  los procedimientos de emergencia en caso de una falla de bioseguridad. Entre ellos, se pueden incluir los 
requisitos de notificación, y las medidas de emergencia para erradicar los agentes patógenos tales como la 
despoblación y la eliminación de animales acuáticos y la desinfección del sitio, de conformidad con los Capítulos 
4.3. y 7.4.; 

g)  los procedimientos operativos estándar requeridos para acompañar la implementación de las medidas de 
mitigación, los procedimientos de emergencia y los requisitos de formación del personal; 
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gh)  los procedimientos de comunicación externos e internos, y las funciones y responsabilidades del personal del 
establecimiento de acuicultura, así como la información de contacto básica, por ejemplo, del personal, el 
veterinario de la granja, los profesionales de sanidad para los animales acuáticos, los veterinarios, y la autoridad 
competente; 

hi) el calendario de seguimientos y auditorías; 

ij)  la evaluación de rendimiento.; 

j) los procedimientos operativos estándar requeridos para respaldar la toda implementación de las medidas de 
mitigación descritas en el plan de bioseguridad, los procedimientos de emergencia y los requisitos de formación 
del personal del establecimiento.  

2. Componentes clave de un plan de bioseguridad 

a)  Procedimientos operativos estándar (POE) 

Los POE describen los procesos de gestión de rutina que deben efectuarse para favorecer la eficacia del plan 
de bioseguridad. Cada POE deberá describir su objetivo, las responsabilidades de los operarios, el 
procedimiento en sí (incluyendo el mantenimiento de registros), las precauciones y una fecha de revisión.  

Se deberá capacitar al personal en la implementación de los POE, lo que incluye completar formularios, listas 
de verificación y otros registros asociados con cada procedimiento, así como los requisitos de comunicación 
de rutina.  

b) Documentación y registros 

El plan de bioseguridad describe la documentación necesaria para brindar las pruebas del cumplimiento del 
plan las medidas de mitigación. El nivel de detalle requerido en la documentación dependerá de los resultados 
de la evaluación de la ruta de transmisión.  

Ejemplos de la documentación requerida incluyen pueden incluir: la disposición de los establecimientos de 
acuicultura, los desplazamientos de los animales acuáticos; salidas de emergencia; el origen y destino al igual 
que el estatus sanitario de los animales acuáticos introducidos en el establecimiento de acuicultura, las medidas 
de cuarentena, los registros de los visitantes del establecimiento, los animales que se han escapado, la 
densidad de población, las tasas de crecimiento y alimentación, los registros sobre la formación del personal; 
los tratamientos y la vacunación, la calidad del agua, los eventos de limpieza y desinfección, la morbilidad y 
mortalidad (incluyendo el retiro y la eliminación de los animales muertos), los registros de vigilancia y de 
laboratorio.  

c)  Procedimientos de emergencia 

Deberán desarrollarse e implementarse procedimientos destinados a minimizar el impacto de las emergencias, 
los eventos de enfermedad o la mortalidad inexplicada en los animales acuáticos. Estos procedimientos 
deberán incorporar umbrales claramente definidos que ayuden a identificar un incidente de emergencia y a 
activar los protocolos de respuesta, incluyendo los requisitos de notificación.  

d)  Seguimiento sanitario 

El seguimiento sanitario como parte del plan de bioseguridad implica el seguimiento del estatus sanitario de los 
animales acuáticos en los establecimientos de acuicultura. Las actividades pueden incluir la vigilancia de la 
enfermedad, los controles de rutina de las existencias para los parámetros importantes de sanidad y producción 
(por ejemplo, por el productor el personal, un profesional de sanidad de los animales acuáticos o un veterinario), 
el registro de signos clínicos de enfermedad, morbilidad y mortalidad, resultados de las pruebas de laboratorio 
y el análisis de dichos datos (por ejemplo, cálculo de las tasas de morbilidad y la mortalidad y enfermedades). 

e)  Revisión de rutina y auditoría 
El plan de bioseguridad deberá describir un organigrama de auditoría sistemática encaminado a verificar la 
implementación y el cumplimiento de los requisitos del plan de bioseguridad. La revisión de rutina del plan de 
bioseguridad es necesaria para garantizar que continúa encarando con eficacia los riesgos de bioseguridad.  
El plan de bioseguridad también deberá revisarse por lo menos anualmente o como respuesta a los cambios 
operativos en el establecimiento de acuicultura, los cambios en el diseño de las instalaciones, los cambios en 
los enfoques de cría, la identificación de un nuevo riesgo de enfermedad o tras un incidente de bioseguridad 
por lo menos anualmente. Los incidentes de bioseguridad, y las acciones tomadas para remediarlos, deberán 
documentarse para permitir una reevaluación de los procedimientos operativos estándar. 

f) Formación del personal  

El plan de bioseguridad deberá incluir un programa de formación para garantizar que todo el personal sea 
capaz de desempeñar sus funciones en la implementación de la bioseguridad en el establecimiento de 
acuicultura.  

____________________________ 

Volver al orden del día 
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C A P Í T U L O  1 . 3 .  
 

E N F E R M E D A D E S  D E  L A  L I S T A  D E  L A  O I E  

[…] 

Artículo 1.3.3. 

Están incluidas en la lista de la OIE las siguientes enfermedades de los crustáceos: 

‒ Enfermedad de la necrosis hepatopancreática aguda 

‒ Infección por Aphanomyces astaci (plaga del cangrejo de río) 

‒ Infección por Hepatobacter penaei (hepatopancreatitis necrotizante) 

‒ Infección por el virus de la necrosis hipodérmica y hematopoyética infecciosa 

‒ Infección por el virus de la mionecrosis infecciosa 

‒ Infección por el nodavirus Macrobrachium rosenbergii (enfermedad de la cola blanca)  

‒ Infección por el virus del síndrome de Taura  

‒ Infección por el virus del síndrome de las manchas blancas 

‒ Infección por el virus de la cabeza amarilla genotipo 1 

‒  del hemocito del camarón. Infección por el virus 1 iridiscente de los decápodos tipo 1. 

[…] 

____________________________ 

Volver al orden del día 
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EVALUACIÓN DE LA INFECCIÓN 
POR EL VIRUS IRIDISCENTE DE LOS DECÁPODOS TIPO 1 

PARA INCLUSIÓN EN EL CAPÍTULO 1.3. DEL  
CÓDIGO SANITARIO PARA LOS ANIMALES ACUÁTICOS 

Evaluación general 

La Comisión de Normas Sanitarias de la OIE para los Animales Acuáticos (la Comisión) evaluó la infección por el virus 
iridiscente de los decápodos tipo 1 (DIV1, por sus siglas en inglés) de acuerdo con los criterios para incluir una 
enfermedad de los animales acuáticos en el Artículo 1.2.2. del Código Acuático y acordó que la infección por el virus 
iridiscente de los decápodos tipo 1 cumple con los criterios de inclusión en la lista, en particular el criterio 1.: es probable 
la propagación internacional del agente patógeno; el criterio 2.: al menos un país puede demostrar en el país o en una zona 
la ausencia de enfermedad en animales acuáticos susceptibles; el criterio 3.: se dispone de una definición de caso precisa 
y existen métodos de detección y diagnóstico fiables, y el criterio 4b.: se ha demostrado que la enfermedad afecta la 
sanidad de los animales acuáticos de cultivo a nivel de un país o una zona lo que conlleva consecuencias significativas, 
por ejemplo, pérdidas de producción, morbilidad o mortalidad (ver Cuadro 1 a continuación).  

Cuadro 1. Resumen de la evaluación de la infección por (DIV1) 

 Criterios para la inclusión Conclusión 

1 2 3 4a 4b 4c  

Infección por DIV1 + + + NA + - La enfermedad cumple con los criterios de 
inclusión en la lista. 

NA = no aplica. 

Contexto 

Se ha identificado un nuevo miembro de la familia Iridoviridae, denominado virus iridiscente de los decápodos tipo 1 
(ICTV, 2019), con un genoma de doble cadena de ADN de aproximadamente 166K bp (Li et al., 2017; Qiu et al., 
2017b) como la causa de mortalidades masivas en la producción de camarones, langostinos y cangrejos (Xu et al., 2016; 
Qiu et al., 2017a; Qiu et al., 2019a). Hasta ahora, la infección por DIV1 se ha detectado exclusivamente en la langosta 
australiana de agua dulce (Cherax quadricarinatus) (Xu et al., 2016), el camarón blanco (Penaeus vannamei) Qiu et al., 
2017), el camarón gigante de agua dulce (Macrobrachium rosenbergii) (Qiu et al., 2019a), el cangrejo rojo americano 
(Procambarus clarkia) (Qiu et al., 2019a), el camarón nipón (Macrobrachium nipponense) (Qiu et al., 2019a), el 
camarón quilla (Exopalaemon carinicauda) y el camarón tigre gigante (Penaeus monodon) (OIE, 2020). Se ha 
demostrado la infección por el virus iridiscente de los decápodos tipo 1 en dos especies de cangrejos, el cangrejo chino 
(Eriocheir sinensis) y el cangrejo de pantano (Pachygrapsus crassipes) por medio de infección experimental por vías no 
naturales (Pan et al., 2017). La Comisión ha reconocido el potencial significativo de este virus en numerosos países 
dada la importancia mundial del comercio y de la producción de crustáceos. Por el momento, la 1 de los decápodos se 
considera una “enfermedad emergente” y, como tal, deberá ser notificada de acuerdo con el Artículo 1.1.4. del Código 
Acuático.  

Criterios para la inclusión de las enfermedades de los animales acuáticos en la lista de la OIE (Artículo 1.2.2.)  

Criterio No. 1. Es probable la propagación internacional del agente patógeno (a través de animales acuáticos, sus 
productos, vectores o fómites). 

Evaluación 

El virus se ha detectado por PCR o por el método de la PCR anidada en el camarón blanco (Penaeus vannamei), el 
camarón gigante de agua dulce (Macrobrachium rosenbergii) (Qiu et al., 2019a), el cangrejo rojo americano 
(Procambarus clarkii) (Qiu et al., 2019a), el camarón nipón (Macrobrachium nipponense) (Qiu et al., 2019a) y el 
camarón quilla (Exopalaemon carinicauda) en granjas de China (Xu et al., 2016; Qiu et al., 2017a; Qiu et al., 2018b; Qiu 
et al., 2019b). Además, el DIV1 se detectó en P. monodon en el Taipéi Chino (OIE, 2020). Históricamente, P. vannamei 
y otras especies de crustáceos susceptibles se han comercializado internacionalmente como población productora de 
reserva y postlarva para producción de especies P. vannamei y P. monodon en nuevas regiones geográficas. Por lo tanto, 
existen rutas para la transmisión y la probabilidad de propagación internacional. Los exámenes histopatológicos 
(observaciones con MET e hibridación in-situ) evidencian la presencia del virus en tejidos hematopoyéticos, branquias, 
hepatopáncreas, pereiopodos y músculos (Qiu et al., 2017a). La detección por PRC cuantitativa en el camarón infectado 
en condiciones experimentales mostró que la concentración viral más alta se encuentra en la hemocianina y en los tejidos 
hemopoyéticos, mientras que la más baja se localiza en los tejidos musculares (Qiu et al., 2018a; Qiu et al., 2018b).  
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Conclusión 

Se cumple el criterio. 

Y 

Criterio No. 2. Al menos un país puede demostrar en el país o en una zona la ausencia de enfermedad en 
animales acuáticos susceptibles.  

Evaluación 

Actualmente, el virus DIV1 sólo se ha detectado en China (Rep. Pop) y en el Taipéi Chino, pero la distribución geográfica 
del virus puede ser más extensa si hay mortalidades que todavía no se han investigado. Sin embargo, ante la amplia 
distribución de P. vannamei, P. monodon, M. rosenbergii y de otras especies susceptibles a la infección por DIV1 al igual 
que ante el importante comercio de estas especies y la posible expresión de enfermedad clínica y mortalidad, si el virus 
se hubiera propagado ampliamente se hubiese esperado que se notificara la aparición de la enfermedad en otros lugares.  

Además, la enfermedad se ha inscrito como una enfermedad de declaración obligatoria en el “Informe trimestral sobre 
las enfermedades de los animales acuáticos” de la Red de centros de acuicultura de Asia-Pacífico (NACA). Por 
consiguiente, es probable que al menos un país pueda demostrar la ausencia de enfermedad en su territorio o en una zona 
en los animales acuáticos susceptibles.  

Conclusión 

Se cumple el criterio.  

Y 

Criterio No. 3. Se dispone de una definición de caso precisa y existen métodos de detección y diagnóstico fiables.  

Evaluación 

En P. vannamei infectados, se constata que el estómago y las vísceras de todos los camarones enfermos estaban vacíos; 
los camarones parcialmente infectados presentaban una ligera pérdida del color en la superficie y en la sección del 
hepatopáncreas, además de un caparazón blando. En algunos individuos se observa un ligero enrojecimiento del cuerpo. 
Los camarones moribundos pierden la capacidad de nadar y se hunden en el fondo del estanque (Qiu et al., 2017a). En 
M. rosenbergii, los individuos enfermos presentan un triángulo blanco de tamaño significativo dentro del caparazón en 
la base del rostrum, donde se sitúa el tejido hematopoyético (Qiu et al., 2019a).  

Hasta la fecha, se han publicado y están disponibles para la detección del virus DIV1 un método PCR anidado, un método 
PCR cuantitativo en tiempo real con una sonda TaqMan (TaqMan qPCR) (Qiu et al., 2018a), un método de hibridación 
in situ (Qiu et al., 2017a) y un ensayo de amplificación de ADN mediado por marcación con DIG (digoxigenina) in situ 
(Chen et al., 2019). Se ha demostrado que los cebadores y la sonda TaqMan resultan específicos para el virus DIV1 
(ninguna reacción cruzada con otros agentes patógenos del camarón), con un bajo límite de detección (cuatro copias por 
reacción) y una alta sensibilidad y especificidad (95,3% y 99,2%, respectivamente). Se han validado las pruebas de PCR 
anidada y de PCR en tiempo real con una sonda TaqMan. 

Se puede concluir que existen métodos confiables de detección y diagnóstico, y se puede desarrollar una definición de 
caso precisa en base a signos clínicos observados y de pruebas de diagnóstico disponibles.  

Conclusión 

Se cumple el criterio.  
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Y 

Criterio No. 4. a. Se ha demostrado la transmisión natural de la enfermedad al ser humano y la infección humana se 
asocia con consecuencias graves.  

Evaluación 

Ningún dato disponible para la evaluación.  

Conclusión 

El criterio no se aplica. 

O 

Criterio No. 4.b. Se ha demostrado que la enfermedad afecta la sanidad de los animales acuáticos de cultivo a nivel 
de un país o una zona lo que conlleva consecuencias significativas, por ejemplo, pérdidas de producción, morbilidad 
o mortalidad.  

Evaluación 

Se ha observado una alta mortalidad (>80%) en las poblaciones afectadas de P. vannamei y M. rosenbergii en granjas de 
China (Rep. Pop.) (Qiu et al., 2017a; Qiu et al., 2019a). Las pruebas de infección experimentales en laboratorio imitando 
la ruta de infección natural (per os) en P. vannamei han mostrado un 100% de mortalidad acumulada en menos de dos 
semanas (Qiu et al., 2017a). Pruebas de transmisión por inyección en P. vannamei, C. quadricarinatus y P. clarkii también 
resultaron en un 100% de mortalidad acumulada (Xu et al., 2016; Qiu et al., 2017a). Desde 2014, algunos episodios de 
mortalidad masiva de P. vannamei y M. rosenbergii en las provincias costeras de China (Rep. Pop.) se han asociado con 
la infección por DIV1 (Qui et al., 2017a). La vigilancia específica en China en 2017 y 2018 detectó el DIV1 en 11 de 16 
provincias (Qiu et al., 2018b; Qiu et al., 2019b). En 2020, en el Taipéi Chino, se notificó la presencia del DIV1 asociada 
a episodios de enfermedades y mortalidades en granjas de crustáceos (OIE, 2020). Las pérdidas son significativas a escala 
del país.   

Conclusión 

Se cumple el criterio. 

O 

Criterio No. 4.c. Se ha demostrado o las pruebas científicas indican que la enfermedad puede afectar la sanidad de los 
animales acuáticos silvestres lo que conlleva consecuencias significativas, por ejemplo, morbilidad o mortalidad a 
nivel de la población, productividad reducida o impactos ecológicos.  

Evaluación 

Se ha demostrado que la infección por DIV1 afecta significativamente la salud de los camarones o cangrejos de cultivo, 
con consecuencias graves, sobre todo en cuanto a la morbilidad y la mortalidad. Es posible que la enfermedad también 
afecte a animales acuáticos silvestres. Sin embargo, hasta la fecha, no existen datos disponibles para demostrar el impacto 
(por ejemplo, morbilidad o mortalidad) de la enfermedad en las poblaciones de animales acuáticos silvestres.  

Conclusión 

No se cumple el criterio.  
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Modelo de Artículo 10.X.13. para los capítulos 10.5.; 10.6. y 10.10 
específicos de enfermedades de los peces (y o el Artículo 10.4.17. 

del Capítulo 10.4. para la iInfección por el virus 
de la anemia infecciosa del salmón) 

[…] 

Artículo 10.X.13. 

Importación, para la acuicultura, de huevos desinfectados de un país, una zona o un compartimento no declarados libres 
de infección por X 

1) Cuando se importen, para la acuicultura, huevos desinfectados de una de las especies mencionadas en el 
Artículo 10.X.2. de un país, una zona o un compartimento no declarados libres de infección por [el agente patógeno 
X], la autoridad competente del país importador deberá evaluar de conformidad con el Capítulo 4.4. el riesgo 
asociado al menos los siguientes aspectos: 

a) al estado de contaminación por el agente patógeno X; del la probabilidad de que el agua utilizada durante la 
desinfección de los huevos esté contaminada por [el agente patógeno X]; 

b) la prevalencia de la infección por [el agente patógeno X] en la reserva de genitores (incluyendo los resultados 
de las mediante pruebas del líquido ovárico y la lechaza), y 

c) la temperatura y el pH del agua utilizada para la desinfección. 

2) Si la autoridad competente del país importador concluye que importación es aceptable, deberá solicitar que se 
apliquen aplicar las siguientes medidas de mitigación del riesgo, entre ellas: 

a) desinfección de los huevos deberán desinfectarse antes de la importación, de acuerdo con las 
recomendaciones formuladas en el Capítulo 4.4. o las especificadas por la autoridad competente del país 
importador, y 

b) entre la desinfección y la importación, los huevos no deberán entrar en contacto con nada que pueda afectar a 
su estatus sanitario. 

La autoridad competente podrá deberá contemplar medidas internas, como una nueva desinfección adicional de los 
huevos a su llegada al país importador. 

3) Cuando se importen, para la acuicultura, huevos desinfectados de una de las especies mencionadas en el 
Artículo 10.X.2. de un país, una zona o un compartimento no declarados libres de la infección por [el agente patógeno 
X], la autoridad competente del país importador deberá exigir la presentación de un certificado sanitario internacional 
aplicable a los animales acuáticos extendido por la autoridad competente del país exportador que acredite el 
cumplimiento de los procedimientos descritos en el apartado 2 a) y b) del presente artículo. 

[…] 

____________________________ 
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C A P Í T U L O  1 0 . 1 0 .  
 

I N F E C C I Ó N  P O R  E L  V I R U S  
D E  L A  S E P T I C E M I A  H E M O R R Á G I C A  V I R A L  

[…] 

Artículo 10.10.2. 

Ámbito de aplicación 

Las recomendaciones de este capítulo se aplican a las siguientes especies que cumplen con los criterios para la inclusión 
como susceptibles de conformidad con el Capítulo 1.5.: trucha arco iris (Oncorhynchus mykiss), reo (Salmo trutta), tímalo 
(Thymallus thymallus), coregonos (Coregonus sp.), lucio (Esox lucius), rodaballo (Scophthalmus maximus), arenque y 
espadín (Clupea sp.), salmón del Pacífico (Oncorhynchus sp.), bacalao (Gadus morhua), bacalao del Pacífico (Gadus 
macrocephalus), Gadus aeglefinus y Onos mustelus. Estas recomendaciones se aplican también a todas las demás 
especies susceptibles mencionadas en el Manual Acuático que sean objeto de comercio internacional. 

Familia Nombre científico Nombre común Genotipo 
Ammodytidae Ammodytes hexapterus  IVa 
Aralichthyidae Paralichthys olivaceus Falso halibut del Japón IVa 
Carrangidae Trachurus mediterraneus Jurel mediterráneo o jurel blanco Ie 

Centrarchidae 

Ambloplites rupestris Perca de roca IVb 
Lepomis gibbosus Perca sol IVb 

Lepomis macrochirus Mojarra oreja azul IV, IVb 
Micropterus dolomieu Lobina de boca pequeña IVb 
Micropterus salmoides Perca atruchada IVb 

Pomoxis nigromaculatus Perca plateada IVb 

Clupeidae 

Alosa immaculata  Ie 

Sardina pilchardus Sardina europea o sardina 
común  

Clupea harengus Arenque del Atlántico Ib, III 
Clupea pallasii pallasii  Arenque del Pacífico Iva 
Dorosoma cepedianum Sábalo molleja IVb 

Sardinops sagax Sardina IVa 
Sprattus sprattus Espadín Ib 

Cyclopteridae Cyclopterus lumpus Lumpo o ciclóptero IVd 

Cyprinidae 

Danio rerio Pez cebra IVa 
Notropis hudsonius Pajarito cabezidura IVb 

Notropis atherinoides  IVb 
Pimephales notatus  IVb 

Pimephales promelas Piscardo  IVb 

Embiotocidae Cymatogaster aggregata Mojarra brillosa IVa 

Engraulidae Engraulis encrasicolus Boquerón Ie 

Esocidae 
Esox lucius Lucio IVb 

Esox masquinongy  IVb 

Fundulidae Fundulus heteroclitus  IVc 

Gadidae 

Gadus macrocephalus Bacalao del Pacífico IVa 

Gadus morhua Bacalao Ib, III 

Merlangius merlangus Plegonero Ie 

Micromesistius poutassou Bacaladilla  Ib, III 
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Familia Nombre científico Nombre común Genotipo 
Trisopterus esmarkii Faneca noruega Ib, III 

Gasterosteidae Gasterosteus aculeatus Espinosillo IVc 

Gobiidae 
Neogobius melanostomus Gobio redondo IVb 
Pomatoschistus minutus Gobio de arena Ib 

Ictaluridae Ictalurus Ameiurus nebulosus Bagre pardo IVb 

Labridae 

Centrolabrus exoletus Centrolabro III 
Ctenolabrus rupestris Tabernero III 

Labrus bergylta Maragota  III 
Labrus mixtus Gallano III 

Symphodus melops Porredana III 

Lotidae Gaidropsarus vulgaris Mollareta Ie 

Moronidae 
Morone americana Lubina blanca IVb 
Morone chrysops Robalo blanco /perca blanca IVb 
Morone saxatilis Lubina estriada IVb, IVc 

Mullidae Mullus barbatus Salmonete de fango  Ie 

Osmeridae Thaleichthys pacificus Eulacón IVa 

Percidae 
Sander vitreus Lucioperca americana IVb 

Perca flavescens Perca canadiense IVb 

Petromyzontidae Lampetra fluviatilis Lamprea de río II 

Pleuronectidae 
Limanda limanda Lenguadina Ib 
Platichthys flesus Platija Ib 

Pleuronectes platessus Solla III 

Rajidae Raja clavata Raya de clavos  Ie 

Salmonidae 

Coregonus artedii Oregono de artedi IVb 
Coregonus clupeaformis Coregono del lago IVb 

Coregonus lavaretus Lavareto Ia 
Oncorhynchus kisutch Salmón plateado IVa 
Oncorhynchus mykiss Trucha arco iris Ia-e, III, IVb 

Oncorhynchus mykiss X 
Oncorhynchus kisutch hybrids  

Trucha arco iris X Híbridos del 
coho Ia 

Oncorhynchus tshawytscha Salmón real IVa, IVb 
Salmo marmoratus Trucha marmorata Ia 

Salmo salar Salmón del Atlántico Ia, Ib, II, III, IVa 
Salmo trutta Trucha marina Ia, Ib 

Salvelinus namaycush Trucha lacustre  Ia, IVa, IVb 
Thymallus thymallus Tímalo I 

Scophthalmidae Scophthalmus maximus Rodaballo Ib, III 

Sciaenidae Aplodinotus grunniens Roncador de agua dulce IVb 

Scombridae Scomber japonicus Estornino del Pacífico  IVa 

Soleidae Solea senegalensis Lenguado senegalés III 

Uranoscopidae Uranoscopus scaber Rata  Ie 

[…] 

Volver al orden del día 
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G L O S A R I O   

RESIDUOS DE ANIMALES ACUÁTICOS 

designa todo el cadáver completo de todo lo que se genera de los animales acuáticos, que han muerto, o que han 
sido sacrificados con fines de control sanitario o sacrificado y procesado para consumo humano o para otros fines. 
Lo que puede incluir todo el cuerpo de los animales acuáticos, algunas de sus partes sus partes de los animales 
acuáticos o los líquidos asociados destinados a su eliminación. 

RESIDUOS DE ANIMALES ACUÁTICOS (VERSION LIMPIA) 

designa el cadáver completo de los animales acuáticos, sus partes o los líquidos asociados destinados a su 
eliminación. 

PRODUCTOS DE ANIMALES ACUÁTICOS 

designa los animales acuáticos no viables inviables, partes de los animales acuáticos o productos manufacturados 
que contienen cualquier material derivado y los productos de animales acuáticos que están destinados a la venta o 
al comercio. 

PRODUCTOS DE ANIMALES ACUÁTICOS (VERSION LIMPIA) 

designa los animales acuáticos no viables, partes de los animales acuáticos o productos manufacturados que 
contienen cualquier material derivado de animales acuáticos que están destinados a la venta o al comercio. 

VECTOR 

designa cualquier organismo vivo, que no sean especies susceptibles, que ha demostrado que transporta transfiere 
un agente patógeno a una población de animales acuáticos especies susceptibles o a sus alimentos o al entorno 
inmediato. El agente patógeno puede pasar o no por un ciclo de desarrollo dentro del vector. Las especies 
susceptibles de un agente patógeno no se consideran vectores para dicho agente patógeno.  

VECTOR (VERSION LIMPIA) 

designa cualquier organismo vivo que ha demostrado que transfiere un agente patógeno a una población de 
especies susceptibles. Las especies susceptibles de un agente patógeno no se consideran vectores para dicho 
agente patógeno.  

__________________________
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Enmiendas propuestas para remplazar el término “residuos” por “residuos de animales acuáticos” en 
el Código Acuático 

Artículo Página Cambio propuesto 
Guía del usuario, C. 
Cuestiones 
específicas, 7), 
última frase 

 La evaluación para la inclusión de estos productos de animales acuáticos en estos 
artículos se basa en la forma y presentación del producto, el volumen previsto de 
residuos tejidos de residuos de animales acuáticos generados por el consumidor y la 
presencia probable del agente patógeno en los residuos residuos de animales 
acuáticos. 

2.1.4., 2.c), ultimo 
guion 

 - métodos de eliminación de los despojos residuos de animales acuáticos. 

4.2.3., 2.i)  i) la eliminación de residuos de residuos de animales acuáticos 

4.3.6. 60 Estas condiciones incluyen un alto nivel de riesgo de enfermedad (debido a la 
importancia de la enfermedad), una importante concentración de agentes patógenos, 
volúmenes potencialmente altos de animales acuáticos infectados y de residuos 
residuos de animales acuáticos.  

4.7.1. 71 El objetivo de este capítulo es proporcionar pautas para el almacenamiento, transporte, 
eliminación y tratamiento de los residuos residuos de animales acuáticos a fin de 
controlar los riesgos para la sanidad de los animales acuáticos.  

4.7.2. 71 Este capítulo se aplica a los residuos de residuos de animales acuáticos derivados de: 
i) operaciones rutinarias de acuicultura; ii) transformación en el litoral, 
independientemente del origen; iii) sacrificio masivo con fines de control sanitario y iv) 
mortalidad masiva (incluso en el medio natural). 

4.7.3. 71 A efectos de este capítulo: 
Restos de animales acuáticos: designa el cuerpo entero, o partes del mismo, de 
los animales acuáticos hallados muertos, o que hayan sido sacrificados con fines de 
control sanitario o para el consumo, que no se destinan al consumo humano. 
Residuos de alto riesgo: designa los residuos de residuos de animales acuáticos que 
entrañan o supuestamente entrañan un riesgo grave para la salud de los animales 
acuáticos o del hombre. 
Residuos de bajo riesgo: designa los residuos de residuos de animales acuáticos no 
considerados de alto riesgo. 

4.7.4. 71 La autoridad competente deberá supervisar la eliminación eficiente y eficaz de los 
residuos de residuos de animales acuáticos. 
1) acceso del personal pertinente a las instalaciones físicas, a la logística y a los 

datos, en cooperación con las partes interesadas, incluido el acceso de la 
autoridad competente a los residuos de residuos de animales acuáticos 

2) control de los desplazamientos de animales y autoridad para hacer excepciones 
en ciertas condiciones de bioseguridad (por ejemplo, para transportar residuos 
de residuos de animales acuáticos al lugar donde van a ser eliminados); 

4.7.5. 72 Una vez recolectados, los residuos de residuos de animales acuáticos deberán 
almacenarse el tiempo mínimo posible; no obstante, si el almacenamiento es necesario, 
deberá disponerse de capacidad suficiente para la cantidad prevista de residuos 
de residuos de animales acuáticos y la autoridad competente podrá exigir otras medidas. 
[…] 
Los contenedores para almacenar los residuos de residuos de animales acuáticos deben 
ser herméticos y seguros para evitar el contacto con animales acuáticos, aves u otros 
animales y con el personal no autorizado. 
Los residuos de residuos de animales acuáticos infectados o contaminados por el agente 
causal, real o presunto, de una enfermedad inscrita en el Código Acuático, no podrán ser 
transportados sin autorización de la autoridad competente. […] 
Si los residuos de residuos de animales acuáticos de bajo riesgo son contaminados por 
residuos de alto riesgo, también deberán ser considerados como residuos de alto riesgo. 
Los contenedores utilizados para transportar residuos de residuos animales acuáticos 
deberán ser herméticos y llevar una etiqueta con la indicación de su contenido. […] 

4.7.6. 72 1. Requisito de autorización 
Todas las plantas de eliminación de residuos de residuos animales acuáticos 
deberán disponer de la autorización de la autoridad competente. […] 

 

  

https://www.oie.int/index.php?id=171&L=2&htmfile=glossaire.htm#terme_autorite_competente
https://www.oie.int/index.php?id=171&L=2&htmfile=glossaire.htm#terme_animaux_aquatiques
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  2. Condiciones de autorización 
Para obtener la autorización, una planta de eliminación residuos de residuos de animales 
acuáticos deberá reunir las siguientes condiciones: 
[…] 
d) cumplir los requisitos para la manipulación de residuos de residuos de animales 

acuáticos y productos de animales acuáticos especificados por la autoridad competente. 
3. Requisitos de procedimientos 

[…] 
La planta de eliminación deberá aplicar procedimientos que minimicen el riesgo de 
propagación de agentes patógenos, tales como: 
c) manipulación y tratamiento de los residuos de residuos de animales acuáticos sin 

dilación en cuanto se reciben; 
[…] 

4.7.7. 73 1. Transformación industrial de residuos animales 
[…] 
El proceso implica por lo general precalentamiento a 50–60°C, seguido de cocción de la 
materia prima de residuos de animales acuáticos a 95–100°C durante 15 a 20 minutos. 

2. Incineración 
[…] 
Los incineradores móviles con cortina de aire permiten realizar el proceso in situ sin 
necesidad de transportar los s residuos de residuos de animales acuáticos. Los 
incineradores sólo tienen capacidad para tratar volúmenes limitados de residuos 
de residuos de animales acuáticos  

4.7.7. 74 6. Ensilado 
[…] 
El ensilado de residuos residuos de animales acuáticos en un ácido orgánico tal como el 
ácido fórmico es un método eficaz para inactivar la mayor parte de agentes patógenos en 
48 horas […] 

4.7.7. 74 7. Inhumación 
[…] 
Siempre que sea posible, los residuos residuos animales acuáticos deberán someterse a 
un tratamiento que garantice la inactivación de los agentes patógenos antes de su 
inhumación. 
Para seleccionar un lugar de inhumación aceptable, deberán tomarse en consideración 
los siguientes elementos: 
b) Acceso – un acceso fácil para los equipos y la entrega de los residuos residuos 

animales acuáticos. Tal vez sea necesario prever el uso de cercas y restringir la 
entrada al sitio. 

c) Construcción de fosos […] Las dimensiones del foso dependen del volumen de los 
residuos residuos de animales acuáticos que se van a inhumar y de la facilidad de 
relleno. 

d) Cierre del foso – el contenido deberá ser cubierto con cal viva (CaO) a una tasa de 85 
kg por 1000 kg de residuos residuos animales acuáticos para acelerar la 
descomposición y evitar la búsqueda de sustento en los residuos. 

8. Quema en hoguera 
La hoguera puede no ser adecuada para grandes cantidades de residuos residuos animales 
acuáticos. 
[…] 
a) Acceso – para transportar el material para preparar la hoguera y mantener el fuego, 

para la entrega de combustible y de los residuos residuos de animales acuáticos. 
[…] 
Si la quema se efectúa correctamente, los residuos residuos de animales acuáticos son 
destruidos en 48 horas. 

4.7.8. 75 1. Ensilado 
El ensilado de residuos residuos de animales acuáticos en un ácido orgánico tal como el 
ácido fórmico es un método eficaz para inactivar la mayor parte de agentes patógenos en 
48 horas.  

5.4.2. 93 […] Los criterios de inclusión de estos productos en el apartado 1 del Artículo X.X.11. (capítulos 
específicos sobre las enfermedades de los moluscos), del Artículo X.X.12. (capítulos sobre las 
enfermedades de los anfibios, crustáceos y peces) y del Artículo 10.4.16. toman en consideración 
la forma y presentación del producto, el volumen previsto de residuos de tejidos de residuos de 
animales acuáticos generados por el consumidor y la presencia probable de agente patógeno en 
los residuos residuos de animales acuáticos. 
[…] 
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5.4.2. 93 Se presupone que (i) los productos de animales acuáticos se utilizan para consumo 
humano exclusivamente, (ii) no siempre será posible manipular los residuos residuos de 
animales acuáticos. de modo apropiado para disminuir la introducción del agente 
patógeno; el nivel del riesgo depende de las prácticas de eliminación de residuos en el 
país o territorio de cada Miembro, […]  

5.4.2. 93 Criterios 

[…] 

SEA 
2) incluir una pequeña cantidad de residuos de tejido crudo residuos de residuos de 

animales acuáticos generados por el consumidor que sea improbable resulte en la 
introducción y el establecimiento del agente patógeno; 

SEA 
3) el agente patógeno no se encuentra normalmente en esos residuos residuos de 

animales acuáticos generados por el consumidor. 
6.5.3. 129 3. Evaluación del riesgo de introducción 

[…] 

- datos sobre las tendencias y la aparición de microorganismos resistentes 
obtenidos mediante la vigilancia de los animales acuáticos, de los productos de 
animales acuáticos y de los consiguientes residuos residuos de animales 
acuáticos. 

4. Evaluación de la exposición 
[…] 

- métodos de eliminación de los desechos residuos de animales acuáticos y 
probabilidad de exposición humana a microorganismos resistentes o a 
determinantes de resistencia a través de dichos residuos;  

[…] 

 

 

__________________________ 
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G L O S A R I O  C O N T I N U A C I Ó N    

SERVICIOS DE SANIDAD DE LOS ANIMALES ACUATICOS 

designa la combinación de individuos y las organizaciones, gubernamentales o no, que llevan a cabo actividades 
para implementar las normas aplican las medidas de protección de la salud y el bienestar de los animales y las 
demás normas y recomendaciones del Código Acuático en el territorio de un país. Los Servicios de Sanidad de los 
Animales Acuáticos actúan bajo control y tutela de la autoridad competente. Normalmente, las organizaciones del 
sector privado, los veterinarios o los profesionales de la salud de los animales acuáticos deberán contar con la 
acreditación o aprobación de la autoridad competente para ejercer estas funciones delegadas. 

SERVICIOS DE SANIDAD DE LOS ANIMALES ACUATICOS (VERSION LIMPIA) 

designa la combinación de individuos y organizaciones, gubernamentales o no, que llevan a cabo actividades para 
implementar las normas del Código Acuático. 

AUTORIDAD COMPETENTE 

DESIGNA LA AUTORIDAD VETERINARIA O CUALQUIER OTRA AUTORIDAD PUBLICA DE UN PAIS MIEMBRO QUE TIENE LA 
RESPONSABILIDAD  en todo o en parte del territorio de implementar ciertas normas y la capacidad de aplicar o 
supervisar la aplicación de las medidas de protección de la salud y el bienestar de los animales acuáticos, los 
procedimientos internacionales de certificación veterinaria y las demás normas y recomendaciones del Código 
Acuático en todo el territorio del País Miembro. 

AUTORIDAD COMPETENTE (VERSION LIMPIA) 

designa la autoridad pública de un País Miembro que tiene la responsabilidad en todo o en parte del territorio de 
implementar ciertas normas del Código Acuático. 

AUTORIDAD VETERINARIA 

designa la autoridad pública de un País Miembro que incluye a los veterinarios y demás profesionales y 
paraprofesionales y que tiene la responsabilidad y la capacidad de aplicar o supervisar en todo el territorio de 
coordinar la aplicación de las medidas de protección de la salud y el bienestar de los animales acuáticos, los 
procedimientos internacionales de certificación sanitaria y las demás normas y recomendaciones del Código 
Acuático en todo el territorio del País Miembro a cargo de las autoridades competentes. La autoridad veterinaria es 
una autoridad competente. 

AUTORIDAD VETERINARIA (VERSIÓN LIMPIA) 

designa la autoridad pública de un País Miembro que tiene la responsabilidad en todo el territorio de coordinar la 
aplicación de las normas del Código Acuático  a cargo de las autoridades competentes. La autoridad veterinaria es 
una autoridad competente. 

__________________________ 

Volver al orden del día 
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EVALUACIÓN DE LA INFECCIÓN POR EL VIRUS DE LA NECROSIS HIPODÉRMICA Y 
HEMATOPOYÉTICA INFECCIOSA PARA EL RETIRO DE LA LISTA DE ENFERMEDADES 

DEL CÓDIGO ACUÁTICO 

Evaluación general 

La Comisión de Normas Sanitarias para los Animales Acuáticos de la OIE (en adelante, Comisión para los Animales 
Acuáticos) evaluó la infección por el virus de la necrosis hipodérmica y hematopoyética infecciosa (VNHHI), de acuerdo 
con los criterios de inclusión en la lista de enfermedades que figuran en el Artículo 1.2.2 del Código Acuático. La 
Comisión acordó que la infección por el virus de la necrosis hipodérmica hematopoyética infecciosa cumplía con los 
criterios de inclusión 1, 2, 3 y 4b (ver Tabla 1). Por lo tanto, esta enfermedad debe mantenerse en la lista que figura en el 
Artículo 1.3.3. 

Tabla 1. Resumen de la evaluación de la infección por el virus de la necrosis hipodérmica y hematopoyética infecciosa  

 Criterios de inclusión en la lista Conclusión 
1 2 3 4a 4b 4c 

Infección por el 
virus de la 

necrosis 
hipodérmica y 

hematopoyética 
infecciosa 

+ + + NA + - La enfermedad cumple con los criterios de 
inclusión 

NA = no aplica. 

Los criterios de inclusión en la lista de enfermedades de la OIE son los siguientes: 

1.  Es probable la propagación internacional del agente patógeno (a través de animales acuáticos, sus productos, 
vectores o fómites). 

Y 

2.  Al menos un país puede demostrar en el país o en una zona la ausencia de enfermedad en animales acuáticos 
susceptibles, basándose en las disposiciones del Capítulo 1.4. 

Y 

3.  Se dispone de una definición de caso precisa y existen métodos de detección y diagnóstico fiables. 

Y 

4a.  Se ha demostrado la transmisión natural de la enfermedad al ser humano y la infección humana se asocia con 
consecuencias graves. 

O 

4b.  Se ha demostrado que la enfermedad afecta la sanidad de los animales acuáticos de cultivo a nivel de un país o una 
zona lo que conlleva consecuencias significativas, por ejemplo, pérdidas de producción, morbilidad o mortalidad. 

O 

4c.  Se ha demostrado o las pruebas científicas indican que la enfermedad puede afectar la sanidad de los animales 
acuáticos silvestres lo que conlleva consecuencias significativas, por ejemplo, morbilidad o mortalidad a nivel de la 
población, productividad reducida o impactos ecológicos. 

Nota 

En la versión inglesa de la presente evaluación, el término «shrimp» se utiliza tanto para designar las especies marinas 
como las especies de agua dulce. Sin embargo, cuando el nombre común de las especies incluye el término «prawn», es 
decir, «giant tiger prawn», se utilizará este término.   

 

Contexto 
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El primer caso de necrosis hipodérmica y hematopoyética se notificó en Hawái en 1981, donde había causado eventos de 
mortalidad masiva en poblaciones de camarón azul (Penaeus stylirostris) criados en sistemas super-intensivos de flujo 
continuo de tipo “raceways” (Lightner et al., 1983). Más tarde, se descubrió la presencia de la infección en poblaciones 
de camarones azules (P. stylirostris) y en el camarón de pata blanca (Penaeus vannamei) en el continente americano y el 
Golfo de California (Morales-Covarrubias et al., 1999; Pantoja et al., 1999). Asimismo, algunos informes sugirieron que 
esta enfermedad habría contribuido al colapso de la industria de la pesca de P. stylirostris en el Golfo de California. 
También se identificó al virus de la necrosis hipodérmica y hematopoyética infecciosa como la causa del “síndrome de 
deformidad y enanismo” (RDS) observado en P. vannamei.  

El VNHHI pertenece a la subfamilia Densovirinae y a la familia de Parvoviridae. En 1995, se incluyó en la lista de la 
OIE. Es el más pequeño de los virus que infecta a los camarones peneidos (el virión mide 20-22 nm, es un icosaedro no 
envuelto). Se han identificado por lo menos dos genotipos distintos de este virus: el tipo 1 en las Américas y Asia oriental 
(principalmente en Filipinas) y el tipo 2, en Asia sudoriental. Dos secuencias homólogas a partir del genoma del virus se 
identificaron en el genoma de los peneidos. El virus está muy difundido en los camarones provenientes de Asia y América 
Latina. 

Las especies susceptibles de ser incluidas en la lista de la OIE son: el camarón de pata amarilla (Penaeus californiensis), 
el camarón tigre gigante (Penaeus monodon), el camarón blanco del norte (Penaeus setiferus), el camarón azul 
(P. stylirostris) y el camarón de pata blanca (P. vannamei). Penaeus aztecus tiene pruebas incompletas de susceptibilidad. 
Otras especies resultaron positivas a la prueba PCR, pero no se demostró la existencia de una infección activa.  

Criterio No. 1 Es probable la propagación internacional del agente patógeno (a través de animales acuáticos, sus 
productos, vectores o fómites) 

Evaluación 

Actualmente, la cría de camarones marinos y de agua dulce se lleva a cabo en todo el mundo, al menos en 60 países, con 
una producción de alrededor de 4.496.775 toneladas en 2018. La producción se concentra principalmente en 15 naciones 
de Asia y América Latina, entre ellas China (Rep. Pop. de), Indonesia, Vietnam, India, Ecuador, Tailandia, México, 
Bangladesh, Filipinas, Brasil, Arabia Saudí, Irán (República Islámica del), Malasia, Honduras y Perú (FAO, 2020; GAA, 
www.aquaculturealliance.org). En 2018, las exportaciones de camarones representaron aproximadamente el 15 % del 
valor del comercio mundial de productos de animales acuáticos. Históricamente, el camarón es uno de los productos de 
animales acuáticos más comercializados y los principales mercados se encuentran en los Estados Unidos de América, la 
Unión Europea y Japón. Por su parte, China (Rep. Pop. de) se está convirtiendo en un nuevo mercado de rápido 
crecimiento (FAO, 2020). 

La transmisión del VNHHI puede ser horizontal o vertical. Se ha demostrado que la transmisión horizontal se produce a 
través de la ingestión de tejidos infectados o agua contaminada, y que la transmisión vertical, por huevos contaminados 
(OIE, 2019). 

El comercio internacional de especies susceptibles al virus incluye animales vivos como larvas y reproductores y 
productos a base de camarones congelados. El comercio de estos productos favorece la propagación internacional de este 
virus. A continuación, se resumen algunos ejemplos que demuestran la propagación internacional, o la presencia del virus 
en los productos comercializados. 

En 2019, el Reino Unido encontró casos positivos del virus en reproductores de P. vannamei importados en dos granjas 
de cultivo de camarones. En una de las instalaciones, no se observaron signos clínicos ni mortalidad, pero, en la otra, se 
observaron tasas variables de crecimiento y de retraso del crecimiento. Estas observaciones se comunicaron a la OIE. Los 
animales afectados se importaron como libres del VNHHI y de otros patógenos, es decir, se vendieron como camarones 
postlarvales libres de patógenos específicos (SPF). 

En 2019, Canadá detectó el virus en cuatro instalaciones de P. vannamei importados sin signos clínicos ni mortalidad. 
Estos hallazgos se comunicaron a la OIE. 

En 2015, se analizaron 329 muestras de P. monodon importadas a China y el 36,8 % de las muestras dieron positivo al 
test (Yu et al., 2016). En 2019, se analizaron muestras de P. vannamei congelado importadas a Corea del Sur y el 40% 
de los lotes dieron positivo (Park et al., 2020). 

Conclusión 

Se cumple el criterio.  
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Criterio No. 2 Al menos un país puede demostrar en el país o en una zona la ausencia de enfermedad en animales 
acuáticos susceptibles, basándose en las disposiciones del Capítulo 1.4. 

Evaluación 

Nueva Caledonia se autodeclaró libre del virus en 2016. Reino Unido cuenta con dos granjas de camarones que se 
infectaron por el virus en 2019, pero renovó su stock de camarones libres de la enfermedad y, ahora, el Reino Unido está 
en posición de demostrar la ausencia de enfermedad. 

Los datos obtenidos de la plataforma WAHIS de la OIE demuestran que el virus está presente en la mayoría de los países 
productores de camarones, como se demuestra en el siguiente cuadro. Sin embargo, ciertos países de Oriente Medio que 
actualmente producen camarones (por ejemplo, Arabia Saudí e Irán) o que están comenzando a producirlos (por ejemplo, 
Omán) pueden estar en condiciones de afirmar que están libres de esta enfermedad. Otros importantes productores de 
camarones, como Madagascar y Bangladesh, no han notificado la aparición del virus. 

Tabla 1. Notificación de la presencia del virus de la necrosis hipodérmica y hemoatopoyética infecciosa por país y año 
(fuente: WAHIS) 

Región o país 2016 2017 2018 2019 2020 
África      
Europa      

Reino Unido    2  
Américas      

Brasil +.. +.. +.. +..  
Canadá    1  

Costa Rica 3 5    
Ecuador 38 96 111 31  

Guatemala 2 2    
Honduras 34 72    

México 346 176 237 516  
Nicaragua 37 21 31 37  

Perú 5 15    
El Salvador    6  

EE. UU.    4  
Asia      

China (Rep. 
Pop. de)  64 69 40  

Taipéi Chino 26 7 1   
India  12 3 3  

Indonesia 14 7 4   
Tailandia 4 8 2 6  
Filipinas +.. +.. +.. +..  

Oceanía      
Australia  2 3 6  

Nota: los 15 principales países productores de camarones son Arabia Saudí, China (Rep. Pop. de), Indonesia, Vietnam, 
India, Ecuador, Tailandia, México, Bangladesh, Filipinas, Brasil, Irán (República Islámica del), Malasia, Honduras y 
Perú. 

Conclusión 

Se cumple el criterio. 

Criterio No. 3 Se dispone de una definición de caso precisa y existen métodos de detección y diagnóstico fiables 

Evaluación 

La OIE elaboró definiciones de caso sospechoso y caso confirmado de la infección por el VNHHI. Se han desarrollado 
pruebas fiables de PCR convencional (Tang et al., 2007) y de PCR en tiempo real para la detección de este virus (Dhar 
et al., 2001). 

En los últimos años, se han elaborado algunas pruebas rápidas, como la amplificación LAMP (loop-mediated 
amplification), la PCR modificada, la amplificación RPA y la PCR en tiempo real con una sensibilidad más elevada 
(Cowley et al, 2018; Qian et al, 2018; Xia et al, 2015; Arunrut et al, 2011). Estas pruebas han demostrado su utilidad y 
podrían recomendarse en el Manual Acuático de la OIE, en espera de una mayor validación según las normas de la OIE. 
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Conclusión 

Se cumple el criterio. 

Criterio No. 4a Se ha demostrado la transmisión natural de la enfermedad al ser humano y la infección humana 
se asocia con consecuencias graves. 

Evaluación 

No existe ninguna prueba de transmisión a humanos.  

Conclusión 

No se aplica el criterio. 

Criterio No. 4b Se ha demostrado que la enfermedad afecta la sanidad de los animales acuáticos de cultivo a nivel 
de un país o una zona lo que conlleva consecuencias significativas, por ejemplo, pérdidas de producción, 
morbilidad o mortalidad. 

Evaluación 

Se sabe que la infección por el VNHHI tiene un impacto más grave en las poblaciones de peneidos nativos de las 
Américas, P. stylirostris y P. vannamei. Se notificó que la enfermedad es más grave en P. stylirostris, lo que da lugar a 
una alta mortalidad. En P. vannamei, se sabe que la infección por el virus causa retraso del crecimiento y deformaciones, 
lo que da lugar a una reducción significativa del valor de los camarones (Lightner et al., 1996; Lightner et al., 2011). Se 
consideró que, de las principales especies comerciales, la enfermedad tiene el menor impacto sobre P. monodon 
(Withyachumnarknkul et al., 2006). 

La infección por el VNHHI fue descrita por primera vez por Lightner et al. (1983) que reportaron mortalidades de hasta 
el 90 % en P. stylirostris postlarvales y juveniles. Posteriormente, otros estudios demostraron que, en las poblaciones de 
P. stylirostris, la infección resulta en una enfermedad aguda con alta mortalidad, cerca del 100 % (Lightner et al. 1996). 
Los brotes en las explotaciones agrícolas de P. stylirostris causaron niveles de mortalidad tan graves que, en México, 
algunas granjas cerraron permanentemente mientras que otras pasaron a producir P. vannamei (Pantoja et al., 1999). 
Aunque se sabe que el impacto del virus en la producción de P. stylirostris ha sido históricamente grave, se desarrollaron 
poblaciones domesticadas de P. stylirostris que se consideran tolerantes a la infección (Tang et al., 2000). 

La infección por el VNHHI en poblaciones de P. vannamei ha dado lugar a una enfermedad crónica más sutil en la que 
la mortalidad puede no ser significativa, pero en la que los animales muestran deformidades cutáneas y un crecimiento 
reducido y muy dispar, una condición conocida como “síndrome de deformidad y enanismo” (RDS) (Kalagayan et al., 
1991). Se notificó que el retraso en el crecimiento es superior al 30 % (Wyban et al., 1992, citado por Hsieh et al., 2006) 
con un valor económico menor, lo que da lugar a importantes pérdidas económicas (Kalagayan et al., 1991). La infección 
por el virus de la necrosis hipodérmica y hematopoyética infecciosa también interfiere en el desarrollo normal de los 
huevos, las larvas y el desarrollo postlarval (Motte et al., 2003).   

Las consecuencias de este virus parecen haber disminuido debido al uso de camarones libres de patógenos específicos, al 
cambio a especies menos susceptibles y a la cría de camarones más tolerantes a esta infección. Sin embargo, varios 
ejemplos recientes demuestran que el virus sigue afectando la salud de los animales acuáticos de cultivo causando 
importantes pérdidas de producción. A continuación, se destacan algunos de esos ejemplos. 

En 2019, se detectaron casos positivos en reproductores de P. vannamei importados en dos granjas cerradas del Reino 
Unido. En uno de estos sitios se observaron tasas de crecimiento variables y retraso en el crecimiento. Las granjas fueron 
despobladas y descontaminadas. 

En el marco de la vigilancia de las explotaciones indias de P. vannamei entre 2013 y 2018, se encontraron 30 explotaciones 
positivas al virus (Jagadeesan et al., 2019). Los animales de estas granjas presentaban las clásicas deformaciones en 
cutícula y una amplia variación de su tamaño. 

Se encontraron diferencias considerables en cuanto a la susceptibilidad a la infección por el VNHHI en tres lotes de P. 
vannamei procedentes de diferentes instalaciones del norte de México. Los resultados indican niveles variables de 
resistencia al virus en las poblaciones de cultivo, aunque no se analizaron los posibles impactos en la productividad 
(Escobedo-Bonilla et al., 2014). 
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En un estudio reciente realizado en Australia, se descubrió un vínculo entre la presencia sostenida de la infección y un 
menor rendimiento de crecimiento y la supervivencia de P. monodon criado en condiciones comerciales simuladas 
(Sellars et al., 2019).  

Conclusión 

Se cumple el criterio. 

Criterio No. 4c Se ha demostrado o las pruebas científicas indican que la enfermedad puede afectar la sanidad de 
los animales acuáticos silvestres lo que conlleva consecuencias significativas, por ejemplo, morbilidad o mortalidad 
a nivel de la población, productividad reducida o impactos ecológicos. 

Evaluación 

El VNHHI se detectó en P. stylirostris y P. vannamei cultivados en México a finales de la década de 1980 y, 
posteriormente, se detectó en poblaciones silvestres de P. stylirostris en el Golfo de California (Morales Covarrubias et 
al., 1999). La detección del virus en P. stylirostris silvestre coincidió con disminuciones en los desembarcos de capturas 
pesqueras de hasta el 50 % y se sugirió que el virus había contribuido al colapso del sector (Morales Covarrubias et al., 
1999; Pantoja et al., 1999). Nuevas muestras obtenidas en 1996 demostraron una alta prevalencia del virus; sin embargo, 
las poblaciones silvestres daban muestras de recuperación (Morales Covarrubias et al., 1999). 
 
Se detectó el IHHNV en poblaciones silvestres de otras especies de crustáceos. Se encontró una alta prevalencia del virus 
en P. vannamei silvestre de la costa del Pacífico de Panamá, Ecuador, Colombia y Panamá (Nunan et al., 2001; Motte et 
al., 2003). En la costa pacífica de México, se detectó en camarones y cangrejos silvestres con una tasa de prevalencia del 
19,5 % (Macías-Rodríguez et al., 2014). En el Mar de China oriental, se detectó en P. penicillatus silvestre y con una 
prevalencia del 19,2 % en P. vannamei silvestre (Hu, 2015). 

Aunque se cree que este virus ha afectado a las poblaciones salvajes de P. stylirostris, no existen pruebas definitivas de 
causalidad. Sin embargo, se conoce la dificultad de demostrar el impacto de las enfermedades en las poblaciones salvajes 
de animales acuáticos, excepto en los ejemplos más extremos en los que se produce una mortalidad observable (Miller et 
al., 2014).  

Conclusión 

No se cumple el criterio. 
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EJEMPLO DE ARTÍCULO X.X.3 PARA TODOS LOS CAPÍTULOS ESPECÍFICOS DE LA 
ENFERMEDAD DEL CÓDIGO ACUÁTICO (VERSIÓN CON CAMBIOS)  

C A P Í T U L O  9 . 8 .  
 

I N F E C C I Ó N  P O R  E L  V I R U S  D E L  S Í N D R O M E  
D E  L A S  M A N C H A S  B L A N C A S  

[…] 

Artículo 9.8.3. 

Medidas para la Iimportación o tránsito por el territorio de productos de animales acuáticos cualquiera que sea el uso al 
que se destinan independientemente del estatus sanitario del país, la zona o el compartimento de exportación con respecto 
a la infección por el virus del síndrome de la enfermedad de las manchas blancas 

1) Los siguientes productos de animales acuáticos cumplen con los criterios de seguridad de los productos de animales 
acuáticos de acuerdo con el Artículo 5.4.1.Independientemente del estatus sanitario del país, la zona o 
el compartimento de exportación respecto de la infección por el virus del síndrome de las manchas blancas, 
las autoridades competentes no deberán exigir ningún tipo de condición relacionada con el virus del síndrome de las 
manchas blancas Al autorizar cuando autoricen la importación o el tránsito por su territorio de los 
siguientes productos de animales acuáticos, las autoridades competentes no deberán exigir ninguna medida 
sanitaria relacionada con el virus del síndrome de las manchas blancas, independientemente del estatus sanitario 
del país exportador o de la zona o del compartimiento de exportación respecto de la infección por el virus de las 
manchas blancas: derivados de una de las especies mencionadas en el Artículo 9.8.2., cualquiera que sea el uso al 
que se destinan y siempre que reúnan las condiciones descritas en el Artículo 5.4.1.:  

a)  productos de animales acuáticos cocinados, enlatados, pausterizados o esterilizados por retorta que se hayan 
sometido a un tratamiento térmico suficiente como para alcanzar una temperature central de al menos 60°C 
durante por lo menos un minuto (o una combinación equivalente de tiempo/temperature que haya demostrado 
que inactive el virus del síndrome de las manchas blancas) ; 

a) productos de crustáceos termoesterilizados y sellados herméticamente (es decir, un tratamiento térmico a 
121 °C durante por lo menos 3,6 minutos o una combinación equivalente de tiempo/temperatura que haya 
demostrado que inactiva el virus del síndrome de las manchas blancas); 

b) productos de crustáceos cocinados que se hayan sometido a un tratamiento térmico a 60 °C durante por lo 
menos un minuto (o a una combinación equivalente de tiempo/temperatura que haya demostrado que inactiva 
el virus del síndrome de las manchas blancas); 

c) productos de crustáceos pasteurizados que se hayan sometido a un tratamiento térmico a 90 °C durante por lo 
menos diez minutos (o a una combinación equivalente de tiempo/temperatura que haya demostrado que 
inactiva el virus del síndrome de las manchas blancas); 

d)b) aceite de crustáceos; 

e)c) harina de crustáceos; 

f)d) quitina extraída por medios químicos. 

2) Cuando autoricen la importación o el tránsito por su territorio de productos de animales acuáticos derivados de una 
de las especies mencionadas en el Artículo 9.8.2. que no sean unos de los enumerados en el apartado 1 del 
Artículo 9.8.3., las autoridades competentes deberán exigir las condiciones prescritas en los 
Artículos 9.8.7. a 9.8.12. que correspondan al estatus sanitario del país, la zona o el compartimento de exportación 
respecto de la infección por el virus del síndrome de las manchas blancas. 

3) Cuando se considere la importación o el tránsito por su territorio de productos de animales acuáticos derivados de 
una especie no mencionada en el Artículo 9.8.2., pero que razonablemente se podría esperar que represente 
un riesgo de transmisión del virus del síndrome de las manchas blancas, la autoridad competente deberá proceder 
a un análisis del riesgo acorde con las recomendaciones del Capítulo 2.1. La autoridad competente del país 
exportador deberá ser informada del resultado de este análisis. 

[…] 

__________________________ 



 

Comisión de Normas Sanitarias para los Animales Acuáticos/septiembre de 2020 
53 

EJEMPLO DE ARTÍCULO X.X.3 PARA TODOS LOS CAPÍTULOS ESPECÍFICOS DE LA 
ENFERMEDAD DEL CÓDIGO ACUÁTICO (VERSION LIMPIA)  

C A P Í T U L O  9 . 8 .  
 

I N F E C C I Ó N  P O R  E L  V I R U S  D E L  S Í N D R O M E  
D E  L A S  M A N C H A S  B L A N C A S  

[…] 

Artículo 9.8.3. 

Medidas para la importación o tránsito por el territorio de productos de animales acuáticos cualquiera que sea el uso al que 
se destinan independientemente del estatus sanitario del país, la zona o el compartimento de exportación con respecto a la 
infección por el virus del síndrome de la enfermedad de las manchas blancas 

1) Los siguientes productos de animales acuáticos cumplen con los criterios de seguridad de los productos de animales 
acuáticos de acuerdo con el Artículo 5.4.1. Al autorizar la importación o el tránsito por su territorio de los 
siguientes productos de animales acuáticos, las autoridades competentes no deberán exigir ninguna medida 
sanitaria relacionada con el virus del síndrome de las manchas blancas, independientemente del estatus sanitario 
del país exportador o de la zona o del compartimiento de exportación respecto de la infección por el virus de las 
manchas blancas:  

a)  productos de animales acuáticos cocinados, enlatados, pausterizados o esterilizados por retorta que se hayan 
sometido a un tratamiento térmico suficiente como para alcanzar una temperature central de al menos 60°C 
durante por lo menos un minuto (o una combinación equivalente de tiempo/temperature que haya demostrado 
que inactive el virus del síndrome de las manchas blancas) ; 

b) aceite de crustáceos; 

c) harina de crustáceos; 

d) quitina extraída por medios químicos. 

[…] 

__________________________ 

Volver al orden del día 
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C A P Í T U L O  1 1 . 3 .  
 

INFECCIÓN POR BONAMIA OSTREAE  

Artículo 11.3.1. 

A efectos del Código Acuático, la infección por Bonamia ostreae es designa la infección por el agente patógeno debida 
exclusivamente a Bonamia ostreae de la familia Haplosporidiidae. 

La información sobre los métodos de diagnóstico figura en el Manual Acuático. 

Artículo 11.3.2. 

Ámbito de aplicación 

Las recomendaciones de este capítulo se aplican a las siguientes especies que cumplen con los criterios de inclusión en la lista 
de especies susceptibles de acuerdo con el Capítulo 1.5: ostra plana europea (Ostrea edulis), ostra legamosa 
australiana (Ostrea angasi), ostra plana argentina (Ostrea puelchana), ostra plana chilena (Ostrea chilensis), ostra 
asiática (Ostrea denselammellosa) y la ostra de Suminoe (Crassostrea ariakensis). Estas recomendaciones se aplican también 
a todas las demás especies susceptibles mencionadas en el Manual Acuático que sean objeto de comercio internacional. 

__________________________ 
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Original: inglés 
Junio de 2020 

INFORME DEL GRUPO AD HOC SOBRE LA SUSCEPTIBILIDAD DE LAS ESPECIES DE MOLUSCOS A 
LA INFECCIÓN POR ENFERMEDADES DE LA LISTA DE LA OIE  

Enero-junio de 2020 
_______ 

Este informe abarca la labor del Grupo ad hoc sobre la susceptibilidad de las especies de moluscos a la infección por 
enfermedades de la lista de la OIE (en adelante, el grupo ad hoc) llevada a cabo entre enero y junio de 2020. Durante este 
periodo, el grupo ad hoc se reunió dos veces (una reunión física de tres días, seguida de una serie de reuniones virtuales).  

La lista de participantes y el mandato figuran en el Anexo I y el Anexo II, respectivamente. 

Metodología 

El grupo ad hoc aplicó los criterios a las especies hospedadoras potenciales para determinar la susceptibilidad y la no 
susceptibilidad a la infección por Bonamia ostreae. Para evaluar la susceptibilidad de una especie a la infección por 
B. ostreae, se utilizó el enfoque de tres etapas que figura en el Artículo 1.5.3 del Código Acuático y que se describe a 
continuación:  

1) Criterios para determinar si la vía de transmisión es coherente con las vías naturales de infección (tal y como 
se describe en el Artículo 1.5.4):  

Etapa 1:  Criterios para determinar si la vía de transmisión es coherente con las vías naturales de infección (tal y 
como se describe en el Artículo 1.5.4)  

Se analizó si los procedimientos experimentales imitaban las vías naturales para la transmisión de la enfermedad. 
Igualmente, se tomaron en cuenta los factores medioambientales, puesto que pueden afectar la respuesta del hospedador, 
la virulencia y la transmisión de la infección por B. ostreae. 

El siguiente cuadro describe las consideraciones adicionales elaboradas por el grupo ad hoc cuando se aplica la Etapa 1 
a efectos de fundamentar la susceptibilidad a la infección por B. ostreae. 

 

Etapa 1: Fuente de la infección Comentario 

La aparición natural agrupa las situaciones en que 
la infección se ha producido sin intervención 
experimental (por ejemplo, infección en 
poblaciones silvestres o de cría) 

O 

Procedimientos experimentales no invasivos1: 
incluyen la cohabitación con hospedadores 
infectados; infección por inmersión o ingestión 

Los ensayos experimentales in vitro (contacto entre hemocitos y 
parásitos) no se consideran apropiados para responder a la 
cuestión de la susceptibilidad o la no susceptibilidad.  

  

 
1  Los procedimientos experimentales invasivos, incluida la inyección, solo pueden utilizarse para demostrar la no susceptibilidad. 
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2) Criterios para determinar si el agente patógeno se ha identificado adecuadamente (tal y como se describe en 
el Artículo 1.5.5): 

Etapa 2:  Criterios para determinar si el agente patógeno se ha identificado adecuadamente (tal y como se describe 
en el Artículo 1.5.5) 

El grupo ad hoc observó que la identificación inequívoca del agente patógeno podría no haberse llevado a cabo en 
publicaciones pasadas debido a que en ese momento no se disponía de técnicas moleculares. En estas circunstancias, 
se consideró y utilizó un procedimiento de ponderación de pruebas, a través de la cual la información combinada de 
estudios posteriores con la información adicional proporcionada por los autores, permitió llegar a la conclusión de 
que la identificación del agente patógeno era suficiente.  

El siguiente cuadro describe los métodos de identificación del agente patógeno empleados por el grupo ad hoc e 
incluye algunas consideraciones.  

Etapa 2: Identificación del agente patógeno  Comentario 

Información de la secuencia molecular (regiones de 
especies específicas de secuencia de 18s) 

O 

Técnica PCR-RFLP (como descrito por Cochennec et 
al., 2003) 

O 

PCR convencional o específico de especies en tiempo 
real (por ejemplo, Ramilo et al., 2013)  

Los datos moleculares deberán asociarse con un 
análisis microscópico cuando sea posible para 
confirmar la presencia del patógeno.  

Actualmente, la hibridación in situ (ISH) no es 
suficientemente específica para determinar las 
identificaciones de nivel de especie.  

Para estudios anteriores sin información molecular, se 
tuvieron en cuenta indicios corroborativos de estudios 
posteriores. 

La secuencia del ADNr del espaciador transcrito 
interno (ITS) tiene una mayor resolución que el ADNr 
de 18s y puede añadir información sobre la diversidad 
dentro de las especies entre las poblaciones. 

 

3)  Criterios para determinar si las pruebas indican que la presencia del agente patógeno constituye una infección 
(tal y como se describe en el Artículo 1.5.6): 

Etapa 3:  Criterios para determinar si las pruebas indican que la presencia del agente patógeno constituye una 
infección (tal y como se describe en el Artículo 1.5.6) 

Se utilizaron los criterios A a D del Artículo 1.5.6 para determinar si existían pruebas suficientes de la infección por 
B. ostreae en las especies hospedadoras sospechosas. Las pruebas para justificar únicamente el criterio A son 
suficientes para determinar la infección. En ausencia de pruebas que cumplan con el criterio A, deberán satisfacerse 
al menos dos de los criterios, B, C o D para determinar la infección.  

A. el agente patógeno se multiplica o se encuentra en estadio de desarrollo en el hospedador; 

B. un agente patógeno viable se ha aislado en las especies susceptibles propuestas, o se ha demostrado su 
infecciosidad por medio de la transmisión a individuos inmunológicamente desprotegidos;  

C. los cambios clínicos o patológicos están asociados con la infección; 

D. la localización específica del agente patógeno se constata en los tejidos diana esperados. 

  

https://www.oie.int/index.php?id=171&L=2&htmfile=glossaire.htm#terme_espece_sensible
https://www.oie.int/index.php?id=171&L=2&htmfile=glossaire.htm#terme_infection
https://www.oie.int/index.php?id=171&L=2&htmfile=glossaire.htm#terme_agent_pathogene
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El siguiente cuadro describe los criterios necesarios para evaluar la Etapa 3 a efectos de fundamentar la 
susceptibilidad a la infección por B. ostreae. 

Etapa 3: Pruebas de infección 

A: Replicación B: Viabilidad / 
Infecciosidad 

C: Patología / Signos 
clínicos * 

D: Localización 

1) Presencia de células 
intracelulares 
múltiples o presencia 
de células 
multinucleadas 
(incluida la etapa 
plasmodial) 
demostrada por: 

Histopatología 

O 

Citología (por lo 
general, impresión de 
branquias o corazón o 
frotis de hemolinfa) 

O 

Hibridización in-situ 
(ISH) 

O 

TEM  

O 

2) Demostración del 
número de copias en 
aumento en el tiempo 
con la qPCR (dirigida 
al ADN) o la 
transcripción inversa 
de la qPCR (dirigida 
al ADN) en los 
tejidos 

1) Transmisión por 
cohabitación con 
individuos no 
infectados de una 
especie conocida 
como susceptible 
(por ejemplo, Ostrea 
edulis)  

O 

2) Demostración de la 
viabilidad de las 
células aisladas de 
los tejidos por: 

Citometría de flujo 

O 

Manchas vitales   

O 

Infección exitosa de 
animales no 
infectados por 
inoculación 

Mortalidad 
O 
Lesiones macroscópicas 
como: 
- Decoloración del 

tejido 
- Ulceración de las 

branquias 

O 

Agravación del estado 

O 

Lesiones microscópicas 
como la infiltración 
generalizada de hemocitos 
en los tejidos conectivos 
de varios órganos, 
incluidas las branquias y 
el manto. 

Dentro de los 
hemocitos que 
circulan en el 
tejido conectivo 
en los distintos 
órganos, en 
particular las 
branquias** o el 
corazón (pocas 
veces 
extracelular) 

*  Signos no específicos y presentación incoherente. 

** Dentro de las branquias, en oposición al contaminante externo potencial. 

Se procedió a una evaluación de no susceptibilidad cuando hubo: un “Sí” para el criterio D y un “No” para otros criterios 
evaluados A, B o C a partir de fuentes múltiples sin ningún resultado conflictivo. 
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El cuadro a continuación describe las conclusiones de la evaluación realizada por el grupo ad hoc.  

1. Las especies clasificadas como susceptibles (según se describe en el Artículo 1.5.7) se propusieron para 
inclusión en el Artículo 11.3.2 del Capítulo 11.3, Infección por B. ostreae, del Código Acuático y la 
Sección 2.2.1 del Capítulo 2.4.3 del Manual Acuático. 

2. Las especies clasificadas con evidencia parcial de susceptibilidad (según se describe en el Artículo 1.5.8) 
se propusieron para inclusión en la Sección 2.2.2, “Especies con evidencia incompleta de susceptibilidad” 
del Capítulo 2.4.3, Infección por B. ostreae, del Manual Acuático. 

3. Las especies evaluadas que no cumplen con los criterios o para las que no se resolvió la información 
contradictoria no se propusieron para inclusión ni en el Código Acuático ni en el Manual Acuático. Se 
exceptuaron las especies que obtuvieron resultados positivos al patógeno específico en la prueba PCR, 
pero para las que no se demostró una infección activa. Estas especies se incluyeron en un párrafo 
separado en la Sección 2.2.2, “Especies con evidencia incompleta de susceptibilidad” del Capítulo 2.4.3 
del Manual Acuático.  

4. Las especies clasificadas con ausencia de susceptibilidad no se incluyeron en la Sección 2.2.3 revisada 
al aplicarse el nuevo modelo de Capítulo 2.4.3 del Manual Acuático. 

5. Vector – en el momento de las evaluaciones, el grupo ad hoc esperaba la decisión de la Comisión para 
los Animales Acuáticos con el fin de determinar/esclarecer la definición de “vector”. Mientras no se 
emita tal decisión, el grupo ad hoc no considerará al “vector” como un resultado. 

SP Sin puntuación debido a una información insuficiente o irrelevante. 

Evaluación de la susceptibilidad de los huéspedes a la infección por B. ostreae 

Resumen 

El grupo ad hoc encontró que de las seis especies actualmente enumeradas en el Artículo 11.3.2 como susceptibles a la 
infección por B. ostreae, tres especies, la ostra legamosa australiana (Ostrea angasi), la ostra plana argentina (Ostrea 
puelchana) y la ostra asiática (Ostrea denselammellosa), no cumplen con los criterios de inclusión en la lista de especies 
susceptibles y propuso que se borraran del Artículo 11.3.2.  

No se encontraron nuevas especies nueva que cumplieran con los criterios de inclusión en la lista de especies susceptibles 
a la infección por B. ostreae 

Las evaluaciones realizadas por el grupo ad hoc, así como las conclusiones y referencias pertinentes en materia de 
susceptibilidad del hospedador a la infección por B. ostreae figuran en el siguiente cuadro.  
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Familia Nombre 
científico 

Nombre común Etapa 1: Vía 
de 
transmisión  

Etapa 2: 
Identificación 
del patógeno 

Etapa 3: Pruebas de la infección Resultado Referencias 

          A B C       

Puntuación 1 

Ostreidae Ostrea edulis Ostra plana 
europea  

ND Sí Sí ND Sí Sí 1 Cochennec et al., 
2000 

N Sí Sí ND Sí Sí 1 Marty et al., 2006 

Ostreidae Ostrea chilensis Ostra plana chilena  N Sí Sí ND  Sí Sí 1 Lane et al., 2016 

N Sí2 ND ND Sí Sí 1 Grizel et al., 1983 

Ostreidae Crassostrea 
ariakensis 

Ostra de Suminoe N Sí3 Yes ND Sí Sí 1 Cochennec et al., 
1998 

E Sí ND ND No Sí 3 Audemard et al., 
2005 (resumen de 
la conferencia) y 
comunicación 
personal (R. 
Carnegie) 

Puntuación 2 

Ostreidae Ostrea puelchana Ostra plana 
argentina 

N Sí4 ND ND No conclu 
yente 5 

Sí 2 Pascual et al., 1991 

Puntuación 3 

Ophiotrichidae Ophiothrix fragilis Ofiuro frágil N y E Sí ND ND ND ND 3 Lynch et al., 2007 

 
2  Las áreas estudiadas por Grizel et al. (1983) eran conocidas por estar infectadas por B. ostreae (más tarde caracterizada por una prueba molecular además de la histología o citología). 
3  El parásito descrito por Cochennec et al. (1998) fue más tarde identificado como B. ostreae por secuenciación de AND en un laboratorio de referencia de la OIE como se establece en Engelsma et al. 

(2014). 
4  Las áreas estudiadas por Pascual et al. (1991) eran conocidas por estar infectadas por B. ostreae (más tarde caracterizada por una prueba molecular además de la histología o citología). 
5  El criterio C se consideró no concluyente porque la causa de mortalidad no estaba clara (B. ostreae vs M. refringens y/o medioambiental). 
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Familia Nombre 
científico 

Nombre común Etapa 1: Vía 
de 
transmisión  

Etapa 2: 
Identificación 
del patógeno 

Etapa 3: Pruebas de la infección Resultado Referencias 

          A B C       

Actiniidae Actina equina  
 

Actinia equina N Sí ND ND ND ND 3 Lynch et al., 2007 

Ascidiidae  Ascidiella aspersa Ascidia o chorro de 
mar N Sí ND ND ND ND 3 Lynch et al., 2007 

  Zooplancton 
reunido N Sí ND ND ND ND 3 Lynch et al., 2007 

Ostreidae Crassostrea gigas Ostión del Pacífico 

N y E y EI Sí6 No No No No 4 Culloty et al., 1999 

N y E y EI Sí Sí 
No 

conclu 
yente7 

No Sí 1 
Lynch et al., 2010 

EI Sí No ND No No 4 Gervais, 2016 

Puntuación 4 

Veneridae Ruditapes 
decussatus Navaja europea E y EI Sí No No No No 4 Culloty et al., 1999 

Veneridae Ruditapes 
philippinarum Almeja japonesa E y EI Sí No No No No 4 Culloty et al., 1999 

Mytilidae Mytilus edulis Mejillón común E y EI Sí No No No No 4 Culloty et al., 1999 

Mytilidae Mytilus 
galloprovincialis 

Mejillón 
mediterráneo E y EI Sí No No No No 4 Culloty et al., 1999 

  

 
6  Las áreas estudiadas por Culotty et al. (1999) eran conocidas por estar infectadas por B. ostreae (más tarde caracterizada por una prueba molecular además de la histología o citología). 
7  El criterio B fue considerado no concluyente porque los parásitos B. ostreae detectados en Ostrea edulis expuestos se detectaron en fluidos de conchas y no en los tejidos. 

https://www.google.com/search?client=firefox-b&q=Actiniidae&stick=H4sIAAAAAAAAAONgVuLUz9U3MKtKSk9axMrlmFySmZeZmZKYCgBFg89bGgAAAA&sa=X&ved=2ahUKEwi1iKaLnInqAhWOnxQKHdZFDJ4QmxMoATAXegQIDBAD
http://www.marinespecies.org/aphia.php?p=taxdetails&id=103443
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Familia Nombre 
científico 

Nombre común Etapa 1: Vía 
de transmisión  

Etapa 2: 
Identificación 
del patógeno 

Etapa 3: Pruebas de la infección Resultado Referencias 

          A B C D     

Sin puntuación (SP) porque la identificación del patógeno no fue concluyente 

Ostreidae Ostrea angasi Ostra legamosa 
australiana N No ND ND No conclu 

yente 8 Yes NS Bougrier et al., 1986 

Ostreidae Ostrea 
denselamellosa Ostra asiática ND No ND ND ND ND NS Le Borgne y le 

Pennec, 1983 

Ostreidae 
Ostrea lurida  
(O. conchaphila) 

Ostra plana del 
Pacífico 

N No Sí ND Sí Sí NS Farley, 1988 

Ostreidae Crassostrea 
angulata Ostra portuguesa 

ND No ND ND ND ND NS 
Katkansky et 
al.,1969, Engelsma et 
al., 2014 

 

Los nombres científicos de las especies están armonizados con el Registro Mundial de Especies Marinas (WoRMS) https://www.marinespecies.org/index.php (en el caso de Crassostrea gigas, véase la 
siguiente nota aclaratoria). 

Los nombres comunes de las especies están armonizados con FAOTERM (http://www.fao.org/faoterm/collection/faoterm/en/) y https://www.sealifebase.ca. Cuando los nombres comunes no se encuentran 
en FAOTERM, las especies se designaron de acuerdo con Fishbase.   

 

 
8  El criterio C se consideró no concluyente porque la mortalidad notificada podia deberse posiblemente a un parásito Haplosporidium no identificado. 

https://www.marinespecies.org/index.php
http://www.fao.org/faoterm/collection/faoterm/en/
https://www.sealifebase.ca/
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Comentarios sobre los fundamentos y las decisiones tomadas por el grupo ad hoc 

• El grupo ad hoc decidió centrarse en los estudios publicados a partir del año 2000, cuando se disponía de pruebas 
moleculares. Se consultaron documentos publicados en años anteriores cuando fue necesario para aumentar la 
confianza de la evaluación o en caso de ausencia de documentos recientes para la evaluación de una especie 
hospedadora específica. 

• El grupo ad hoc decidió que, para concluir la susceptibilidad de una especie, bastaban dos publicaciones con una 
puntuación de “1”, o un solo estudio con un segundo estudio que proporcionara información corroborativa. Se 
siguieron verificando y considerando estudios adicionales en caso de indicios contradictorios. 

• El ofiuro frágil solo tiene PCR positiva y, por lo tanto, recibió la puntuación de “3” (Lynch et al., 2007). Si bien se 
llevaron a cabo ensayos de infección y alimentación natural, la información relacionada con la viabilidad y la 
patología no fue concluyente y la información sobre la localización no se había documentado. Actina equina, 
Ascidiella aspersa y el zooplancton reunidos solo tienen un resultado PCR positivo y, por lo tanto, recibieron una 
puntuación de “3” Lynch et al., 2007.   

• Crassostrea ariakensis: Cochennec et al., 1998, la identificación se basó en la histología y en los núcleos excéntricos, 
pero, posteriormente, se confirmó mediante la secuenciación del ADN (Engelsma et al., 2014). El resumen de 
Audemard 2005 (y la comunicación personal con el coautor) brindó evidencia corroborativa limitada sobre una 
prueba de exposición de cohabitación (1/30 PCR positivos tras una exposición de 6 mo).  

• Ostrea puelchana figura actualmente en la lista de especies susceptibles del Código Acuático, pero el grupo ad hoc 
consideró que debía considerarse más como una especie de la que existen pruebas parciales de susceptibilidad (es 
decir, una puntuación de “2”). El estudio en el que se notificó esta situación (Pascual et al., 1991) no cumplía con los 
criterios para determinar si las pruebas indican que la presencia del agente patógeno constituye una infección (Etapa 
3), en la que solo la columna D (Localización) se consideró positiva.  

• Ostrea angasi figura actualmente en la lista de especies susceptibles del Código Acuático, pero el grupo ad hoc no 
otorgó un puntaje a esta especie hospedadora puesto que no se suministró una identificación inequívoca del agente 
patógeno y no se declaró la realización de estudios experimentales en ostras para detectar la infección existente antes 
de la cohabitación en lechos naturales. Además, las ostras experimentales procedían de una localidad australiana que 
se sabe ahora que es endémica para la B. exitiosa. 

• Ostrea denselamellosa figura actualmente en la lista de especies susceptibles del Código Acuático, pero el grupo ad 
hoc no otorgó un puntaje a esta especie hospedadora puesto que la literatura científica (Le Borgne & Le Pennec, 
1983) no brindó información con respecto a la infección por B. ostreae.  

• Crassostrea gigas figura actualmente, como “portadora” en el Manual Acuático, pero el grupo ad hoc encontró 
información contradictoria sobre esta especie hospedadora y le otorgó una puntuación de “3”. Dos estudios formales 
(Culloty et al., 1999; Renault et al., 1995), en su totalidad o en parte, cumplieron con los criterios para identificar 
una especie no susceptible. Situación que fue corroborada por la ausencia de detección por parte de los laboratorios 
de referencia a pesar de la vigilancia continua de la UE (extraído del sitio web de EURL, los resultados parciales de 
la encuesta muestran > 7200 animales testeados > 359 lotes de zonas que se sabe infectadas por Bonamia sp.). Sin 
embargo, también existen registros que detectaron ARN de Bonamia sp. (Gervais, 2016). La histología positiva de 
tres animales en un estudio (Lynch et al., 2010) pone claramente en duda la ausencia de susceptibilidad. Resta saber 
si estos hallazgos histológicos reflejan una etapa temprana de fagocitosis por parte del hospedador o indican un 
posible estado del vector. Por consiguiente, se recomienda una evaluación en profundidad de C. gigas en espera de 
información adicional sobre la viabilidad de los organismos detectados y/o una definición definitiva para las especies 
vectores. 

• El grupo ad hoc examinó el Artículo 1.5.9 del Código Acuático (inclusión en la lista de especies susceptibles en una 
clasificación taxonómica de género o superior), pero consideró que no era aplicable a los hospedadores de B.ostreae 
identificados hasta ahora. 

• El grupo ad hoc tuvo dificultades con la actual definición de “vector” y pidió a la Comisión para los Animales 
Acuáticos que discutiera una nueva propuesta y tomara una decisión. 

• El grupo ad hoc observó que la incoherencia en las listas de especies susceptibles de infección por B. ostreae entre 
el Capítulo 11.3 del Código Acuático y el Capítulo 2.4.3 del Manual Acuático debía resolverse mediante la aplicación 
de las recomendaciones de este grupo. Por ejemplo, O. denselamellosa figura actualmente en la lista de especies 
susceptibles del Código Acuático, pero no figura en el Manual Acuático. 
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• De acuerdo con el Registro Mundial de Especies Marinas (WoRMS), el nombre aceptado para Crassostrea gigas 
deberá ser Magallana gigas. Sin embargo, Bayne et al., 2017 consideró que el informe de Salvi & Mariottini, 2017 
no era lo suficiente sólido como para respaldar el cambio taxonómico propuesto.  
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Mandato 

Contexto 

El Capítulo 1.5. “Criterios para la inclusión de especies susceptibles de infección por un agente patógeno específico” se 
introdujo en la edición 2014 del Código Acuático. La finalidad de este capítulo es presentar los criterios para determinar 
las especies hospedadoras que figuran en la lista de especies susceptibles en el Artículo X.X.2. de cada capítulo específico 
de enfermedad en el Código Acuático. Estos criterios se aplicarán progresivamente a cada capítulo específico de 
enfermedad en el Código Acuático.  

Las evaluaciones estarán a cargo de los grupos ad hoc y las conclusiones se entregarán a los Países Miembros para 
comentario antes de realizar cualquier cambio en la lista de especies susceptibles en el Artículo X.X.2. de los capítulos 
específicos de enfermedad en el Código Acuático.  

Para las especies donde existe alguna evidencia de susceptibilidad, pero que resulta insuficiente para demostrar la 
susceptibilidad a través del enfoque descrito en el Artículo 1.5.3., la información se incluirá en el capítulo específico de 
enfermedad del Manual Acuático.  

Finalidad 

El Grupo ad hoc sobre la susceptibilidad de las especies de moluscos a la infección por enfermedades de la lista de la OIE 
realizará las evaluaciones para las siete enfermedades de los moluscos que figuran en la lista de la OIE.  

Mandato 

1. Analizar la evidencia necesaria para satisfacer los criterios que figuran en el Capítulo 1.5. 

2.  Revisar la literatura pertinente que documenta la susceptibilidad de las especies a las enfermedades de los moluscos 
enumeradas en la lista de la OIE. 

3. Proponer las especies susceptibles para las enfermedades de los moluscos enumeradas en la lista de la OIE basándose 
en el Artículo 1.5.7. 

4. Proponer las especies susceptibles para las enfermedades de los moluscos de la lista de la OIE basándose en el 
Artículo 1.5.8. 

Resultados esperados del grupo ad hoc 

1. Desarrollar una lista de especies susceptibles para inclusión en el Artículo X.X.2. de los capítulos específicos de las 
enfermedades de los moluscos del Código Acuático. 

2. Desarrollar una lista de las especies con evidencia incompleta de susceptibilidad para inclusión en la Sección 2.2.2. 
del Manual Acuático. 

3. Redactar un proyecto de informe para consideración de la Comisión de los Animales Acuáticos en su reunión de 
septiembre de 2020. 

Volver al orden del día 
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C H A P T E R  2 . 3 . 3 .  
 

INFECTION WITH GYRODACTYLUS SALARIS  

1. Scope 

For the purpose of this chapter, Infection with Gyrodactylus salaris means infection with the pathogenic agent Gyrodactylus 
salaris, a viviparous ectoparasite (G. salaris) of the Genus Gyrodactylus and Family Gyrodactylidae, Order Gyrodactylidea, 
and Class Monogenea. 

2. Disease information 

2.1. Agent factors 

2.1.1. Aetiological agent 

Several strains or clades of G. salaris have been identified on the basis of genotyping with the mitochondrial 
cytochrome oxidase 1 (CO1) marker (Hansen et al., 2003; 2007b; Meinilä et al., 2002; 2004; Mieszkowska et 
al., 2018). Although there does not seem to be an unambiguous correspondence between parasite strains as 
identified by CO1 and pathogenicity (Hansen et al., 2007a), all strains recovered from Atlantic salmon (Salmo 
salar) that have been studied in laboratory experiments, so far, are highly pathogenic to strains of Atlantic 
salmon. Strains non-pathogenic to Atlantic salmon have been recovered from non-anadromous Arctic charr 
(Salvelinus alpinus) in Norway (Olstad et al., 2007a; Robertsen et al., 2007) and rainbow trout (Oncorhynchus 
mykiss) in Denmark (Jørgensen et al., 2007; Lindenstrøm et al., 2003). 

There has been a long taxonomic/scientific debate on whether Gyrodacytlus thymalli, a species described from 
grayling (Thymallus thymallus), is a junior synonym of G. salaris (see e.g. Hansen et al., 2003; 2007a, 2007b; 
Meinilä et al, 2004, Fromm et al, 2014), and most evidence favours such a synonymisation. The National Center 
for Biotechnology Information (NCBI) has accepted the a synonymisation of G. salaris and G. thymalli with the 
result that all accessions of DNA sequences previously assigned to G. thymalli are now assigned to G. salaris. 
Irrespective of this debate, strains isolated from grayling have never been found to be pathogenic to Atlantic 
salmon in experimental trials (see e.g. Sterud et al., 2002), and have not been observed do not seem to occur 
on Atlantic salmon when in sympatry with grayling (Anttila et al., 2008). In For the purpose of this chapter, it is 
assumed that G. salaris and G. thymalli are two separate species. 

2.1.2. Survival and stability off the host or in processed or stored samples 

Survival of detached G. salaris is temperature dependent: approximately 24 hours at 19°C, 54 hours at 13°C, 
96 hours at 7°C and 132 hours at 3°C (Olstad et al., 2006). Gyrodactylus salaris is known to survive between 
temperatures of 0°C to 25°C. Tolerance to temperatures above 25°C is unknown. Gyrodactylus salaris is 
sensitive to freezing and desiccation. It dies after a few days at pH≤5. It is more sensitive to low pH (5.1<pH<6.4) 
in association with aluminium and zinc than the host Atlantic salmon (Poleo et al., 2004; Soleng et al., 1999). 
and recently, it was also found that G. salaris is sensitive to low doses of chlorine (Hagen et al., 2014). For 
inactivation methods, see Section 2.4.5. 

2.1.3. Survival and stability on host tissues 

Survival of G. salaris attached to a dead host is temperature dependent: maximum survival times for G. salaris 
on dead Atlantic salmon are 72, 142 and 365 hours at 18°C, 12°C and 3°C, respectively (Olstad et al., 2006). 

2.2. Host factors 

2.2.1. Susceptible host species  

Species that fulfil the criteria for listing as susceptible to infection with G. salaris according to Chapter 1.5. of the 
Aquatic Animal Health Code (Aquatic Code) include are: Arctic char (Salvelinus alpinus), Atlantic salmon (Salmo 
salar), North American brook trout (Salvelinus fontinalis), brown trout (Salmo trutta), grayling (Thymallus 
thymallus) and rainbow trout (Oncorhynchus mykiss). 
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2.2.2. Species with incomplete evidence for susceptibility 

None known. 

Species for which there is incomplete evidence to fulfil the criteria for listing as susceptible to infection with G. 
salaris according to Chapter 1.5. of the Aquatic Code are: none known. 

In addition, pathogen-specific positive polymerase chain reaction (PCR) results have identified G. salaris on the 
following organisms, but a long-term active infection has not been demonstrated: [Under study]. 

2.2.3. Non-susceptible species 

Species that have been found non-susceptible to infection with G. salaris according to Chapter 1.5. of the 
Aquatic Code are: none known [under study]. 

2.2.4. Likelihood of infection by species, host life stage, population or sub-populations 

The prevalence and abundance of G. salaris on Atlantic strains of Atlantic salmon (Salmon salar) are higher 
than in on other susceptible species and Baltic strains of S. salar. All life stages are susceptible, but prevalence 
and abundance in on Atlantic salmon are highest in fry and parr stages, where mortality is also most likely to be 
observed. 

2.2.5. Distribution of the pathogen on the host 

Gyrodactylus salaris usually occurs on the fins of infected Atlantic salmon, but the parasite distribution on the 
host may vary depending on intensity of infection (Jensen & Johnsen, 1992; Mo, 1992; Paladini et al., 2014). 
Parasites are also commonly found on the body but less commonly on the gills. On other hosts, the distribution 
may be different, but in general the parasite is relatively less abundant on the fins and relatively more common 
on the body compared with Atlantic salmon. 

2.2.6. Aquatic animal reservoirs of infection  

There are a number of combinations of host species and G. salaris strains which do not result in clinical signs 
of disease and may, therefore, act as reservoirs of infection. Some Several stocks of Atlantic salmon in the 
Baltic region are infected with G. salaris but do not generally show clinical signs or suffer mortality (Anttila et al., 
2008). Gyrodactylus salaris has been found in wild Arctic char without any observable signs or mortality 
(Robertsen et al., 2007). Rainbow trout can be infected with some strains of G. salaris at a very low prevalence 
and abundance without observable signs (Paladini et al., 2014). 

2.2.7. Vectors 

Gyrodactylus salaris parasites may attach themselves to species not considered susceptible species, for short 
periods of time. Thus, any fish species could act as a vector, however, there is no evidence from the published 
literature that they are important in the epidemiology of G. salaris. 

2.3. Disease pattern 

2.3.1. Mortality, morbidity and prevalence 

Mortality in farmed Atlantic salmon fry and parr can be 100% if not treated. Mortality in wild Atlantic salmon fry 
and parr in Norwegian rivers can be as high as 98%, with an average of about 85% (Johnsen et al, 1999). 
Mortality in other susceptible species is usually low to negligible. 

Prevalence in susceptible strains of Atlantic salmon reaches close to 100% in wild parr in rivers (Appleby & Mo, 
1997); similarly, prevalence in farmed Atlantic salmon (in freshwater) rises to close to 100% within a short time 
after introduction of the parasite. Prevalence in resistant strains of Atlantic salmon in rivers and farms is unknown 
likely to be low, but has not been well documented (Bakke et al., 2007). Prevalence in other susceptible species 
is usually much lower than in Atlantic salmon and can be below 10% (e.g. in farmed rainbow trout; Buchmann 
& Bresciani, 1997). 

2.3.2. Clinical signs, including behavioural changes 

Usually there are no clinical signs in Wild Atlantic salmon with low infections intensities (one or up to a few tens) 
of G. salaris parasites usually do not exhibit any clinical signs. Increased parasite mean intensity over time often 
leads to increased flashing (fish scratch their skin on the substrate), increased mucous production (giving the 
fish a greyish appearance) and erosion of the fins. In the early disease phase in susceptible stocks of wild 
Atlantic salmon, increased flashing (fish scratch their skin on the substrate) is typical. Later, fish may become   



 

Comisión de Normas Sanitarias para los Animales Acuáticos/septiembre de 2020 
80 

greyish because of increased mucous production and the fins may be eroded. Diseased fish are lethargic and 
are usually found in slower-moving water. 

Flashing is common among moderate to heavily infected farmed Atlantic salmon as they scratch their skin on 
the bottom or wall of a tank or pond. Heavily infected fish may have reduced activity and stay in low current 
areas. 

Susceptible species other than Atlantic salmon usually only carry low numbers of G. salaris parasites and do 
not show clinical signs. Rainbow trout usually only carry low numbers of G. salaris parasites and do not show 
clinical signs. 

2.3.3 Gross pathology 

Heavily infected Atlantic salmon may become greyish as a result of increased mucification, and at a later stage 
the dorsal and pectoral fins may become whitish as a result of increased thickness (mainly hypertrophy 
hyperplasia) of the epidermis. As the infestation continues, fish may have eroded fins, especially dorsal, tail and 
pectoral fins, because of parasite feeding. Secondary fungal infections (Saprolegnia spp.) are commonly 
observed in fish with infection with G. salaris. 

2.3.4. Modes of transmission and life cycle 

Gyrodactylus salaris is an obligate parasite with a direct life cycle. Parasites give birth to live offspring, and there 
are no other life stages. Gyrodactylus salaris can transfer to a new host via contact with live hosts, dead hosts, 
detached parasites drifting in the water column, or parasites attached to the substrate. 

Gyrodactylus salaris has spread between rivers and farms mainly by the translocation of live fish. Fish migrating 
through brackish water can also spread the parasite between neighbouring rivers (see also Section 2.3.5). The 
risk of transmission is greater between rivers located within the same brackish water system.  

2.3.5. Environmental and management factors  

Gyrodactylus salaris is a cold-water-adapted parasite and mainly lives in freshwater, reproducing normally at 
salinities up to 5‒6 ppt (Malmberg, 1973; 1988). The average number of offspring per parasite peaks between 
6.5°C and 13.0°C (Jansen & Bakke et al., 1991). Gyrodactylus salaris can survive longer in higher salinities at 
lower temperatures (Soleng & Bakke, 1997). 

Although G. salaris mainly lives in freshwater, it reproduces normally at salinities up to 5‒6 ppt. Survival at 
higher salinities is temperature dependent. For example at 1.4°C, G. salaris may survive for 240 hours, 78 hours 
and 42 hours at 10 ppt, 15 ppt and 20 ppt salinity, respectively, while at 12°C it may survive for 72 hours, 24 
hours and 12 hours at the same three salinities, respectively (Soleng & Bakke, 1997).  

Gyrodactylus salaris is sensitive to changes in the chemical composition of the water. It is sensitive to the most 
commonly used chemicals for bath treatment of farmed salmon parr and eggs (e.g. high salinity salt water, 
formaldehyde and compounds containing chlorine and iodine). Furthermore, G. salaris is sensitive to acidic 
solutions (pH 5.0–6.0) of aluminium sulphate ([Al2(SO4)3]) and zinc (ZN) (Poleo et al., 2004; Soleng et al., 1999). 
As aluminium sulphate is less toxic to fish than to G. salaris in moderately acidified waters, and this chemical 
has been used to eradicate the parasite from one river system in Norway (Pettersen et al., 2007). Gyrodactylus 
salaris is sensitive to low doses of chlorine (Hagen et al. 2014).  

2.3.6. Geographical distribution 

The original distribution of Gyrodactylus salaris is considered to be within the eastern parts of the Baltic area 
including the drainages of the Russian lakes Onega and Ladoga (Ergens, 1983; Malmberg & Malmberg, 1993). 
From these areas, the parasite has spread and it has been reported from several countries in Europe (Paladini 
et al., in press) in both wild and farmed populations. Gyrodactylus salaris is restricted in its distribution to Europe. 
It has been recovered from farmed Atlantic salmon or farmed rainbow trout in several (mainly northern) 
European countries. In the wild, The parasite has been found on wild salmonids, mainly Atlantic salmon parr, in 
rivers in Finland, Norway, Russia and Sweden. , Finland and Norway. In some areas, the parasite continues to 
spread, and in 2015 it was detected on salmon parr in a new area in the north of Russia. In 2006, Infection with 
G. salaris was reported from fish farms in Italy (Paladini et al., 2009) and, in 2007, from fish farms in Poland 
(Rokicka et al., 2007) and Macedonia (Zietara et al., 2007). In 2009, G. salaris was identified from fish farms in 
Romania (Hansen et al., 2014). The parasite has never been detected in the United Kingdom or in the Republic 
of Ireland. 

For recent information on distribution at the country level consult the WAHIS interface 
(https://www.oie.int/wahis_2/public/wahid.php/Wahidhome/Home/index/newlang/en). 

  

https://www.oie.int/wahis_2/public/wahid.php/Wahidhome/Home/index/newlang/en
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2.4. Biosecurity and disease control strategies  

2.4.1. Vaccination 

Vaccines are not available. 

2.4.2. Chemotherapy including blocking agents 

Not applicable. 

2.4.3. Immunostimulation 

Immunostimulation is not available. 

2.4.4. Breeding resistant strains 

In laboratory experiments, selected breeding of Atlantic salmon has resulted in increased survival among the 
offspring (Salte et al., 2010). However, stocking rivers with resistant strains has not been attempted because 
the stock will remain infected and thus the parasite may spread to other rivers with susceptible hosts. In addition, 
stocking with resistant strains of Atlantic salmon (e.g. Baltic Neva strain) in affected rivers is not considered 
compatible with existing strain management of Atlantic salmon (i.e. preservation of the genetic integrity of wild 
stocks) (Karlsson et al., 2019). 

2.4.5. Inactivation methods 

Not applicable. Gyrodactylus salaris is killed by exposure to water at 40°C for 5 minutes and by a commonly 
used oxidising disinfectant (Koski et al., 2016) and can be used to disinfect equipment.  

2.4.6. Disinfection of eggs and larvae 

Eggs that are transferred from infected farms should be disinfected (iodine-containing compounds have been 
used). 

2.4.7. General husbandry 

Gyrodactylus salaris is sensitive to changes in the chemical composition of the water. It is sensitive to the most 
commonly used chemicals for bath treatment of farmed salmon parr and eggs (e.g. high salinity salt water, 
formaldehyde and compounds containing chlorine or iodine). Treatment of farmed salmonid populations with 
formaldehyde or other bath treatments will reduce the prevalence and abundance of G. salaris and may 
therefore render detection more difficult. 

Gyrodactylus salaris is sensitive to acidic solutions (pH 5.0–6.0) of aluminium sulphate ([Al2(SO4)3]) and zinc 
(Zn) (Poleo et al., 2004; Soleng et al., 1999). Aluminium sulphate is less toxic to fish than to G. salaris in 
moderately acidified waters, and has been used to eradicate the parasite from one river system in Norway 
(Pettersen et al., 2007). Recently, it was also found that G. salaris is sensitive to low doses of chlorine (Hagen 
et al. 2014). 

The spread of G. salaris between freshwater fish farms and between rivers may be avoided by disinfection of 
equipment (e.g. fish nets) before translocation (see section 2.4.5). 

Restocking with resistant strains of Atlantic salmon (e.g. Baltic Neva strain) in affected rivers is not considered 
compatible with existing strain management of Atlantic salmon (i.e. preservation of the genetic integrity of wild 
stocks) (Karlsson et al., 2019). 

3. Specimen selection, sample collection, transportation and handling  

This section draws on information in Sections 2.2, 2.3 and 2.4 to identify populations, individuals and samples that are 
most likely to be infected. 

3.1. Selection of populations and individual specimens 

Sampling wild healthy populations should take place during the late summer or autumn or when the prevalence is 
known to be at its highest. Atlantic salmon should be targeted. In farms, fish showing clinical signs of infection (as 
described in Section 2.3.1) should be selected. Sampling should be avoided for a period after treatment for 
ectoparasites. In the absence of clinical signs sampling in wild Atlantic salmon populations should target year class 1+   
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and 2+ as these are more likely of being infected than 0+ parr. Grayling should not be sampled as they are not highly 
susceptible to G. salaris, and the possible detection of G. thymalli will create unnecessary diagnostic investigations. 

3.2. Selection of organs or tissues 

Detection of Gyrodactylus and identification of G. salaris is a two-step process. Firstly, gyrodactylid parasite specimens 
are detected (e.g. on fish or fins) using optical equipment and picked out off, and individual parasites are identified to 
species level using other equipment and methods. 

Fish should be examined as whole specimens either live under anaesthesia (for example, with MS222), freshly killed, 
or preserved. In addition, fresh or preserved fins can be examined. Examination of live, anaesthetised fish is very time-
consuming and not recommended. When Atlantic strains of Atlantic salmon parr are infected, almost all fish have at 
least one G. salaris on one of the fins. On some fish, G. salaris specimens may occur on the body or head, including 
the nostrils, the gills and the mouth cavity. The distribution of G. salaris on fins and other parts of the fish varies among 
fish species and strains of Atlantic salmon. For all hosts the examination of whole fish is recommended as it will increase 
the likelihood of detecting low intensity infections. 

Live anaesthetised fish, freshly cut fins or EtOH-preserved fish or fins should be examined under a binocular dissecting 
microscope with good illumination. The fish should be placed in a box and completely covered in freshwater. Preserved 
fish can also be examined in EtOH. Living parasites are more easily detected by their movements, thus disturbing light 
refraction on the skin of the fish should be avoided. Live Gyrodactylus are colourless while EtOH-preserved 
Gyrodactylus specimens are usually slightly opaque. Dark field illumination microscopy will increase the contrast and 
the parasites will be detected more easily. The whole surface of the fish, including gills and mouth cavity, must be 
examined. It is best to use two forceps for this process. The fins of relatively small fish, usually less than 10 cm, can 
also be studied using illumination through the bottom of the microscope stage, which makes Gyrodactylus specimens 
easy to observe. 

3.3. Samples or tissues not suitable for pathogen detection  

Dead fish, stored on ice, are not acceptable for Gyrodactylus examination, even if the fish are kept separately in plastic 
bags, etc. The parasites die quickly if not covered in water and rapidly disintegrate. 

3.4. Non-lethal sampling 

Fish can be examined as live specimens under anaesthesia (for example, with MS222). Recently, a non-lethal method 
for isolating specimens of gyrodactylid parasites from fish was developed and tested on brown trout (Thrush et al., 
2019). The method was shown to have a higher parasite recovery rate compared to whole body examination of killed 
fish (84.6% and 51.9%, respectively). The method has not yet been used on fish infected with G. salaris, but it is likely 
to be effective. 

In addition, environmental DNA (eDNA) methods have been developed for detection of G. salaris, and its two main 
hosts, Atlantic salmon and rainbow trout, in water samples have been developed (Rusch et al., 2018). However, 
detection limits have not been established for these analyses. 

3.5. Preservation of samples for submission 

Fish should be killed immediately and should not be allowed to dry out before preservation. Whole fish should be 
preserved in 80–100% EtOH in bottles large enough to provide excess space and preservative. The concentration of 
EtOH after preservation should not be below 70%. As a rule of thumb this concentration is obtained if the proportion of 
fish tissue to EtOH does not exceed 1:9. If the concentration is lower, the mucous and epidermis may disintegrate and 
Gyrodactylus specimens, even if they are preserved, may drop off. Bottles should have an opening wide enough to 
avoid the possibility of scraping off Gyrodactylus specimens when fish are put into the bottle or when taken out for 
examination. Bottles should be stored in a horizontal position until the tissue is fixed/preserved to prevent the fish 
curling. When preservation of the fish is complete, the bottles can be stored in a vertical position. 

As G. salaris is common on fins of Atlantic salmon, fins cut off from the body and stored in EtOH as described above 
can also be submitted. This is especially suitable for larger fish and under field conditions where, for example, transport 
is limited. 

Formaldehyde-fixed Gyrodactylus specimens are difficult to identify morphologically and are also often unsuitable for 
DNA analysis. 

3.5.1. Samples for pathogen isolation  

Not applicable. 
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3.5.2. Preservation of samples for molecular detection 

Tissue samples, i.e. isolated parasites, whole fish or fins, for PCR testing should be preserved in 70–90% (v/v) 
analytical/reagent-grade (absolute) ethanol. The recommended ratio of ethanol to tissue is 9:1 based on studies 
in terrestrial animal and human health. The use of lower grade (laboratory or industrial grade) ethanol is not 
recommended. 

Template DNA should be prepared from live/fresh or EtOH-preserved specimens using a suitable DNA 
preparation protocol. DNA extraction kits may be used according to the manufacturers’ instructions. 

3.5.3. Fixed Samples for histopathology, immunohistochemistry or in-situ hybridisation 

Not applicable. 

3.5.4. Fixed Samples for electron microscopy 

Not applicable. 

3.5.5. Samples for other tests 

Preservation of samples for environmental DNA (eDNA) analyses 

Several methods for filtering water for eDNA analyses exist and the method has also been developed for use 
on the detection of G. salaris and its hosts, Atlantic salmon Salmo salar and Oncorhynchus mykiss rainbow trout 
(Rusch et al., 2018). In this method, duplicate water samples of 5 litres (2 × 5 litres) should be are collected and 
filtered on site on to glass fibre filters (47 mm AP25 Millipore, 2 μm pore size, Millipore, Billerica, USA) using a 
suitable pump, tubing and filter holder. Filters should be placed in separate zip-lock plastic bags containing silica 
gel and stored dry and dark until further analysis in the laboratory. 

3.6. Pooling of samples 

Sampled fish can be pooled, although each fish should subsequently be examined and analysed separately. Fins of 
fish from a farm or a river can be pooled and are should also be examined and analysed separately, but in this instance 
each fin cannot be related to a certain fish host. Material from parasites should not be pooled for molecular diagnostics. 

4. Diagnostic methods 

The methods currently available for identifying infection for surveillance (in healthy populations), presumptive and 
confirmatory diagnostic purposes are listed in Table 4.1. by life stage. The designations used in the Table indicate:  

Key:  
+++ = Recommended method(s) validated for the purpose shown and usually to stage 3 of the OIE 

Validation Pathway; OIE recommended method(s) will be mentioned in the text; 
++ =  Suitable method(s) but may need further validation;  
+ =  May be used in some situations, but cost, reliability, lack of validation or other factors severely limits 

its application;  
Shaded boxes =  Not appropriate for this purpose. 

The selection of a test for a given purpose depends on sensitivity, specificity, repeatability and reproducibility. OIE 
Reference Laboratories welcome feedback on diagnostic performance for assays, in particular PCR methods, for 
factors affecting assay sensitivity or specificity, such as tissue components inhibiting amplification, nonspecific or 
uncertain bands, etc., and any assays that are in the +++ category. 
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Table 4.1. OIE recommended diagnostic methods and their level of validation for surveillance of apparently healthy animals and investigation of clinically affected animals  1 

Method 

A. Surveillance of apparently healthy 
animals 

B. Presumptive diagnosis of clinically 
affected animals 

C. Confirmatory diagnosis1 of a suspect 
result from surveillance or presumptive 
diagnosis 

Early life 
stages2 Juveniles2 Adults LV Early life 

stages2 Juveniles2 Adults LV Early life 
stages2 Juveniles2 Adults LV 

Morphological examination  + + 1  + + 1     

Histopathology3             

Cytopathology3             

Culture             

Real-time PCR (using 
parasite sample)  + + 1  + + 1     

ddPCR/Real-time PCR (using 
environmental sample) + 1         

Conventional PCR  + + 1  + + 1  ++ ++ 2 

Amplicon sequencing4          ++ ++ 2 

In-situ hybridisation             

Bioassay             

LAMP             

Ab-ELISA             

Ag-ELISA             

LV = level of validation, refers to the stage of validation in the OIE Pathway (chapter 1.1.2); PCR = polymerase chain reaction; ddPCR = droplet digital PCR; 2 
LAMP = loop-mediated isothermal amplification; Ab- or Ag-ELISA = antibody or antigen enzyme-linked immunosorbent assay, respectively;   3 

1For confirmatory diagnoses, methods need to be carried out in combination (see Section 6). 2Early and juvenile life stages have been defined in Section 2.2.3.  4 
3Histopathology and cytopathology can be validated if the results from different operators has been statistically compared. 4Sequencing of the PCR product. 5 

Shading indicates the test is inappropriate or should not be used for this purpose 6 
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4.1. Parasite detection 

Live anaesthetised fish, freshly cut fins or EtOH-preserved fish or fins should be examined under a binocular dissecting 
microscope with good illumination. The fish should be placed in a box and completely covered in freshwater. Preserved 
fish can also be examined in EtOH. Living parasites are more easily detected by their movements, thus disturbing light 
refraction on the skin of the fish should be avoided. Live Gyrodactylus are colourless while EtOH-preserved 
Gyrodactylus specimens are usually slightly opaque. Dark field illumination microscopy will increase the contrast and 
the parasites will be detected more easily. The whole surface of the fish, including gills and mouth cavity, must be 
examined. It is best to use two forceps for this process. The fins of relatively small fish, usually less than 10 cm, can 
also be studied using illumination through the bottom of the microscope stage, which makes Gyrodactylus specimens 
easy to observe.  

A non-lethal method (Thrush et al., 2019) results in the collection of ectoparasites from the treated fish on filter paper. 
The filter can then be screened for the presence of parasites using a stereomicroscope. 

Once individual gyrodactylid parasites have been visualised, they can be removed from the fish, fins or filter 
paper using a pipette. The species of gyrodactylid can be determined using one of the tests described in this section. 

4.2. Morphological examination 

Morphological identification of Gyrodactylus species is based on the morphology and morphometry of marginal hooks 
anchors (hamuli) and bars in the opisthaptor (the attachment organ). Good preparation of specimens is a prerequisite 
for species identification. Morphological identification is only recommended for preliminary diagnosis of G. salaris and 
should not be used for confirmation, for which molecular methods are recommended. 

Digestion of the soft tissue, leaving the hard parts only, is recommended when high-resolution morphometrics is 
required for reliable morphometric diagnosis. The soft tissue can be digested in a solution (approx. 1 µl) of 75 mM Tris, 
10 mM EDTA (ethylene diamine tetra-acetic acid), 5% SDS (sodium dodecyl sulphate) and 100 mg ml–1 proteinase K, 
pH 8.0. After adding the digestion solution, the reaction should be inspected monitored in the microscopically until 
completion and then ended by adding a stop solution (1:1 glycerol and 10% neutral buffered formalin). The procedure 
for digestion is described in detail in Harris et al., 1999. Identification of G. salaris should be in accordance with 
references: Cunningham et al., 2001; Malmberg, 1957; 1970; McHugh et al., 2000; Olstad et al., 2007b; Shinn et al., 
2004. 

The size of the opisthaptoral hard parts in Gyrodactylus varies extensively with, for example, temperature, whereas 
shape is more stable (see e.g. Mo, 1991a). The capability of linear measurements to capture morphology might 
therefore not always be sufficient for reliable diagnosis (Olstad et al., 2007b). 

Gyrodactylus salaris can be differentiated from other Gyrodactylus species by trained morphologists on the basis of 
morphology but not from G. thymalli (Olstad et al., 2007b; and see Section 2.1.1). In addition, G. salaris is 
morphologically similar to Gyrodactylus teuchis from brown trout, Atlantic salmon, and rainbow trout, but can be 
differentiated by trained morphologists on the basis of the shape of the marginal hook sickle. Gyrodactylus teuchis has 
a longer and more constantly curved sickle blade (see Cunningham et al., 2001).  

4.3. Histopathology and cytopathology 

Not applicable. 

4.4. Cell or artificial media culture for isolation 

Not applicable.  

4.5. Nucleic acid amplification  

For all molecular tests below DNA can be extracted using standard DNA extraction kits. 

4.5.1. Real-time PCR  

Both real-time PCR (Collins et al., 2010) and digital droplet (dd) PCR (Rusch et al., 2018) have been developed 
for G. salaris. Real-time PCR has not been widely applied for diagnostics of G. salaris, and ddPCR is developed 
for use in connection with eDNA-methods. Both these methods target the ribosomal internal transcribed spacers 
region (ITS) and have the same diagnostic limitations as described in Sections 4.5.1 and 4.5.2. However, real-
time PCR is faster than conventional PCR and DNA sequencing (Section 4.4.2) and can be applied as a fast   
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means to exclude other species than G. salaris/G. thymalli, and the method is therefore mentioned briefly here. 
Conventional PCR and sequencing of the mitochondrial cytochrome oxidase I gene (Sections 4.4.2 and 4.5.2), 
which is necessary for species confirmation and haplotype identification, can then be performed on those 
species with a positive result from real-time PCR. 

The real-time PCR assay of Collins et al. (2010) is a TaqMan minor groove binder (MGB) real-time PCR assay 
that targets a 60 bp unique sequence motif in the ITS1 region of G. salaris/G.thymalli. It applies the forward 
primer F (5’-CGA-TCG-TCA-CTC-GGA-ATC-G-3’), reverse primer R (5’-GGT-GGC-GCA-CCT-ATT-CTA-CA-
3’) and TaqMan MGB probe Gsal2 (5’-FAM-TCT-TAT-TAA-CCA-GTT-CTG-C-3’) labelled with the fluorescent 
reporter dye FAM at the 5’-end and a non-fluorescent quencher MGBNFQ at the 3’-end. Amplifications were 
performed in a total volume of 20 µl containing TaqMan Universal PCR Master mix (with UNG; Applied 
Biosystems), 0.9 μM of each forward and reverse primer and 0.25 μM of each probe and dH2O (Sigma) to a 
final volume of 20 μl. One µl of lysate from a parasite specimen was added to the each test tube. The cycling 
conditions were 50°C for 2 minutes, 95°C for 10 minutes followed by 35 cycles of 95°C for 15 seconds and 60°C 
for 1 minute and run in an ABI 7000 Sequence Detection System (Applied Biosystems). The efficiency of the 
singleplex assay were reported as ranging from 93.1% to 101.1% and the limit of detection (dilution) as 10–4. 
Further details can be found in Collins et al. (2010). Note: Low level cross-amplification of Gyrodactylus 
derjavinoides DNA has been observed using the real-time PCR set-up described here (Rusch et al., 2018). 

4.5.2. Conventional PCR  

Analysis of the ribosomal RNA gene internal transcribed spacer region (ITS) 

For amplification of a 1300 base pair product of the ITS-region, covering ITS1, 5.8S, and ITS2, primers, such 
as 5’-TTT-CCG-TAG-GTG-AAC-CT-3’ and 5’-TCC-TCC-GCT-TAG-TGA-TA-3’, may be used. The cycling 
conditions for PCR are as follows, initial denaturation at 95°C for 5 minutes; 30 cycles of 94°C for 1 minute, 
50°C for 1 minute, 72°C for 2 minutes; final extension at 72°C for 7 minutes (Cunningham, 1997). If partially 
degraded material is analysed or if the PCR above does not give a positive result, the ITS1 and ITS2 spacers 
can be amplified in two separate reactions using primer sets and PCR conditions described in Matejusová et 
al., 2001. The amplification of ITS2 alone, using the primers 5’-CAT-CGG-TCT-CTC-GAA-CG-3’ and 5’-TCC-
TCC-GCT-TAG-TGA-TA-3’ and using the same protocol as above is sufficient. 

The primers for amplification of ITS are not specific to G. salaris and will amplify all or most species of 
Gyrodactylus. Positive PCR products should thus be sequenced for species confirmation (Section 4.5). 

Analysis of the mitochondrial cytochrome oxidase I (CO1) gene 

For amplification of the CO1-gene, the primers 5’-ATA-TAG-ACG-ATT-TGT-TTT-CA-3’ and 5’-ACA-GAT-TAC-
TTG-GTA-TTA-CA-3’ (Kuusela et al., 2009) may be used to amplify the full-length gene (1600 base pairs) which 
is recommended. The primers 5’-TAA-TCG-GCG-GGT-TCG-GTA-A-3’ and 5’-GAA-CCA-TGT-ATC-GTG-TAG-
CA-3’) (Meinilä et al., 2002) may be used to amplify a 800 base pairs fragment if the first PCR is unsuccessful. 
The cycling conditions for both PCRs are as follows, initial denaturation at 95°C for 5 minutes; 35 cycles of 95°C 
for 1 minute, 50°C for 1 minute, 72°C for 2 minutes; final extension at 72°C for 7 minutes. Additional primer sets 
for amplification of CO1 can be found in references: Hansen et al., 2003; Kuusela et al., 2009; Meinilä et al., 
2002; 2004. 

Primers recommended for amplification of CO1 may not be specific for G. salaris and may not amplify all isolates. 
Positive PCR products should thus be sequenced to identify the haplotype for species confirmation (Section 
4.6). 

The following controls should be run with each assay: negative extraction control; positive control; no template 
control. 

4.5.3. Other nucleic acid amplification methods 

Not applicable. 

4.6. Amplicon sequencing 

4.6.1.  ITS sequencing and sequence analysis 

Amplified ITS fragments prepared as in Section 4.4.2 should be sequenced using the PCR primers and, in 
addition, internal sequencing primers (Cunningham, 1997; Matejusová et al., 2001) should be used to obtain 
overlapping reads of each nucleotide. The resulting ITS sequences should be subjected to a BLAST search in 
GenBank/EMBL to establish identity with known sequences. Several sequences of other species infecting 
salmonids, e.g. G. derjavini, G. derjavinoides, G. truttae, and G. teuchis are available in GenBank/EMBL. G.   

http://www.oie.int/index.php?id=2439&L=0&htmfile=chapitre_gyrodactylus_salaris.htm#chapitre_gyrodactylus_salaris.biblio-3
http://www.oie.int/index.php?id=2439&L=0&htmfile=chapitre_gyrodactylus_salaris.htm#chapitre_gyrodactylus_salaris.biblio-47
http://www.oie.int/index.php?id=2439&L=0&htmfile=chapitre_gyrodactylus_salaris.htm#chapitre_gyrodactylus_salaris.biblio-47
http://www.oie.int/index.php?id=2439&L=0&htmfile=chapitre_gyrodactylus_salaris.htm#chapitre_gyrodactylus_salaris.biblio-15
http://www.oie.int/index.php?id=2439&L=0&htmfile=chapitre_gyrodactylus_salaris.htm#chapitre_gyrodactylus_salaris.biblio-15
http://www.oie.int/index.php?id=2439&L=0&htmfile=chapitre_gyrodactylus_salaris.htm#chapitre_gyrodactylus_salaris.biblio-16
http://www.oie.int/index.php?id=2439&L=0&htmfile=chapitre_gyrodactylus_salaris.htm#chapitre_gyrodactylus_salaris.biblio-3
http://www.oie.int/index.php?id=2439&L=0&htmfile=chapitre_gyrodactylus_salaris.htm#chapitre_gyrodactylus_salaris.biblio-47
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thymalli cannot be distinguished from G. salaris by this method, but sequences of ITS distinguishes G. salaris 
from all other known species. GenBank has synonymised G. salaris and G. thymalli and host identity of 
sequences in GenBank/EMBL should thus always be checked. If the BLAST search of the ITS sequences 
identifies the parasite as G. salaris, CO1 sequencing and sequence analysis should be performed are 
recommended to identify the haplotype in question (Section 4.6.2). 

4.6.2. CO1 sequencing and sequence analysis 

Amplified CO1 fragments prepared as described in Section 4.5.2 should be sequenced using the PCR primers 
and, in addition, internal sequencing primers (Kuusela et al., 2009; Meinilä et al., 2002) should be used to obtain 
overlapping reads of each nucleotide. The resulting CO1 sequences should be subjected to a BLAST search in 
GenBank/EMBL to identify the haplotype.  

If the obtained sequence does not have a 100% match in GenBank/EMBL, a phylogenetic analysis can be 
performed to establish the relationship to other available sequences. Different haplotypes and clades of 
G. salaris and G. thymalli can be distinguished with this method. CO1 sequences can be used to assign 
specimens to a haplotype or clade and thus infer the identity as G. salaris or G. thymalli. Clades (haplogroups) 
of G. salaris generally correspond well to host preferences and/or the geographical distribution of the parasites, 
with a few exceptions, and some strains, as defined by CO1-sequences (haplotypes), are known to be 
pathogenic to Atlantic salmon. Host identity can be used to infer potential pathogenicity of a certain strain and 
thus host identity of sequence hits in GenBank/EMBL should always be checked when BLAST results are 
returned. 

GenBank has synonymised G. salaris and G. thymalli, with the result that all accessions previously listed as G. 
thymalli are now G. salaris; the haplotypes in Table 4.6.2 can be retrieved from GenBank. Table 4.6.2 assigns 
the haplotypes to either G. salaris or G. thymalli, to support identification of G. salaris based on CO1 sequencing 
(new haplotypes should be compared to the nearest known relative). In rivers where both grayling and Atlantic 
salmon are found, establishing the G. thymalli haplotypes present on grayling will support any subsequent 
monitoring for G. salaris on Atlantic salmon. 

Table 4.6.2 Gyrodactylus salaris and G. thymalli GenBank accession numbers for CO1 nucleotide sequences 

G. salaris* G. thymalli* 

AF479750 AY146602 AY258354 AY486492 AY486517 AY486542 EU186166 AF540893 AY486545 DQ159928 
AF540891 AY146603 AY258355 AY486493 AY486518 AY486543 EU186167 AF540894 AY486546 DQ180333 
AF540892 AY146604 AY258356 AY486494 AY486519 AY840222 EU186168 AF540895 AY486547 DQ993195 
AF540904 AY146605 AY258357 AY486495 AY486520 AY840223 EU186169 AF540896 AY486548 EF495063 
AF540905 AY146606 AY258358 AY486496 AY486521 DQ468128 EU186170 AF540897 AY486549 EF527269 
AF540906 AY146607 AY258359 AY486497 AY486522 DQ517533 EU186171 AF540898 AY486550 EF612464 
AF542161 AY146614 AY258360 AY486498 AY486523 DQ778628 EU186172 AF540899 AY486551 MG273445 
AF542162 AY258336 AY258361 AY486499 AY486524 DQ923578 EU186173 AF540900 AY486552 MG273446 
AF542163 AY258337 AY258362 AY486500 AY486525 DQ988931 EU186174 AF540901 AY486553 MG273447 
AF542164 AY258338 AY258363 AY486501 AY486526 DQ993189 EU186175 AF540902 AY840224 MG273448 
AF542165 AY258339 AY258364 AY486502 AY486527 DQ993190 EU186176 AF540903 DQ159913   
AF542166 AY258340 AY258365 AY486503 AY486528 DQ993191 EU186177 AF542167 DQ159914   
AY146589 AY258341 AY258366 AY486504 AY486529 DQ993192 EU223246 AF542168 DQ159915   
AY146590 AY258342 AY258367 AY486505 AY486530 DQ993193 EU304825 AF542169 DQ159916   
AY146591 AY258343 AY258368 AY486506 AY486531 DQ993194 GQ129460 AF542170 DQ159917   
AY146592 AY258344 AY258369 AY486507 AY486532 EF117889 GQ129461 AF542171 DQ159918   
AY146593 AY258345 AY258370 AY486508 AY486533 EF524576 GQ129462 AY146608 DQ159919   
AY146594 AY258346 AY258371 AY486509 AY486534 EF524577 GQ129463 AY146609 DQ159920   
AY146595 AY258347 AY258372 AY486510 AY486535 EF524578 GQ370816 AY146610 DQ159921   
AY146596 AY258348 AY258373 AY486511 AY486536 EF570120 GU187354 AY146611 DQ159922   
AY146597 AY258349 AY258374 AY486512 AY486537 EU186161 KJ941020 AY146612 DQ159923   
AY146598 AY258350 AY486488 AY486513 AY486538 EU186162 KT344124 AY146613 DQ159924   
AY146599 AY258351 AY486489 AY486514 AY486539 EU186163 KT344125 AY472084 DQ159925   
AY146600 AY258352 AY486490 AY486515 AY486540 EU186164 KT344126 AY472085 DQ159926   
AY146601 AY258353 AY486491 AY486516 AY486541 EU186165 KT344127 AY486544 DQ159927   

      KT344128    
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*Note: G. salaris and G. thymalli have been synonymised by NCBI GenBank, i.e. all accessions  
previously listed as G. thymalli are now G. salaris.  

Where the sequence is not assigned to one of the recognised haplotypes (CO1 sequences) of G. salaris or G. 
thymalli advice should be sought from the OIE Reference Laboratory. The OIE Reference Laboratory will keep 
an updated database of CO1-sequences and will assist in the diagnosis. It is recommended that the OIE 
Reference Laboratory is informed of any significant detections of G. salaris and G. thymalli in order to confirm 
the cases. 

4.7. In-situ hybridisation 

Not applicable. 

4.8. Immunohistochemistry 

Not applicable. 

4.9. Bioassay 

Not applicable. 

4.10. Antibody- or antigen-based detection methods (ELISA, etc.) 

Not applicable. 

4.11. Other methods 

Not applicable. 

5. Test(s) recommended for surveillance to demonstrate freedom in apparently healthy populations 

Real-time PCR is the recommended test for surveillance to demonstrate freedom of disease in apparently healthy 
populations. Sequencing of the amplified CO1 amplicon is required for confirmation of infection in any parasite that 
identified as positive by PCR. 

6. Corroborative diagnostic criteria 

All suspect positive samples of G. salaris from country or zone or compartment considered free from infection with 
G. salaris should be referred immediately to the OIE Reference Laboratory for confirmation, to definitively identify the 
parasite based on the most up-to-date information (see Section 4.6.). Submissions should be made whether or not clinical 
signs are associated with the case have been observed. 

This section only addresses the diagnostic test results for detection of infection in the absence (Section 6.1) or presence 
of clinical signs (Section 6.2) but does not evaluate whether the infectious agent is the cause of the clinical event. 

The case definitions for a suspect and confirmed case have been developed to support decision making related to trade 
and confirmation of disease status at the country, zone or compartment level. Case definitions for disease confirmation in 
endemically affected areas may be less stringent. 
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6.1. Detection in apparently healthy animals or animals of unknown health status9 

Healthy populations may fall under suspicion, and therefore be sampled, if there is an epidemiological link(s) to an 
infected population. Geographic proximity to, or movement of animals or animal products or equipment, etc., from a 
known infected population equate to an epidemiological link. Alternatively, healthy populations will be sampled in 
surveys to demonstrate disease freedom. 

6.1.1. Definition of suspect case in apparently healthy animals 

The presence of infection with G. salaris shall be suspected if at least one of the following criteria is met: 

i) Identification of G. salaris by morphological examination 

ii) A positive result by real-time PCR 

iii) A positive result by ddPCR or real-time-PCR from using an environmental sample 

6.1.2. Definition of confirmed case in apparently healthy animals 

The presence of infection with G. salaris is considered to be confirmed if, in addition to the criteria in Section 
6.1.1., the following criterion is met: 

i) A positive result from by conventional PCR and sequencing of one or both of the ITS fragments and the 
CO1 fragment. The ITS sequences obtained are then analysed according to Section 4.6.1 and the COI 
sequences according to Table 4.6.2 (see Section 4.6.2) amplified CO1 fragments obtained by 
conventional PCR 

6.2. Clinically affected animals 

Clinical signs are not pathognomonic for a single disease; however, they may narrow the range of possible diagnoses.  

6.2.1. Definition of suspect case in clinically affected animals 

The presence of infection with G. salaris shall be suspected if at least one of the following criteria is met: 

i) Gross pathology or clinical signs associated with the disease as described in this chapter, with or without 
elevated mortality 

ii) Identification of G. salaris by morphological examination 

iii) A positive result by conventional PCR 

iv) A positive result by real-time PCR 

6.2.2. Definition of confirmed case in clinically affected animals 

The presence of infection with G. salaris is considered to be confirmed if, in addition to the criteria in section 
6.2.1. the following criterion is met: 

i) A positive result from sequencing amplified CO1 fragments obtained by conventional PCR 

i) A positive result by conventional PCR and sequencing of one or both of the amplified ITS fragments and 
the CO1 fragment. The ITS sequences obtained are then analysed according to Section 4.6.1 and the 
CO1 sequences according to Table 4.6.2 (see Section 4.6.2) 

6.3. Diagnostic sensitivity and specificity for diagnostic tests: under study 

The diagnostic performance of tests recommended for surveillance or diagnosis of infection with G. salaris are provided 
in Table 6.3. (note: no data are currently available). This information can be used for the design of surveys for infection 
with G. salaris, however, it should be noted that diagnostic performance is specific to the circumstances of each 
diagnostic accuracy study (including the test purpose, source population, tissue sample types and host species) and 
diagnostic performance may vary under different conditions. Data are only presented where tests are validated to at 
least level two of the validation pathway described in Chapter 1.1.2. and the information is available within published 
diagnostic accuracy studies. 

  

 
9  For example, transboundary commodities. 
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Table 6.3.1. Diagnostic performance of tests recommended for surveillance or diagnosis 

Test type Test 
purpose 

Source 
population 

Tissue/  
sample type Species DSe (n) DSp (n) Reference 

test Citation 

Real-time PCR Surveillance – Parasites – Not yet 
available 

Not yet 
available – – 

Amplicon 
sequencing Diagnosis – Parasites – Not yet 

available 
Not yet 

available – – 

DSe = diagnostic sensitivity; DSp = diagnostic specificity; n = number of samples used in the study; 
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NB: There is an OIE Reference Laboratory for infection with G. salaris 
(see Table at the end of this Aquatic Manual or consult the OIE web site for the most up-to-date list: 

http://www.oie.int/en/scientific-expertise/reference-laboratories/list-of-laboratories/). 
Please contact the OIE Reference Laboratories for any further information on infection with G. salaris. 

 
 

NB: FIRST ADOPTED IN 1997 AS GYRODACTYLOSIS OF ATLANTIC SALMON (GYRODACTYLUS F); 
MOST RECENT UPDATES ADOPTED IN 2018. 

Volver al orden del día 

http://www.oie.int/en/our-scientific-expertise/reference-laboratories/list-of-laboratories/
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C H A P T E R  2 . 3 . 6 .  
 

INFECTION WITH SALMONID ALPHAVIRUS  

1. Scope 

Infection with salmonid alphavirus (SAV) means infection with any genotype of the pathogenic agent SAV, Genus 
Alphavirus and Family Togaviridae. 

2. Disease information 

2.1. Agent factors 

2.1.1. Aetiological agent 

SAV is an enveloped, spherical, single-stranded, positive-sense RNA virus, approximately 60–70 nm in 
diameter, with a genome of ~12 kb. The genome codes for eight proteins: four capsid glycoproteins (E1, E2, E3 
and 6K) and four nonstructural proteins (nsP1–4). Glycoprotein E2 is considered to be the site of most 
neutralising epitopes, while E1 contains more conserved, cross-reactive epitopes (McLoughlin & Graham, 
2007). SAV is considered to belong to the Genus Alphavirus of the Family Togaviridae, . This is based on 
nucleotide sequence studies of SAV isolates, and is also supported by biological properties of the virus, including 
cross-infection and neutralisation trials. In addition, four conserved nucleotide sequence elements (CSEs) and 
a conserved motif (GDD), characteristic of alphaviruses, are present in the SAV genome (McLoughlin & Graham, 
2007). 

SAV has been divided into six genotypes (SAV 1–SAV 6) based solely on nucleic acid sequences for the 
proteins E2 and nsP3 (Fringuelli et al., 2008). The level of antigenic variation among genotypes is considered 
low as monoclonal antibodies (MAbs) raised against a specific SAV genotype are likely to cross react with other 
SAV isolates (Graham et al., 2014; Jewhurst et al., 2004). The genotype groups by susceptible species and 
environment are presented in Table 2.1. 

Infection with SAV causes pancreas disease (PD) or sleeping disease (SD) in Atlantic salmon (Salmo salar L.), 
common dab (Limanda limanda), rainbow trout (Oncorhynchus mykiss) (McLoughlin & Graham, 2007) and 
Arctic char (Salvelinus alpinus) (Lewisch et al., 2018). The disease is systemic, characterised microscopically 
by necrosis and loss of exocrine pancreatic tissue, and heart and skeletal muscle necrosis and atrophy. The 
genotypes SAV 1 and SAV 2 cause disease in fish both in freshwater and seawater, while the four genotypes 
SAV 3 – SAV 6 have only been reported from disease outbreaks in seawater.  

Table 2.1. SAV genotypes by susceptible host species and environment 

SAV genotype Fresh water Sea water 

SAV 1 Rainbow trout Atlantic salmon 

SAV 2 Rainbow trout; Atlantic salmon; Arctic charr Atlantic salmon 

SAV 3  Rainbow trout; Atlantic salmon 

SAV 4  Atlantic salmon 

SAV 5  Atlantic salmon; Common dab 

SAV 6  Atlantic salmon 

2.1.2. Survival and stability in processed or stored samples 

There are no published scientific data specifically on the survival and stability of SAV in processed or stored 
samples. The OIE Reference Laboratory has found that SAV in serum/plasma samples and virus isolated from 
cell culture can be stored for many years at –80°C without significant decline in virus titre. This observation is 
consistent with research on other alphaviruses. 
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2.1.3. Survival and stability outside the host  
Laboratory tests suggest that SAV would survive for extended periods in the aquatic environment. In these tests, 
virus could be detected at the end of the test period of 65 days in a majority of the trials. Virus survival was 
inversely related to temperature; at 20°C virus was not detectable beyond 35 days, and at 4°C was still present 
after 65 days. In general, survival time was reduced by the presence of organic matter, markedly longer survival 
times were observed in sea water compared with fresh water in the water, this effect being most prominent at 
low water temperatures (Graham et al., 2007b).  
The half-life of SAV in serum has been found to be inversely related to temperature, being up to 7 times longer 
at 4°C than at 20°C, emphasising the need for rapid shipment of samples at 4°C to laboratories for virus isolation. 
For long-term conservation of SAV-positive samples and cultured virus, storage at –80°C is recommended 
(Graham et al., 2007b). 
For inactivation methods, see Section 2.4.5. 

2.2. Host factors 
2.2.1. Susceptible host species  
Species that fulfil the criteria for listing as susceptible to infection with SAV according to Chapter 1.5. of the 
Aquatic Animal Health Code (Aquatic Code) include are: Arctic char (Salvelinus alpinus), Atlantic salmon (Salmo 
salar), common dab (Limanda limanda) and rainbow trout (Oncorhynchus mykiss). 

Family Scientific name Common name Genotype 
Pleuronectidae Limanda limanda Common dab SAV 5 

Salmonidae 
Oncorhynchus mykiss Rainbow trout SAV 1, 2, 3 

Salmo salar Atlantic salmon SAV 1, 2, 3, 4, 5, 6 
Salvelinus alpinus Arctic charr SAV 2 

 
2.2.2. Species with incomplete evidence for susceptibility 
Species for which there is incomplete evidence for susceptibility according to Chapter 1.5. of the Aquatic Code 
include are: long rough dab (Hippoglossoides platessoides), plaice (Pleuronectes platessa) and Ballan wrasse 
(Labrus bergylta). 
In addition, pathogen-specific positive polymerase chain reaction (PCR) results have been reported in the 
following species, but an active infection has not been demonstrated: Argentine hake (Merluccius hubbsi), brown 
trout (Salmo trutta), cod (Gadus morhua), European flounder (Platichthys flesus), haddock (Melanogrammus 
aeglefinus), herring (Clupea harengus), Norway pout (Trisopterus esmarkii), saithe (Pollachius virens), longhorn 
sculpin (Myoxocephalus octodecemspinosus) and whiting (Merlangius merlangus). 

Family Scientific name Common name 
Clupeidae Clupea harengus herring 
Cottidae Myoxocephalus octodecemspinosus longhorn sculpin 

Gadidae 

Melanogrammus aeglefinus haddock 
Trisopterus esmarkii Norway pout 

Pollachius virens saithe 
Merlangius merlangus whiting 

Gadus morhua Atlantic cod 
Merlucciidae Merluccius hubbsi Argentine hake 

Pleuronectidae Platichthys flesus European flounder 
Salmonidae Salmo trutta brown trout 

2.2.3. Non-susceptible species 

Species that have been found non-susceptible to infection with SVCV SAV according to Chapter 1.5. of the 
Aquatic Code are: None known. No species are listed as non-susceptible. 

2.2.4. Likelihood of infection by species, host life stage, population or sub-populations  

Farmed Atlantic salmon and rainbow trout are the species with the highest likelihood of infection with SAV. 
Experimental studies have demonstrated that all life stages are susceptible to infection (Taksdal & Sindre, 2016). 
SAV 1–SAV 6 have been detected in Atlantic salmon. SAV 2 and SAV 3 have been detected in rainbow trout. 

2.2.5. Distribution of the pathogen in the host 

The heart and the pancreas are main target organs for infection with SAV. Necrosis and loss of exocrine 
pancreatic tissue, myocarditis and skeletal myositis are typical histopathological findings. During the viraemic 
stage, substantial amounts of virus are also found in serum, and during the infection virus can also be found in 
brain, kidney, spleen, gills, mucous and faeces (Taksdal & Sindre, 2016). 
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2.2.6. Aquatic animal reservoirs of infection  

There is evidence that some survivors of outbreaks will become long-term carriers of the virus (Graham et al., 
2010 2009) and thus farmed Atlantic salmon and rainbow trout can be considered the main reservoir of SAV 
(Taksdal & Sindre, 2016). Infection with SAV has been detected in some wild flatfish species in Scotland (Bruno 
et al., 2014; Snow et al., 2010) which could also act as a reservoir of infection. 

2.2.7. Vectors 

Although most alphaviruses are transmitted by arthropod vectors, vector transmission of SAV has not yet been 
demonstrated. SAV has been detected by reverse-transcription (RT) PCR in salmon lice (Lepeophtheirus 
salmonis) collected during acute outbreaks of pancreas disease in Atlantic salmon, but transfer to susceptible 
fish species has not been reported (Petterson et al., 2009).  

2.3. Disease pattern 

2.3.1. Mortality, morbidity and prevalence 

Mortality rates due to infection with SAV may vary with genotype, season, year, use of biosecurity measures 
and species of fish (Bang Jensen et al., 2012; Graham et al., 2011; Rodger & Mitchell, 2007; Stormoen et al., 
2013). The cumulative mortality at the farm level ranges from negligible to over 50% in severe cases (Bang 
Jensen et al., 2012; Graham et al., 2003; Rodger & Mitchell, 2007; Ruane et al., 2008; Stene et al., 2014). 
Experimental studies have demonstrated that SAV 2 infection in marine fish causes lower mortality than SAV 3 
(Taksdal et al., 2015). 

Duration of disease outbreaks, defined as the period with increased mortality, may vary from 1 to 32 weeks 
(Jansen et al. 2010a; 2014; Ruane et al., 2008). 

The prevalence of infection with SAV may vary is variable. During disease outbreaks, the prevalence is usually 
high; prevalences of 70–100% have been reported in Atlantic salmon farming sites (Graham et al., 2010). 
Prevalences in wild fish are largely unknown. SAV has been detected by PCR in some marine flatfish species 
in Scottish waters at prevalences ranging from 0% to 18%, depending on species and location (Snow et al., 
2010). A serological survey of wild salmonids in fresh water river systems in Northern Ireland did not detect virus 
neutralisation antibodies against SAV in any of 188 sera tested, whereas the majority of sera from farmed 
salmon in sea water in the same area tested positive (Graham et al., 2003). 

2.3.2. Clinical signs, including behavioural changes 

A sudden drop in appetite may be observed 1–2 weeks before the detection of elevated mortality. Clinically 
diseased fish may be observed swimming slowly at the water surface. In some cases, extremely weak 
(“sleeping”) fish can be found at the bottom of tanks or in net-cages. An increased number of faecal casts may 
also be observed. However, it is important to note that clinical signs are not pathognomonic.  

Initially, nutritional status is usually normal, but in the months after an outbreak or in the later stages of disease, 
long slender fish (‘runts’) with poor body condition are typically observed. However, the presentation of long, 
slender fish can be caused by factors other than SAV. 

2.3.3 Gross pathology 

Yellow mucoid gut contents is a usual post-mortem finding, typically seen in inappettant fish. Occasionally, signs 
of circulatory disturbances, such as petechial haemorrhages, small mild ascites or reddening of the pancreatic 
region between the pyloric caeca may be seen. Some diseased fish may show have pale or ruptured hearts or 
heart ruptures. It is important to note that post-mortem findings are not pathognomonic. 

2.3.4. Modes of transmission and life cycle 

Horizontal transmission of SAV is demonstrated by a range of evidence including: phylogenetic studies, 
successful transmission among cohabiting fish, proven transmission between farming sites, studies on survival 
of SAV in sea water and the spread via water currents (Graham et al., 2007b; 2011; Jansen et al., 2010a; 
Kristoffersen et al., 2009; Stene et al., 2013; Viljugrein et al., 2009).  

Long-distance transmission, and thus introduction of SAV into a previously uninfected area is most likely due to 
movement of infected live fish (Kristoffersen et al., 2009; Rodger & Mitchell, 2007). SAV has been detected in 
fat leaking from dead fish which accumulates at the sea water surface, contributing to long distance spread of 
the virus by water currents (Stene et al., 2013 2016). Once SAV has been introduced into an area, farm proximity 
and water currents influence local transmission (Aldrin et al., 2010; Kristoffersen et al., 2009; Viljugrein et al., 
2009).  
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Vertical transmission of SAV has been suggested (Bratland & Nylund, 2009), but not demonstrated (Kongtorp 
et al., 2010; McLoughlin & Graham, 2007). The Norwegian Scientific Committee for Food Safety, (2010), carried 
out a risk assessment and concluded that the risk of vertical transmission of SAV is negligible.  

2.3.5. Environmental and management factors  

Clinical outbreaks and mortality are influenced by water temperature and season (McLoughlin & Graham, 2007; 
Rodger & Mitchell, 2007; Stene et al., 2014; Stormoen et al., 2013). Stressing the fish by movement, crowding 
or treatment may initiate disease outbreaks on infected farms. 

Risk factors for outbreaks on a farming site include a previous history of infection with SAV, high feeding rate, 
high sea lice burden, the use of autumn smolts and previous outbreaks of infectious pancreatic necrosis (IPN) 
(Bang Jensen et al., 2012; Kristoffersen et al., 2009; Rodger & Mitchell, 2007).  

2.3.6. Geographical distribution 

Infection with SAV has been reported from several countries in Europe. See WAHIS 
(https://www.oie.int/wahis_2/public/wahid.php/Wahidhome/Home/index/newlang/en) for recent information on 
distribution at the country level. 

2.4. Biosecurity and disease control strategies  

2.4.1. Vaccination 

DNA-based and cell-culture-based virus-inactivated vaccines against SAV are both commercially available. The 
vaccines may cause a risk of false positives, both in serological and PCR-based tests, according to data 
presented by vaccine companies. However, reports from the field indicates that false positives to serological 
tests do not occur after sea transfer. To prevent false positives by RT-PCR, sampling from vaccinated individuals 
should use heart tissue to avoid opening the abdominal cavity. 

2.4.2. Chemotherapy including blocking agents 

No chemotherapy is available. 

2.4.3. Immunostimulation 

No immunostimulation is available. 

2.4.4. Breeding resistant strains 

Differences in susceptibility among different family groups of Atlantic salmon have been observed in challenge 
experiments and in the field, indicating the potential for breeding for resistance (Norris et al., 2008; Gonen et 
al., 2015). Breeding programmes in Ireland and Norway have successfully produced fish with increased 
resistance to disease caused by SAV, which are now commercially available. 

2.4.5. Inactivation methods 

SAV is rapidly inactivated in the presence of high levels of organic matter at 60°C, pH 7.2, and at 4°C, pH 4 and 
pH 12, suggesting that composting, ensiling and alkaline hydrolysis would all be effective at inactivating virus in 
fish waste (Graham et al., 2007a). The virus is also readily inactivated by UV-light, but is more resistant to 
chlorine and ozone treatment. at pH 4 and pH 12, and after heating to 60°C (Graham et al., 2007b). The virus 
is also readily inactivated by UV-light (Anon). A range of commercially available disinfectants have been tested 
for efficacy against salmonid alphavirus under different conditions, all being found to be effective under at least 
some of the conditions tested. The presence of organic matter was shown to be detrimental in some cases 
(Graham et al. 2007a).  

2.4.6. Disinfection of eggs and larvae 

Standard disinfection procedures are considered sufficient to prevent surface contamination of eggs by SAV 
(Graham et al., 2007a).  

2.4.7. General husbandry 

Stressing the fish by movement, crowding or treatment may initiate disease outbreaks on infected farms. Risk 
factors for outbreaks on a farming site include a previous history of infection with SAV, high feeding rate, high 
sea lice burden, the use of autumn smolts and previous outbreaks of infectious pancreatic necrosis (Bang 
Jensen et al., 2012; Kristoffersen et al., 2009; Rodger & Mitchell, 2007).  

https://www.oie.int/wahis_2/public/wahid.php/Wahidhome/Home/index/newlang/en
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To avoid infection with SAV, good husbandry practices should be applied such as use of appropriate sites for 
farming, segregation of generations, stocking with good quality fish, removal of dead fish, regular cleaning of tanks 
and pens, control of parasites and other pathogens, as well as careful handling of fish. Once an outbreak has 
started, mortality may be reduced by minimising handling and ceasing feeding. 

3. Specimen selection, sample collection, transportation and handling  

3.1. Selection of populations and individual specimens 

Clinical inspections should be carried out during a period when the water temperature is below XX°C. All production units 
(ponds, tanks, net-cages, etc.) should be inspected for the presence of dead, weak or abnormally behaving fish. 
Extremely weak (‘sleeping’) fish may be found at the bottom of a tank or in the net-cages. If the number of clinically 
diseased fish is low, samples from long, thin fish (‘runts’) may be added (Jansen et al., 2010b). If moribund or thin fish 
or runts are sampled, the probability of detecting SAV is higher than if randomly selected, apparently healthy fish are 
sampled (Jansen et al., 2010b). Prevalence estimates will also vary with the diagnostic method used. 

Fish to be sampled are selected as follows: 

i) Susceptible species should be sampled proportionally or following risk-based criteria for targeted selection of lots 
or populations with a history of abnormal mortality or potential exposure events (e.g. via untreated surface water, 
wild harvest or replacement with stocks of unknown disease status). 

ii) If more than one water source is used for fish production, fish from all water sources should be included in the 
sample. 

iii) If Weak, abnormally behaving or freshly dead (not decomposed) fish are present, such fish should be selected. If 
such fish are not present, the selected fish selected should include normal appearing, healthy fish collected in 
such a way that all parts of the farm, as well as all year classes, are proportionally represented in the sample. 

3.2. Selection of organs or tissues 

Heart and mid-kidney are the recommended organs for detection of SAV either by molecular biological methods or by 
cell culture. During the course of the disease, an outbreak, the heart usually contains more SAV than other tissues and 
should always be sampled. After disease outbreaks, gill and heart tissue (Graham et al., 2010) and pools of heart and 
mid-kidney tissue (Jansen et al., 2010b) remained positive by real time RT-PCR for months after initial detection.  

For sampling from vaccinated fish, The heart should be sampled from vaccinated fish without opening the abdominal 
cavity. Sampling of mid-kidney, spleen or other internal organs is not recommended, to avoid contamination of viral 
RNA/DNA from the vaccine (See Section 2.4). 

During the initial viraemic phase, serum samples are also suitable for detection of SAV either by molecular biological 
methods or by cell culture, which can provide an early warning of disease outbreaks (Graham et al., 2010). From 
approximately 3 weeks after SAV infection, blood serum or plasma is suitable for a virus neutralisation test (Graham et 
al., 2003).  

Tissues suitable for histological examinations should include gill, heart, pyloric caeca with attached pancreatic tissue, 
liver, kidney, spleen and skeletal muscle containing both red (aerobic) and white (anaerobic) muscle. Skin with 
associated skeletal muscle should be sampled at the lateral line level and deep enough to include both red and white 
muscle. 

3.3. Samples or tissues not suitable for pathogen detection 

Pancreas, although a target organ for the virus, is not suitable for RT-PCR detection of SAV, as it is impossible to 
separate this organ from the intestine of the fish during sampling, and in addition loss of pancreas is common in infected 
fish. Organs other than those recommended in Section 3.2. should not be used for the detection of SAV, as the 
sensitivity of the diagnostic methods might be reduced. 

3.4. Non-lethal sampling 

There are investigations into using non-lethal sampling methods for surveillance of SAV in fish farms, including 
detection of virus in water. However, no validated methods are currently available.  

3.5. Preservation of samples for submission  

For guidance on sample preservation methods for the intended test methods, see Chapter 2.3.0. 
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3.5.1. Samples for pathogen isolation  

The success of pathogen isolation and results of bioassay depend heavily on the quality of samples (time since 
collection, and time and temperature in storage). Fresh specimens should be kept on ice and preferably sent to 
the laboratory within 24 hours of collection. Alternate storage methods should be used only after consultation 
with the receiving laboratory. 

Before transfer to the laboratory, pieces of the organs to be examined for virus isolation should be removed 
from the fish with sterile dissection tools and transferred to sterile plastic tubes containing at least 4 ml transport 
medium, i.e. cell culture medium with 10% fetal calf bovine serum (FCS FBS) and antibiotics. The combination 
of 200 International Units (IU) penicillin, 200 µg streptomycin, and 200 µg kanamycin per ml are recommended, 
although other antibiotics of proven efficiency may also be used. The tissue in each sample should be larger 
than the analytical unit size required for initial laboratory testing (e.g. between 0.5 and 2 g) and taken in duplicate 
if retesting may be required. 

Tubes containing fish tissues in transport medium for cell cultivation should be placed in insulated containers, 
such as thick-walled polystyrene boxes, together with sufficient ice or an alternative cooling medium with the 
similar cooling effect to ensure chilling of the samples during transportation to the laboratory. However, freezing 
of the samples should be avoided. The temperature of a sample during transit must never exceed 10°C.  

Whole fish may be sent to the laboratory if the temperature requirements referred to in the first paragraph during 
transportation can be fulfilled. Whole fish should be wrapped up in paper with absorptive capacity and enclosed 
in a plastic bag. Live fish may also be transported to the laboratory.  

The virological examination for isolation in cell culture should be started as soon as possible and no later than 
48 hours after the collection of the samples. In exceptional cases, the virological examination may be started at 
the latest within 72 hours after the collection of the material, provided that the material to be examined is 
protected by a transport medium and that the temperature requirements during transportation can be fulfilled. 

3.5.2. Preservation of samples for molecular detection  

Samples can be taken from the fish in accordance with the procedure described in Section 3.5.1, using a sterile 
instrument, and transferred to a sterile plastic tube containing transport medium. 

Alternatively, tissue samples for RT-PCR testing should be preserved in an appropriate medium for preservation 
of RNA. Samples in RNA stabilising reagents can be shipped on ice or at room temperature if transport time 
does not exceed 24 hours. 

For further storage, the samples should can be kept below at –20°C. 

3.5.3. Fixed Samples for histopathology, immunohistochemistry or in-situ hybridisation  

Tissue samples for histopathology should be fixed in 10% neutral buffered formalin immediately after collection. 
The recommended ratio of fixative to tissue is 10:1. 

3.5.4. Fixed Samples for electron microscopy 

Samples for electron microscopy are not routinely required and are collected only when it is considered 
beneficial to facilitate further diagnostic investigation. A 2 mm cubed section from each of the appropriate organs 
described in section 3.2 should be fixed in glutaraldehyde; the recommended ratio of fixative to tissue is 10:1. 

3.5.5. Samples for other tests 

Blood samples should be centrifuged for the collection of serum or plasma as soon as possible after sampling, 
to avoid lysis of the red blood cells. Serum or plasma samples should be shipped on ice to the laboratory to 
ensure virus viability. 
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3.6. Pooling of samples 

The reliability of a virus isolation and real-time RT-PCR for detecting SAV in pooled samples from apparently healthy 
and clinically diseased populations of Atlantic salmon has been evaluated (Hall et al.,2014). The results suggest that 
the use of individual samples rather than pools is more appropriate when testing for freedom from, or for confirmatory 
diagnosis of, infection with SAV (Hall et al., 2014).  

4. Diagnostic methods 

The methods currently available for identifying infection that can be used in i) surveillance of apparently healthy 
populations), ii) presumptive and iii) confirmatory diagnostic purposes are listed in Table 4.1. by life stage. The designations 
used in Table 4.1 indicate:  

Key:  

+++ = Recommended method(s) validated for the purpose shown and usually to stage 3 of the OIE Validation 
Pathway; 

++ =  Suitable method(s) but may need further validation;  
+ =  May be used in some situations, but cost, reliability, lack of validation or other factors severely limits its 

application;  
Shaded boxes =  Not appropriate for this purpose. 

The selection of a test for a given purpose depends on the analytical and diagnostic sensitivities and specificities 
repeatability and reproducibility. OIE Reference Laboratories welcome feedback on diagnostic performance for assays, in 
particular PCR methods, for factors affecting assay analytical sensitivity or analytical specificity, such as tissue components 
inhibiting amplification, presence of nonspecific or uncertain bands, etc., and any assays that are in the +++ category. 
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Table 4.1. OIE recommended diagnostic methods and their level of validation for surveillance of apparently healthy animals and investigation of clinically affected animals  

Method 
 

A. Surveillance of apparently healthy 
animals 

B. Presumptive diagnosis of clinically 
affected animals 

C. Confirmatory diagnosis1 of a suspect result 
from surveillance or presumptive diagnosis 

Early life 
stages2 Juveniles2 Adults LV Early life 

stages2 Juveniles2 Adults LV Early life 
stages2 Juveniles2 Adults LV 

Wet mounts             

Histopathology3     ++ ++ ++ 2     

Cytopathology3             

Cell or artificial  
media culture     + + + 2 + + + 2 

Real-time RT-PCR +++ +++ +++ 1 +++ +++ +++ 2 +++ +++ +++ 2 

Conventional RT-PCR     ++ ++ ++ 1 ++ ++ ++ 1 

Amplicon sequencing4         +++ +++ +++ 1 

In-situ hybridisation             

Bioassay             

LAMP             

Ab ELISA             

Ag ELISA             

Immunohistochemistry          + + 2 

Serum neutralisation assay  + ++ 1 ++ ++ ++ 2     

LV = level of validation, refers to the stage of validation in the OIE Pathway (chapter 1.1.2); RT-PCR = reverse transcription-polymerase chain reaction methods;  
LAMP = loop-mediated isothermal amplification; Ab- or Ag-ELISA = antibody or antigen enzyme-linked immunosorbent assay, respectively  

1For confirmatory diagnoses, methods need to be carried out in combination (see Section 6). 2Early and juvenile life stages have been defined in Section 2.2.3.  
3Histopathology and cytopathology can be validated if the results from different operators has been statistically compared. 4Sequencing of the PCR product. 

Shading indicates the test is inappropriate or should not be used for this purpose.
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4.1. Wet mounts  

Not relevant applicable. 

4.2. Histopathology and cytopathology 

The pathological changes most commonly found in clinically diseased fish are severe loss of exocrine pancreatic tissue, 
cardiomyocytic necrosis and inflammation, red (aerobic) skeletal muscle inflammation and white (anaerobic) skeletal 
muscle degeneration or inflammation. A less frequent but supporting finding is the detection of cells with many 
cytoplasmic eosinophilic granules along kidney sinusoids.  

As the disease progresses, the development of these changes is not simultaneous in all organs: in a very short, early 
phase, the only lesions present might be necrosis of exocrine pancreatic tissue and a variable inflammatory reaction in 
the peripancreatic fat. Shortly thereafter, heart muscle cell degeneration and necrosis develop before the inflammation 
response in the heart becomes more pronounced. The pancreatic necrotic debris will seemingly disappear, and the 
typical picture of severe loss of exocrine pancreatic tissue will soon appear simultaneously with the increasing 
inflammation in the heart. Somewhat later, Subsequently, skeletal muscle degeneration, inflammation and fibrosis 
develop. In a proportion of fish, severe fibrosis of the peri-acinar tissue may occur, and in these cases, the pancreas 
does not recover (runts) (Christie et al., 2007; Kerbart Boscher et al., 2006; McLoughlin & Graham, 2007; Taksdal et 
al., 2007). 

Cytopathology is not relevant for diagnostic use. 

4.3. Cell or artificial media culture for isolation 

4.3.1. Cell lines 

Isolation of field isolates of SAV in cell culture may be challenging (Christie et al., 1998; Graham et al., 2007b; Petterson 
et al., 2013). CHSE-214 are commonly used for primary SAV isolation, but susceptible cell lines such as BF-2, FHM, 
SHK-1, EPC, CHH-1 or others, may be used. Variation in cell line susceptibility among different SAV field isolates has 
been reported (Graham et al., 2008; Herath et al., 2009), and it is therefore recommended that several cell lines are 
tested for initial cell culture isolation of SAV in a new laboratory or for a new virus strain. Cell lines should be monitored 
to ensure that susceptibility to targeted pathogens has not changed. 

The CHSE-214 cells are grown at 20°C in Eagle’s minimal essential medium (EMEM) with non-essential amino acids 
and 0.01 M HEPES (N-2-hydroxyethyl-piperazine-N-2-ethanesulfonic acid) buffer, or Leibovitz’s L-15 cell culture 
medium, both supplemented with fetal bovine serum (FBS) (5% or 10%) and L-glutamine (4 mM). 

4.3.2. Sample preparation and inoculation 

For virus isolation, cells are grown in tissue culture flasks or multi-well cell culture plates. SAV-positive controls may be 
inoculated in parallel with the tissue samples as a test for cell susceptibility to SAV. When positive controls are included, 
measures must be taken to avoid contamination. 

Use the procedure for sample preparation and inoculation described in Chapter 2.3.0 General information (on diseases 
of fish), Section A.2.2.2. 

i) Inoculation of cell monolayers 

Prepare a 2% suspension of tissue homogenate or a 10% suspension of serum using L-15 medium or EMEM 
without serum, or other medium with documented suitability. Remove growth medium from actively growing 
monolayers (1- to 2-day-old cultures or cultures of 70–80% confluency) grown in tissue culture flasks or 
multi-well cell culture plates (see above). Inoculate monolayers with a low volume of the 2% tissue 
homogenate or 10% serum dilution (for 25 cm2 flasks: 1.5 ml). Adjust volume to the respective surface area 
in use. Allow 2–3 hours of incubation at 15°C, followed by removal of the inoculum, and addition of fresh L-
15 or EMEM medium supplemented with 2–5% fetal bovine serum (for 25 cm2 flasks: 5 ml). 

When fish samples come from production sites where IPNV is regarded as endemic, the tissue homogenate 
supernatant should be incubated (for a minimum of 1 hour at 15°C) with a pool of antisera to the indigenous 
serotypes of IPNV prior to inoculation. 
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ii) Monitoring incubation 

Inoculated cell cultures (kept at 15°C) are examined at regular intervals (at least every 7 days) for the 
occurrence of cytopathic effect (CPE). Typical CPE due to SAV appears as plaques of pyknotic, vacuolated 
cells. However, Norwegian SAV field isolates (both SAV3 and SAV2) usually do not produce CPE in low 
passages, and this is also reported for other SAV genotypes (Graham et al., 2008; Petterson et al., 2013). 
If no CPE has developed after 14 days, subculture to fresh cell cultures.  

iii) Subcultivation procedure 

14 days (or earlier when obvious CPE appears) after inoculation, the cultures are freeze–thawed at  
–80°C to release virus from the infected cells. The procedure can be repeated 1–2 times. 

Following centrifugation at 3000 g for 5 minutes, the supernatants are inoculated into fresh cell cultures as 
described for the primary inoculation: remove growth medium, inoculate monolayers with a small volume of 
diluted supernatant (1/5 and higher dilutions) for 2–3 hours before addition of fresh medium.  

Inoculated cell cultures are incubated for at least 14 days and examined at regular intervals, as described 
for the primary inoculation. At the end of the incubation period, or earlier if obvious CPE appears, the medium 
is collected for virus identification, as described below. Cell cultures should always be examined for the 
presence of SAV by immunofluorescence (indirect fluorescent antibody test [IFAT]) or conventional RT-PCR 
or real-time RT-PCR as virus replication may occur without development of apparent CPE. 

4.4. Nucleic acid amplification 

4.4.1. Reverse-transcription, Real-time RT-PCR polymerase chain reaction  

The primers described below for real-time RT-PCR and RT-PCR with sequencing will detect all known 
genotypes of SAV. 

RT-PCR may be used for detection of SAV from total RNA (or total nucleic acids) extracted from recommended 
organs or tissues (see Section 3.4). Real-time RT-PCR for the detection of SAV is recommended as it increases 
the specificity and the sensitivity of the test.  

For genotyping, RT-PCR with subsequent sequencing of fragments from the E2 gene is recommended. 

The primers and probe sequences for real-time RT-PCR from the nsP1 gene, as well as primers for genotyping, 
are listed in Table 4.2. The E2-primers may also be used for conventional RT-PCR detection of SAV, if 
necessary. For RNA extraction, automatic and semi-automatic nucleic acid extractors can be used. In addition, 
a variety of manual RNA extraction kits can also be used successfully to extract SAV RNA. Various RT-PCR 
kits and qPCR machines can be used. The PCR programme depends on the kit and real-time PCR equipment 
used in the laboratory. The conditions for performing the real-time RT-PCR in the OIE Reference Laboratory is 
as follows: 50°C for 10 minutes, 95°C for 3 minutes, and 40 cycles of (95°C for 10 seconds, 60°C for 20 
seconds). For the conventional RT-PCRs (sequencing), the following programme is used: 50°C for 30 minutes, 
95°C for 15 minutes, and 45 cycles of (94°C for 60 seconds, 55°C for 45 seconds, 72°C for 60 seconds). 

Table 4.2. Primers and probe sequences for RT-PCR and real time RT-PCR 

Primer and probe sequences Test type Genomic 
segment 

Product 
size 

Reference 

QnsP1F: 5’-CCG-GCC-CTG-AAC-CAG-TT-3’ 
QnsP1R: 5’-GTA-GCC-AAG-TGG-GAG-AAA-GCT-3’ 
QnsP1probe: 5’FAM-CTG-GCC-ACC-ACT-TCG-A-

MGB3’ (Taqman®probe) 

Real-time  
RT- PCR 

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’ 

RT-PCR E2 516 nt Fringuelli  
et al., 2008 

The following controls should be run with each assay: negative extraction control; positive template control; no 
template control. 
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4.4.2. Conventional RT-PCR (PCR) 

See Section 4.4.1. for comments on conventional PCR kits and PCR machines. 

The E2-primers stated in Table 4.2 may be used for conventional RT-PCR detection of SAV, if necessary. 

For the conventional RT-PCR (and sequencing), the following programme is used: 50°C for 30 minutes, 95°C 
for 15 minutes, and 45 cycles of (94°C for 60 seconds, 55°C for 45 seconds, 72°C for 60 seconds). 

The following controls should be run with each assay: negative extraction control; positive template control; no 
template control. 

4.4.3. Other nucleic acid amplification methods 

Not applicable. 

4.5. Amplicon sequencing 

Sequencing to determine the genotype of SAV can be performed using the E2-primer set listed in Table 4.2 
Nucleotide sequencing of RT-PCR amplicon (Section 4.4.2.) is recommended as one of the final steps for 
confirmatory diagnosis. SAV-specific sequences will share a higher degree of nucleotide similarity to one of the 
published reference sequences for SAV.  

4.6. In-situ hybridisation 

Not applicable. 

4.7. Immunohistochemistry 

Immunohistochemical testing (Taksdal et al., 2007) is only recommended for samples from fish with acute necrosis of 
exocrine pancreatic tissue. 

4.7.1. Preparation of tissue sections 

The tissues are fixed in neutral phosphate-buffered 10% formalin for at least 1 day, dehydrated in graded 
ethanol, cleared in xylene and embedded in paraffin, according to standard protocols. Approximately 3 µm thick 
sections (for immunohistochemistry sampled on poly-L-lysine-coated slides) are heated at 56–58°C (maximum 
60°C) for 20 minutes, dewaxed in xylene, rehydrated through graded ethanol, and stained with haematoxylin 
and eosin for histopathology and immunohistochemistry as described below. 

4.7.2. Staining procedure for immunohistochemistry 

All incubations are carried out at room temperature and all washing steps are done with Tris-buffered saline 
(TBS). 

i) Nonspecific antibody binding sites are first blocked in 5% bovine serum albumin (BSA) in TBS for 
20 minutes. The solution is then poured off without washing.  

ii) Sections are incubated with primary antibody (monoclonal mouse antibody 4H1 against E1 SAV 
glycoprotein [Todd et al., 2001]), diluted 1/3000 in 2.5% BSA in TBS and then incubated overnight, followed 
by two wash out baths lasting a minimum of 5 minutes.  

iii) Sections are incubated with secondary antibody (biotinylated rabbit anti-mouse Ig) diluted 1/300 for 30 
minutes, followed by wash out baths as in step ii above. 

iv) Sections are incubated with streptavidin with alkaline phosphatase conjugate (1/500) for 30 minutes 
followed by wash out baths as in step ii above. 

v) For detection of bound antibodies, sections are incubated with Fast Red10 (1 mg ml–1) and Naphthol AS-
MX phosphate (0.2 mg ml–1) with 1 mM Levamisole in 0.1 M TBS (pH 8.2) and allowed to develop for 20 
minutes followed by one wash in tap water before counterstaining with Mayer’s haematoxylin and mounting 
in aqueous mounting medium.  

  

 
10  Reference to specific commercial products as examples does not imply their endorsement by the OIE. This applies to all commercial 

products referred to in this Aquatic Manual. 
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SAV-positive and SAV-negative tissue sections are included as controls in every setup (Taksdal et al., 2007). 

4.8. Bioassay 

Not applicable. 

4.9. Antibody or antigen-based detection methods  

4.9.1. Antibody-based verification of SAV growth in cell culture 

This technique should not be used as a screening method. All incubations below are carried out at room 
temperature unless otherwise stated. 

i) Prepare monolayers of cells in appropriate tissue culture plates (e.g. 96-well plates) or on cover-slips, 
depending on the type of microscope available (an inverted microscope equipped with UV light is 
necessary for monolayers grown on tissue culture plates). The necessary monolayers for negative and 
positive controls must be included. 

ii) Inoculate the monolayers with the virus suspensions to be identified in tenfold dilutions, two monolayers 
for each dilution. Add positive virus control in dilutions known to give a good staining reaction. Incubate 
inoculated cell cultures at 15°C for 9–11 days. 

iii) Fix in 80% acetone for 20 minutes after removing cell culture medium and rinsing once with 80% acetone. 
Remove the fixative and air dry for 1 hour. If necessary, the fixed cell cultures may be stored dry for 14 
days at 4°C until staining. 

iv) Incubate the cell monolayers with anti-SAV MAb in an appropriate dilution in phosphate-buffered saline 
(PBS) for 1 hour and rinse three times with PBS with 0.05% Tween 20.  

v) Incubate with fluorescein isothiocyanate (FITC)-conjugated anti-mouse immunoglobulin for 1 hour (or if 
the primary Ab is polyclonal from rabbits, use FITC-conjugated antibody against rabbit immunoglobulin), 
according to the instructions of the supplier. To increase the sensitivity of the test, FITC-conjugated anti-
mouse Ig may be replaced with biotin-labelled anti-mouse Ig and FITC-labelled streptavidin with rinsing 
as in step d) in between the steps. The nuclei can be stained with propidium iodide (100 µg ml–1 in sterile 
distilled water). Add PBS (without Tween 20) and examine under UV light. To avoid fading, the stained 
plates should be kept in the dark until examination. For long periods of storage (more than 2–3 weeks) 
a solution of 1,4-diazabicyclooctane (DABCO 2.5% in PBS, pH 8.2) or similar reagent may be added as 
an anti-fade solution.  

4.10. Other methods 

4.10.1. Immunoperoxidase-based Serum neutralisation assay  

Experimental studies have shown that neutralising antibodies can first be detected 10–16 days post-infection 
(Graham et al., 2003), and serum neutralisation (SN) assays can be used as a diagnostic tool for the detection 
of SAV antibodies. SN assays are based on the presence or absence of detectable virus growth in cultured cells 
following incubation with serum that may contain neutralising antibodies. In addition, the assay allows detection 
of virus in serum or plasma, if present, as control wells of samples without added SAV are always included in 
the assay to assess presence of virus in the samples.  

CHSE-214 cells are grown as described in Section 4.3.1 Cell lines. A suspension of trypsinised cells, diluted 
1/3 in growth medium (10% FBS) is prepared for the SN assay. 

i) 1/20 and 1/40 dilutions of each test serum are prepared in maintenance medium (2% FBS), and 
transferred to two duplicate wells (15 µl per well) on a flat-bottomed tissue culture grade microtitre plate. 
An equal volume of virus (100 TCID50 [median tissue culture infective dose]) is added and the plate is 
incubated for 2 hours at room temperature. 

ii) 70 µl of maintenance medium, and 50 µl of the CHSE-214 cell suspension is added to each well, and 
the plates are incubated for 3 days at 15°C. 

iii) The cell monolayer is then fixed and stained as described in Section 4.9.1 Antibody-based verification of 
SAV growth in cell culture, or using the following procedure: monolayers of CHSE-214 cells are fixed for 
30 minutes at room temperature in 10% neutral buffered formalin. Following two washes with 0.01 M   
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PBS, a MAb against SAV is added to the monolayers in an appropriate dilution. Bound MAb is visualised 
using a labelled streptavidin–biotin system according to the manufacturer’s instructions. 

iv) SN titres (ND50) are then calculated according to the method of Karber (1931), with titres ≥ 1:20 being 
considered positive. Both known negative serum controls and a control well for each sample (without 
virus added), and a virus control (without serum added) must always be included in the assay, to ensure 
valid results. During viremia (as indicated by detection of SAV in the sample control wells) a SN titre 
cannot be assessed. 

5. Test(s) recommended for surveillance to demonstrate freedom in apparently healthy populations 

The recommended test to be used in surveillance of susceptible fish populations for declaration of freedom from SAV is 
real-time RT-PCR as described in Section 4.4.1. in this chapter.  

6. Corroborative diagnostic criteria 

This section only addresses the diagnostic test results for detection of infection in the absence (Section 6.1.) or in the 
presence of clinical signs (Section 6.2.) but does not evaluate whether the infectious agent is the cause of the clinical 
event. 

The case definitions for a suspect and confirmed case have been developed to support decision making related to trade 
and confirmation of disease status at the country, zone or compartment level. Case definitions for disease confirmation in 
endemically affected areas may be less stringent. It is recommended that all samples that yield suspect positive test results 
in an otherwise pathogen-free country or zone or compartment should be referred immediately to the OIE Reference 
Laboratory for confirmation, whether or not clinical signs are associated with the case. If a laboratory does not have the 
capacity to undertake the necessary diagnostic tests it should seek advice from the appropriate OIE Reference Laboratory. 

6.1. Apparently healthy animals or animals of unknown health status11 

Apparently healthy populations may fall under suspicion, and therefore be sampled, if there is an epidemiological link(s) 
to an infected population. Geographic proximity to, or movement of animals or animal products or equipment, etc., from 
a known infected population equate to an epidemiological link. Alternatively, healthy populations are sampled in surveys 
to demonstrate disease freedom.  

6.1.1. Definition of suspect case in apparently healthy animals 

The presence of infection with SAV shall be suspected if at least one of the following criteria is met: 

i) Positive result by real-time RT-PCR 

ii) Positive result by conventional RT-PCR  

iii) SAV-typical CPE in cell culture  

ii) Detection of neutralising activity against SAV in serum or plasma. 

6.1.2. Definition of confirmed case in apparently healthy animals 

The presence of infection with SAV is considered to be confirmed if in addition to the criteria in Section 6.1.1., 
one or more of the following criteria is met: 

i) A positive result on tissue preparations by real-time RT-PCR and a positive result by conventional RT-
PCR and sequencing of the amplicon 

ii) A positive result on tissue preparations by real-time RT-PCR and SAV-typical CPE in cell culture followed 
by virus identification by conventional RT-PCR and sequencing of the amplicon 

iii) Detection of neutralising activity against SAV in serum or plasma and SAV-typical CPE in cell culture 
followed by virus identification by conventional RT-PCR and sequencing of the amplicon 

iv) Detection of neutralising activity against SAV in serum or plasma and a positive result on tissue 
preparations by conventional RT-PCR and sequencing of the amplicon 

  

 
11  For example, transboundary commodities. 
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Reference Laboratories should be contacted for specimen referral when testing laboratories cannot undertake 
any of the recommended test methods and testing is being undertaken that will result in notification to the OIE. 

6.2 Clinically affected animals 

Clinical signs are not pathognomonic for a single disease; however, they may narrow the range of possible diagnoses.  

6.2.1. Definition of suspect case in clinically affected animals 

The presence of infection with SAV shall be suspected if at least one of the following criteria is met: 

i) Gross pathology or clinical signs associated with infection with SAV  

ii) Histopathology consistent with SAV infection  

iii) SAV-typical CPE in cell culture  

iv) Positive result by real-time RT-PCR  

v) Positive result by conventional RT-PCR  

v) SAV-typical CPE in cell culture  

vi) Detection of neutralising activity against SAV in serum or plasma. 

6.2.2. Definition of confirmed case in clinically affected animals 

The presence of infection with SAV is considered to be confirmed if, in addition to the criteria Section 6.2.1., one 
of the following criteria is met.: 

i) A positive result on tissue preparations by real-time RT-PCR and a positive result by conventional RT-
PCR and sequencing of the amplicon 

ii) A positive result on tissue preparations by real-time RT-PCR and SAV-typical CPE in cell culture followed 
by virus identification by conventional RT-PCR and sequencing of the amplicon 

iii) Detection of neutralising activity against SAV in serum or plasma and SAV-typical CPE in cell culture 
followed by virus identification by conventional RT-PCR and sequencing of the amplicon 

iv) Detection of neutralising activity against SAV in serum or plasma and a positive result on tissues 
preparations by conventional RT-PCR and sequencing of the amplicon 

v) A positive result on tissue preparations by conventional RT-PCR and sequencing of the amplicon 

Reference Laboratories should be contacted for specimen referral when testing laboratories cannot undertake 
any of the recommended test methods and testing is being undertaken that will result in notification to the OIE. 

6.3. Diagnostic sensitivity and specificity for diagnostic tests: under study 

The diagnostic performance of tests recommended for surveillance or diagnosis of infection with SAV are provided in 
Table 6.3. This information can be used for the design of surveys for infection with SAV, however, it should be noted 
that diagnostic performance is specific to the circumstances of each diagnostic accuracy study (including the test 
purpose, source population, tissue sample types and host species) and diagnostic performance may vary under 
different conditions. Data are only presented where tests are validated to at least level two of the validation pathway 
described in Chapter 1.1.2. and the information is available within published diagnostic accuracy studies. 

Table 6.3. Diagnostic performance of tests recommended for surveillance or diagnosis 

Test type Test 
purpose 

Source 
populations 

Tissue or 
sample 
types 

Species DSe 
(n) 

DSp 
(n) 

Reference 
test Citation 

         

         

DSe = diagnostic sensitivity, DSp = diagnostic specificity, n = number of samples used in the study. 
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C H A P T E R  2 . 3 . 5 .  
 

INFECTION WITH HPR-DELETED OR HPR0  
INFECTIOUS SALMON ANAEMIA VIRUS 

1. Scope 

Infection with infectious salmon anaemia virus (ISAV) means infection with the pathogenic agent highly polymorphic region 
(HPR)-deleted ISAV, or the non-pathogenic HPR0 (non-deleted HPR) ISAV of the Genus Isavirus and Family 
Orthomyxoviridae.  

HPR-deleted ISAV may cause disease in Atlantic salmon (Salmo salar), which is a generalised and lethal condition 
characterised by severe anaemia, and variable haemorrhages and necrosis in several organs.  

Detection of HPR0 ISAV has never been associated with clinical signs of disease in Atlantic salmon (Christiansen et al., 
2011).  A link between non-pathogenic HPR0 ISAV and pathogenic HPR-deleted ISAV has been suggested, with some 
disease outbreaks potentially occurring as a result of the emergence of HPR-deleted ISAV from HPR0 ISAV (Cardenas et 
al., 2014; Christiansen et al., 2017; Cunningham et al., 2002; Gagne & Leblanc, 2017; Mjaaland, et al., 2002). 

2. Disease information 

2.1. Agent factors 

2.1.1. Aetiological agent 

ISAV is an enveloped virus, 100–130 nm in diameter, however, there are studies that indicate greater size 
heterogeneity in cells of epithelial origin (Ramirez & Marshall, 2018). The virus genome consists of eight single-
stranded RNA segments with negative polarity (Dannevig et al., 1995). The virus has haemagglutinating, 
receptor-destroying and fusion activity (Falk et al., 1997; Mjaaland et al., 1997; Rimstad et al., 2011). 

The morphological, physiochemical and genetic properties of ISAV are consistent with those of the 
Orthomyxoviridae, and ISAV has been classified as the type species of the genus Isavirus (Kawaoka et al., 
2005) within this virus family. The nucleotide sequences of all eight genome segments, encoding at least ten 
proteins, have been described (Clouthier et al., 2002; Rimstad et al., 2011), including the 3’ and 5’ non-coding 
sequences (Kulshreshtha et al., 2010). Four major structural proteins have been identified, including a 68 kDa 
nucleoprotein, a 22 kDa matrix protein, a 42 kDa haemagglutinin-esterase (HE) protein responsible for receptor-
binding and receptor-destroying activity, and a 50 kDa surface glycoprotein with putative fusion (F) activity, 
encoded by genome segments 3, 8, 6 and 5, respectively. Segment 1, 2, and 4 encode the viral polymerases 
PB2, PB1 and PA. The two smallest genomic segments, segments 7 and 8, each contain two open reading 
frames (ORF). The ORF1 of segment 7 encodes a protein with type I interferon antagonistic properties, while 
ORF2 has been suggested to encode a nuclear export protein (NEP). Whether the ORF1 gene product is non-
structural or a structural component of the virion remains to be determined. The smaller ORF1 of segment 8 
encodes the matrix protein, while the larger ORF2 encodes an RNA-binding structural protein also with type I 
interferon antagonistic properties, and also interact with the host RNAi system. 

Sequence analysis of various gene segments has revealed differences between isolates both within and 
between defined geographical areas. According to sequence differences in a partial sequence of segment 6, 
two groups have been defined: one designated as a European clade and one designated as a North American 
clade (Gagne & LeBlanc, 2017). In the HE gene, a small HPR near the transmembrane domain has been 
identified. This region is characterised by the presence of gaps rather than single-nucleotide substitutions 
(Cunningham et al., 2002; Mjaaland et al., 2002). A full-length gene (HPR0) has been suggested to represent a 
precursor from which all ISAV HPR-deleted (pathogenic) variants of ISAV originate. The presence of non-
pathogenic HPR0 ISAV genome has been reported in both apparently healthy wild and farmed Atlantic salmon, 
but has not been detected in fish with clinical disease and pathological signs consistent with infection with HPR-
deleted ISAV (Christiansen et al., 2011; Cunningham et al., 2002; Markussen et al., 2008; McBeath et al., 2009). 
A mixed infection with HPR-deleted and HPR0 ISAV variants has been reported in the same fish (Cardenas et 
al., 2014; Kibenge et al., 2009). Recent studies show that HPR0 ISAV variants occur frequently in sea-reared   
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Atlantic salmon. HPR0 ISAV is seasonal and transient in nature and displays a tissue tropism with high 
prevalence in gills (Christiansen et al., 2011; Lyngstad et al., 2011). To date there has been no direct evidence 
linking the presence of HPR0 ISAV to a clinical disease outbreak. The risk of emergence of pathogenic HPR-
deleted ISAV variants from a reservoir of HPR0 ISAV is considered to be low but not negligible (Cardenas et 
al., 2014; Christiansen et al., 2011; 2017; EFSA, 2012).  

In addition to the variations seen in the HPR of the HE gene, other gene segments may also be of importance 
for development of clinical disease. A putative virulence marker has been identified in the fusion (F) protein. 
Here, a single amino acid substitution, or different sequence insertion, near the protein’s putative cleavage site 
has been found to be a prerequisite for virulence (Kibenge et al., 2007; Markussen et al., 2008). Aside from 
insertion/recombination, ISAV also uses gene segment reassortment in its evolution, with potential links to 
virulence (Cardenas et al., 2014; Devold et al., 2006; Gagne & Leblanc, 2017; Markussen et al., 2008; Mjaaland 
et al., 2005). 

2.1.2. Survival and stability in processed or stored samples 

A scientific study concluded that ISAV retains infectivity for at least 6 months at –80°C in tissue homogenates 
(Smail & Grant, 2012). Isolation in cell culture has been successful even from fish kept frozen whole at –20°C 
for several years. The experience of diagnostic laboratories has indicated the suitability of general procedures 
for sample handling (see Chapter 2.3.0) for ISAV. 

2.1.3. Survival and stability outside the host  

ISAV RNA has been detected by reverse-transcription polymerase chain reaction (RT-PCR) in seawater 
sampled at farm sites with ISAV-positive Atlantic salmon (Kibenge et al., 2004). It is difficult to estimate exactly 
how long the virus may remain infectious in the natural environment because of a number of factors, such as 
the presence of particles or substances that may bind or inactivate the virus. Exposing cell culture-propagated 
ISAV to 15°C for 10 days or to 4°C for 14 days had no effect on virus infectivity (Falk et al., 1997). 

For inactivation methods, see Section 2.4.5. 

2.2. Host factors 

2.2.1. Susceptible host species  

Species that fulfil the criteria for listing as susceptible to infection with ISAV according to Chapter 1.5 of Aquatic 
Animal Health Code (Aquatic Code) are: Atlantic salmon (Salmo salar), brown trout (Salmo trutta) and rainbow 
trout (Oncorhynchus mykiss). 

2.2.2. Species with incomplete evidence for susceptibility 

Species for which there is incomplete evidence to fulfil the criteria for listing as susceptible to infection with ISAV 
according to Chapter 1.5 of the Aquatic Code are: Atlantic herring (Clupea harengus) and amago trout 
(Oncorhynchus masou).  

In addition, pathogen-specific positive PCR results have been reported in the following species, but an active 
infection has not been demonstrated in vivo: Coho salmon (Oncorhynchus kisutch). 

2.2.3. Non-susceptible species 

Species that have been found to be non-susceptible to infection with ISAV according to Chapter 1.5. of the 
Aquatic Code are:  

Family Scientific name Common name Reference 
Caligidae Caligus rogercresseyi sea lice Ito et al., 2015 

Cyclopteridae Cyclopterus lumpus lumpfish Ito et al., 2015 
Cyprinidae Cyprinus carpio common carp Ito et al., 2015 

Gadidae 
Gadus morhua Atlantic cod MacLean et al., 2003;  

Snow & Raynard, 2005 
Pollachius virens saithe Snow et al., 2002 
Pollachius virens pollack Ito et al., 2015 

Mytilidae Mytilus edulis blue mussel Molloy et al., 2014;  
Skar & Mortensen, 2007 

Pleuronectidae Hippoglossus hippoglossus Atlantic halibut Ito et al., 2015 

Salmonidae Onchorhynchus tshawytscha Chinook salmon Rolland & Winton, 2003 
Carassius auratus goldfish Ito et al., 2015 
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2.2.4. Likelihood of infection by species, host life stage, population or sub-populations 

In Atlantic salmon, life stages from yolk sac fry to adults are known to be susceptible. Disease outbreaks are 
mainly reported in seawater cages, and only a few cases have been reported in the freshwater stage, including 
one case in yolk sac fry (Rimstad et al., 2011). Infection with HPR-deleted ISAV has been experimentally 
induced in both Atlantic salmon fry and parr kept in freshwater.  

2.2.5. Distribution of the pathogen in the host 

There is evidence of the presence of the virus in practically all organs of the fish, as well as in ovarian fluids and 
ova (Marshall et al., 2014), however, the HPR0 variant has a predilection for gills. 

HPR-deleted ISAV: Endothelial cells lining blood vessels seem to be the primary target cells for ISAV replication 
as demonstrated by electron microscopy, immunohistochemistry and in-situ hybridisation. Virus replication has 
also been demonstrated in leukocytes, and sinusoidal macrophages in kidney tissue stain positive for ISAV 
using immunohistochemistry (IHC). Furthermore, red blood cells may have virus aggregates on the outer cell 
membrane as indicated by IFAT with a monoclonal antibody (MAb) against the HE protein. As endothelial cells 
support replication and virus may be carried on red blood cells, virus may occur in any organ. Repeated sampling 
over the course of a chronic infection point to kidney and heart as the organs most likely to become test-positive. 
Clinical disease and macroscopic organ lesions appear foremost in severely anaemic Atlantic salmon (Aamelfot 
et al., 2012; Rimstad et al., 2011).  

For interaction with cells the haemagglutinin-esterase (HE) molecule of ISAV, like the haemagglutinin (HA) of 
other orthomyxoviruses (influenza A, B and C viruses), is essential for binding of the virus to sialic acid residues 
on the cell surface. In the case of ISAV, the viral particle binds to glycoprotein receptors containing 4-O-
acetylated sialic acid residues, which also functions as a substrate for the receptor-destroying enzyme. Further 
uptake and replication seem to follow the pathway described for influenza A viruses, indicated by demonstration 
of low pH-dependent fusion, inhibition of replication by actinomycin D and α-amanitin, early accumulation of 
nucleoprotein followed by matrix protein in the nucleus and budding of progeny virions from the cell surface 
(Cottet et al., 2011; Rimstad et al., 2011). 

HPR0 ISAV: As HPR0 ISAV has not been isolated in cell culture, controlled, experimental studies on virus 
distribution within the host are generally lacking. Observed tissue tropism was foremost in the gills when PCR 
testing was carried out on various organs of Atlantic salmon (Christiansen et al., 2011). In-situ immunostaining 
of HPR0 ISAV PCR-positive gills show staining limited to the epithelium indicating replication and shedding to 
water, rather than invasive infection. Immunostaining was unable to demonstrate HPR0 ISAV infection of 
internal organs. 

2.2.6. Aquatic animal reservoirs of infection  

Persistent infection in lifelong carriers has not been documented in Atlantic salmon, but at the farm level, 
infection may persist in the population by continuous infection of new individuals that do not develop clinical 
signs of disease. This may include infection with the HPR0 ISAV variants, which seems to be only transient in 
nature (Christiansen et al., 2011; Lyngstad et al., 2011). Experimental infection of rainbow trout and brown trout 
with ISAV indicate that persistent infection in these species could be possible (Rimstad et al., 2011). 

2.2.7. Vectors 

Transmission of ISAV by salmon lice and sea lice (Lepeophtheirus salmonis and Caligus rogercresseyi 
(Oelckers et al., 2014) has been demonstrated under experimental conditions.  

2.3. Disease pattern 

2.3.1. Mortality, morbidity and prevalence 

During outbreaks of infection with HPR-deleted ISAV, morbidity and mortality may vary greatly between net 
pens in a seawater fish farm, and between farms. Morbidity and mortality within a net pen may start at very low 
levels, with typical daily mortality between 0.5 to 1% in affected cages. Without intervention, mortality increases 
and often peaks in early summer and winter. The range of cumulative mortality during an outbreak is generally 
insignificant to moderate, but in severe cases, lasting several months, cumulative mortality may exceed 90%. 
Initially, a clinical disease outbreak may be limited to one or two net pens. In such cases, if affected fish are 
slaughtered immediately, further development of clinical infection with HPR-deleted ISAV at the site may be 
prevented. In outbreaks where smolts have been infected in well boats, simultaneous outbreaks on several 
farms may occur. 

HPR0 ISAV has not been associated with clinical disease in Atlantic salmon. 
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2.3.2. Clinical signs, including behavioural changes 

The most prominent external signs of infection with HPR-deleted ISAV are pale gills (except in the case of blood 
stasis in the gills), exophthalmia, distended abdomen, blood in the anterior eye chamber, and sometimes skin 
haemorrhages especially of the abdomen, as well as scale pocket oedema. 

Generally, Atlantic salmon naturally infected with HPR-deleted ISAV appear lethargic and may keep close to 
the wall of the net pen.  

Affected fish are generally in good condition, but diseased fish have no feed in the digestive tract. 

2.3.3. Gross pathology 

Fish infected with HPR-deleted ISAV may show a range of pathological changes, from none to severe, 
depending on factors such as infective dose, virus strain, temperature, age and immune status of the fish. No 
lesions are pathognomonic to infection with HPR-deleted ISAV, but anaemia and circulatory disturbances are 
always present. The following findings have been described to be consistent with infection with HPR-deleted 
ISAV, though all changes are seldom observed in a single fish: i) yellowish or blood-tinged fluid in peritoneal 
and pericardial cavities; ii) oedema of the swim bladder; iii) small haemorrhages of the visceral and parietal 
peritoneum; iv) focal or diffusely dark red liver (a thin fibrin layer may be present on the surface); v) swollen, 
dark red spleen with rounded margins; vi) dark redness of the intestinal wall mucosa in the blind sacs, mid- and 
hind-gut, without blood in the gut lumen of fresh specimens; vii) swollen, dark red kidney with blood and liquid 
effusing from cut surfaces; and viii) pinpoint haemorrhages of the skeletal muscle. 

2.3.4. Modes of transmission and life cycle 

The main route of infection is most likely through the gills for both HPR0 and HPR-deleted ISAV, but infection 
via the intestine or skin cannot be excluded. 

ISAV may be shed in mucous, urine, faeces (Totland et al., 1996), ovarian fluid and ova (Marshall et al., 2014), 
but shedding from localised gill infection may be most important. 

HPR0 ISAV has not been isolated in cell culture, which hampers in-vivo and in-vitro studies of characteristics 
and the life cycle of this variant.  

2.3.5. Environmental factors  

Generally, outbreaks of infection with HPR-deleted ISAV tend to be seasonal, occurring in early summer and 
winter; however, outbreaks can occur at any time of the year.  

2.3.6. Geographical distribution 

ISAV was initially reported in Norway in the mid-1980s (Thorud & Djupvik, 1988). It has since been reported in 
other countries in Europe, North America and South America. The presence of the HPR0 ISAV variant has been 
reported in all countries where infection with HPR-deleted ISAV has occurred. For recent information on 
distribution at the country level consult the WAHIS interface 
(https://www.oie.int/wahis_2/public/wahid.php/Wahidhome/Home). 

2.4. Biosecurity and disease control strategies  

2.4.1. Vaccination 

Vaccination against infection with ISAV has been carried out in North America since 1999 and the Faroe Islands 
since 2005. In Norway, vaccination is not normally done, but was carried out for the first time in 2009 in a region 
where outbreaks were associated with a high rate of infection with HPR-deleted ISAV. Chile started vaccinating 
against infection with ISAV in 2010. However, vaccine efficacy seems insufficient given all cases of both HPR0 
and HPR-deleted ISAV that occurred in the Faroe Islands have occurred in vaccinated fish. The same lack of 
efficacy has been observed in Norway after vaccination around outbreak areas. 

2.4.2. Chemotherapy including blocking agents 

Chemotherapy is currently not available. However, the broad-spectrum antiviral drug Ribavirin (1-β-D-
ribofuranosyl-1,2,4-triazole-3-carboxamide) is effective in inhibiting ISAV replication both in vitro and in vivo 
(Rivas-Aravena et al., 2011). It should also be noted that interfering peptides have recently been shown to have 
a non-toxic antiviral effect against ISAV (Cardenas et al., 2020). 
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2.4.3. Immunostimulation 

Not applicable. 

2.4.4. Breeding resistant strains 

Differences in susceptibility among different family groups of Atlantic salmon in freshwater have been observed 
in challenge experiments and in field tests (Gjoen et al., 1997). Breeding companies are using infection trials, 
family selection and genomic selection to improve ISA resistance, but scientific information on the effect of this 
on disease incidence or prevalence of subclinical infection is lacking. 

2.4.5. Inactivation methods 

ISAV is sensitive to UV irradiation (UVC) and ozone. A 3-log reduction in infectivity in sterile freshwater and 
seawater was obtained with a UVC dose of approximately 35 Jm–2 and 50 Jm–2, respectively, while the 
corresponding value for ISAV in wastewater from a fish-processing plant was approximately  
72 Jm–2. Ozonated seawater (4 minutes with 8 mg ml–1, 600–750 mV redox potential) may inactivate ISAV 
completely. Incubation of tissue homogenate from diseased fish at pH 4 or pH 12 for 24 hours inactivated ISAV. 
Incubation in the presence of chlorine (100 mg ml–1) for 15 minutes also inactivated the virus (Rimstad et al., 
2011). Cell culture-isolated ISAV may survive for weeks at low temperatures, but virus infectivity is lost within 
30 minutes of exposure at 56°C (Falk et al., 1997). 

2.4.6. Disinfection of eggs and larvae 

Disinfection of eggs according to standard procedures is suggested as an important control measure (see 
chapter 4.4 of the Aquatic Code). 

2.4.7. General husbandry 

The incidence of infection with ISAV may be greatly reduced by implementation of legislative measures or 
husbandry practices regarding the movement of fish, mandatory health control, transport and slaughterhouse 
regulations. Specific measures including restrictions on affected, suspected and neighbouring farms, enforced 
sanitary slaughtering, generation segregation (‘all in/all out’) as well as disinfection of offal and wastewater from 
fish slaughterhouses and fish processing plants may also contribute to reducing the incidence of the disease.  

Handling of fish (e.g. sorting or treatment, splitting or moving of cages) may initiate disease outbreaks on 
infected farms, especially if long-term undiagnosed problems have been experienced (Lyngstad et al., 2008). 

The experience from the Faroe Islands, where the prevalence of HPR0 ISAV is high, demostrates that the 
combination of good biosecurity and husbandry substantially reduces the risk of outbreaks of infection with HPR-
deleted ISAV. 

3. Specimen selection, sample collection, transportation and handling  

3.1. Selection of populations and individual specimens  

For detection of HPR-deleted ISAV, fish displaying clinical signs, gross pathology and anaemia should be sampled. 

For detection of HPR0 ISAV, randomly selected individuals should be sampled at different time points throughout the 
production cycle.  

3.2. Selection of organs or tissues 

3.2.1. Detection of HPR-deleted ISAV 

Only internal organs that have not been exposed to the environment should be used for diagnostic testing. 

The organs or tissue material to be sampled and examined must be: i) for histology: mid-kidney, liver, heart, 
pancreas, intestine, spleen and gill; ii) for immunohistochemistry: mid-kidney and heart including valves and bulbus 
arteriosus; iii) for conventional RT-PCR and real-time RT-PCR analysis: mid-kidney and heart; and iv) for virus 
culture: mid-kidney, heart, liver and spleen. 
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3.2.2. Detection of HPR0 ISAV 

Gill tissue is recommended, however, HPR0 ISAV has also been detected in the mid-kidney and heart. It is, 
therefore, suggested to use pools of the three organs for detection purposes. 

3.3. Samples or tissues not suitable for pathogen detection 

Information on samples or tissues not suitable for pathogen detection is lacking; follow recommendations in Section 
3.2 for virus detection. 

3.4. Non-lethal sampling 

Blood is preferred for non-lethal sampling based on a study by Giray et al. (2005) in which blood and mucus was 
compared with kidney samples derived from both clinical and non-clinical fish and tested by RT-PCR and virus 
isolation in cell culture. 

3.5. Preservation of samples for submission 

For guidance on sample preservation methods for the intended test methods, see Chapter 2.3.0. 

3.5.1. Samples for pathogen isolation  

The success of pathogen isolation and results of bioassay depend strongly on the quality of samples (time since 
collection and time in storage). Fresh specimens should be kept on ice and preferably sent to the laboratory 
within 24 hours of collection. To avoid degradation of samples, use alternative storage methods only after 
consultation with the receiving laboratory. 

3.5.2. Preservation of samples for molecular detection 

Tissue samples for PCR testing should be preserved in 70–90% (v/v) analytical/reagent-grade (undenatured) 
ethanol. The recommended ratio of ethanol to tissue is 10:1 based on studies in terrestrial animal and human 
health. The use of lower grade (laboratory or industrial grade) ethanol is not recommended. If material cannot 
be fixed it may be frozen. Commercial RNA preservatives are available, such as RNAlater, which have better 
efficacy than ethanol at room temperature. Commercial fixatives validated to be at least as effective as the 
fixatives described above may be used. 

3.5.3. Samples for histopathology, immunohistochemistry or in-situ hybridisation 

Tissue samples for histopathology should be fixed immediately after collection. Gills need to be fixed 
immediately after euthanasia. Thickness of tissues for fixation must not exceed 4–5 mm. The recommended 
ratio of fixative to tissue is 10:1, and neutral, phosphate-buffered, 10% formalin is recommended as this fixative 
is compatible with the immunohistochemistry procedure for ISAV. 

3.5.4. Samples for electron microscopy 

ISAV has been characterised by transmission electron microscopy (TEM) using general procedures (Falk et al., 
1997). 

3.5.5. Samples for other tests 

At present, other tests, for example serology tests, are not used for diagnostic purposes.   

3.6. Pooling of samples 

Data are available regarding the effect of pooling samples on the detection of ISAV that indicate the effects are related 
to the prevalence of the disease in the fish population (Hall et al., 2013; 2014). Small life stages such as fry or 
specimens up to 0.5 g can be pooled to provide the minimum amount of material needed for testing. If pooling is 
used, it is recommended to pool organ pieces from a maximum of five fish.  
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4. Diagnostic methods 

The methods currently available for identifying infection that can be used in i) surveillance of apparently healthy 
populations), ii) presumptive and iii) confirmatory diagnostic purposes are listed in Table 4.1. by life stage. The designations 
used in the Table indicate:  

Key:  
+++ = Recommended method(s) validated for the purpose shown and usually to stage 3 of the OIE 

Validation Pathway; 
++ =  Suitable method(s) but may need further validation;  
+ =  May be used in some situations, but cost, reliability, lack of validation or other factors severely limits 

its application;  
Shaded boxes =  Not appropriate for this purpose. 

The selection of a test for a given purpose depends on the analytical and diagnostic sensitivities and specificities 
repeatability and reproducibility. OIE Reference Laboratories welcome feedback on diagnostic performance for assays, in 
particular PCR methods, for factors affecting assay analytical sensitivity or analytical specificity, such as tissue components 
inhibiting amplification, presence of nonspecific or uncertain bands, etc., and any assays that are in the +++ category. 
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Table 4.1. OIE recommended diagnostic methods and their level of validation for surveillance of apparently healthy animals and investigation of clinically affected animals  

Method 

A. Surveillance of apparently healthy 
animals 

B. Presumptive diagnosis of clinically 
affected animals 

C. Confirmatory diagnosis1 of a suspect result 
from surveillance or presumptive diagnosis 

Early life 
stages2 Juveniles2 Adults LV Early life 

stages2 Juveniles2 Adults LV Early life 
stages2 Juveniles2 Adults LV 

Gross signs     + + + 1     

Histopathology3     ++ ++ ++ 1     

Cell or artificial media 
culture     ++ ++ ++ 1 +++ +++ +++ NA 

Real-time RT-PCR +++ +++ +++ 1 +++ +++ +++ 3     

Conventional RT-PCR + + + 1 ++ ++ ++ 1 + + + NA 

Amplicon sequencing4         +++ +++ +++ NA 

In-situ hybridisation             

Immunohistochemistry     ++ ++ ++ 1 ++ ++ ++ NA 

IFAT on kidney imprints  
or blood     ++ ++ ++ 1 +++ +++ +++ NA 

Bioassay             

LAMP             

Ab-ELISA             

Ag-ELISA             

Other antigen detection 
methods5             

LV = level of validation, refers to the stage of validation in the OIE Pathway (chapter 1.1.2); NA = not applicable; RT-PCR = reverse-transcription polymerase chain reaction;  
LAMP = loop-mediated isothermal amplification; Ab- or Ag-ELISA = antibody or antigen enzyme-linked immunosorbent assay, respectively.  

1For confirmatory diagnoses, methods need to be carried out in combination (see Section 6). 2Early and juvenile life stages have been defined in Section 2.2.4.  
3Histopathology and cytopathology can be validated if the results from different operators have been statistically compared. 4Sequencing of the PCR product. 

Shading indicates the test is inappropriate or should not be used for this purpose. 
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4.1. Wet mounts  

Not applicable. 

4.2. Histopathology and cytopathology 

Histological changes in clinically diseased Atlantic salmon are variable, but can include the following: 

i) Numerous erythrocytes in the central venous sinus and lamellar capillaries where erythrocyte thrombi also form 
in the gills. 

ii) Multifocal to confluent haemorrhages and/or hepatocyte necrosis at some distance from larger vessels in the 
liver. Focal accumulations of erythrocytes in dilated hepatic sinusoids. 

iii) Accumulation of erythrocytes in blood vessels of the intestinal lamina propria and eventually haemorrhage into 
the lamina propria. 

iv) Spleen stroma distended by erythrocyte accumulation. 

v) Slight multifocal to extensive diffuse interstitial haemorrhage with tubular necrosis in the haemorrhagic areas, 
erythrocyte accumulation in the glomeruli in the kidney. 

vi) Erythrophagocytosis in the spleen and secondary haemorrhages in liver and kidney. 

Virus has been observed in endothelial cells and leukocytes by electron microscopy of tissue preparations, but this 
method has not been used for diagnostic purposes. 

• Haematocrit <10 in end stages (25–30 often seen in less advanced cases). Haematocrit <10 should always be 
followed up by investigation for infection with HPR-deleted ISAV in seawater reared Atlantic salmon. 

• Blood smears with degenerate and vacuolised erythrocytes and the presence of erythroblasts with irregular 
nuclear shape. Differential counts show a reduction in the proportion of leucocytes relative to erythrocytes, with 
the largest reduction being among lymphocytes and thrombocytes. 

Liver pathology will lead to increased levels of liver enzymes in the blood. 

4.3. Cell or artificial media culture for isolation 

ASK cells (Devold et al., 2000) are recommended for primary HPR-deleted ISAV isolation, but other susceptible 
cell lines, such as SHK-1 (Dannevig et al., 1995), may be used. However, strain variability and the ability to replicate 
in different cell lines should be taken into consideration. The ASK cells seem to support isolation and growth of the 
hitherto known virus isolates. A more distinct cytopathic effect (CPE) may appear in ASK cells. Both the SHK-1 and 
ASK cell lines appear to lose susceptibility to HPR-deleted ISAV with increasing passage.  

The SHK-1 and ASK cells are grown at 20°C in Leibovitz’s L-15 cell culture medium supplemented with fetal bovine 
serum (5% or 10%), L-glutamine (4 mM), gentamicin (50 µg ml–1) and 2-mercapto-ethanol (40 µM) (this latter 
supplement may be omitted). 

For virus isolation, cells grown in 25 cm2 tissue culture flasks or multi-well cell culture plates, which may be sealed 
with parafilm or a plate sealer to stabilise the pH of the medium, may be used. Cells grown in 24-well plates may 
not grow very well into monolayers, but this trait may vary between laboratories and according to the type of cell 
culture plates used. Serially diluted HPR-deleted ISAV-positive controls should be inoculated in parallel with the 
tissue samples as a test for cell susceptibility to HPR-deleted ISAV (this should be performed in a separate location 
from that of the test samples). See Chapter 2.3.0 for the methods used for inoculation of  cell monolayers, monitoring 
the cultures and sub-cultivation. 

The procedure has been successful for isolation of HPR-deleted ISAV from fish with clinical signs or from 
suspect cases. HPR0 ISAV has hitherto not been isolated in cell culture. 

Cell lines should be monitored to ensure that their susceptibility to targeted pathogens has not changed. 

4.4. Nucleic acid amplification  

4.4.1. Real-time PCR  
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The primers and probes shown in Table 4.4.1 for real-time RT-PCR will detect both European and North-
American HPR-deleted ISAV and HPR0 ISAV. Real-time RT-PCR may be used for detection of ISAV from total 
RNA (or total nucleic acid) extracted from recommended organs/tissues (see Section 3.2) and is recommended 
over RT-PCR (see Section 4.4.2.) as it has increased specificity and, probably, also sensitivity. The primer sets 
derived from genomic segment 8 and segment 7 have been used by several laboratories and have been found 
suitable for detection of ISAV during disease outbreaks and in apparently healthy carrier fish. 

With the widespread occurrence of HPR0 ISAV variants, it is essential to follow up any positive PCR results 
based on segment 7 or 8 primer sets by sequencing the HPR of segment 6 in order to determine if the isolate 
is either HPR-deleted or HPR0 ISAV or both. Primers, designed and validated by the OIE Reference Laboratory, 
are given in Table 4.4.2. Validation of the HPR primer set for the North American HPR0 isolates is restricted by 
the limited sequence data available in the Genbank for the 3’ end of ISAV segment 6. 

The primers for segment 7 and 8 as well as sequencing primers for segment 6 HPR, are listed below and may 
also be used for conventional RT-PCR if necessary. 

Table 4.4.1. Primer and probes sequences and cycling conditions for ISAV real-time RT-PCR 

Primer and probe sequences (5’–>3’) 
(concentration) 

Cycling conditions Genomic 
segment 

Amplicon 
size (bp) 

Reference 

For: CAG-GGT-TGT-ATC-CAT-GGT-TGA-AAT-G 
(900nM) 
Rev: GTC-CAG-CCC-TAA-GCT-CAA-CTC- (900nM) 
Probe: 6FAM-CTC-TCT-CAT-TGT-GAT-CCC-MGBNFQ 
(250nM) 

1 × 2 minutes @ 
50°C 
 
1 × 10 minutes @ 
95°C 
 
45 × 15 seconds @ 
95°C and 1 minute 
@ 60°C 

7 155 Snow et al., 
2006 

For: CTA-CAC-AGC-AGG-ATG-CAG-ATG-T (900 nM) 
Rev: CAG-GAT-GCC-GGA-AGT-CGA-T (900 nM) 
Probe: 6FAM-CAT-CGT-CGC-TGC-AGT-TC-MGBNFQ 
(250 nM) 

8 104 Snow et al., 
2006 

The following controls should be run with each assay: negative extraction control; positive control; no template 
control; internal PCR control. The positive control should be distinguishable from viral genomic sequence, thus 
allowing detection of any cross-contamination leading to false positive results. 

4.4.2. Conventional PCR 

The primers described in Table 4.4.2 for RT-PCR will detect both European and North-American HPR-deleted 
ISAV and HPR0 ISAV. RT-PCR may be used for detection of ISAV from total RNA (or total nucleic acid) 
extracted from recommended organs/tissues (see Section 3.2). However, the real-time RT-PCR (see Section 
4.4.1.) for the detection of ISAV is recommended as it has increased specificity and, probably, also sensitivity. 

Table 4.4.2. Primer sequences and cycling conditions for ISAV Segment 6 RT-PCR 

Primer sequences (5’–>3’) 
(concentration) 

Cycling conditions Amplicon 
size (bp) 

Reference 

For: GAC-CAG-ACA-AGC-TTA-GGT-AAC-ACA-GA  
(200 nM) 
Rev: GAT-GGT-GGA-ATT-CTA-CCT-CTA-GAC-TTG-
TA (200 nM) 

1 × 30 minutes @ 50°C 
 
1 × 2 minutes @ 94°C 
 
40 × 1 minute @ 94°C, 1 minute 
@ 50°C, 1 minute @ 68°C 
 
1 × 7 minutes @ 68°C 

304  
if HPR0 

Designed 
by OIE Ref. 

Lab. 

With the widespread occurrence of HPR0 ISAV variants, it is essential to follow up any positive PCR results 
based on segment 7 or 8 primer sets by sequencing the HPR of segment 6 in order to determine if the isolate 
is either HPR-deleted or HPR0 ISAV or both. Primers, designed and validated by the OIE Reference Laboratory,   
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are given in Table 4.4.2. Validation of the HPR primer set for the North-American HPR0 isolates is restricted by 
the limited sequence data available in the Genbank for the 3’ end of ISAV segment 6. 

The primers for segment 7 and 8 may also be used for conventional RT-PCR if necessary. 

The following controls should be run with each assay: negative extraction control; positive control; no template 
control; internal PCR control. The positive control should be distinguishable from viral genomic sequence, thus 
allowing detection of any cross-contamination leading to false positive results. 

4.5. Amplicon sequencing 

There is evidence of the generation of complete amplicons for the eight segments of the viral genome that include 
the 5’ and 3’ ends of each one (Toro-Ascuy et al., 2015). 

The segment 6 assay primers given in Section 4.4.2 are used for PCR and amplicon sequencing. 

4.6. In-situ hybridisation 

Published methods are available but not recommended due to lack of validation. 

4.7. Immunohistochemistry 

Polyclonal antibody against HPR-deleted ISAV nucleoprotein is used on paraffin sections from formalin-fixed tissue. 
This IHC staining has given positive reactions in both experimentally and naturally infected Atlantic salmon. 
Preferred organs are mid-kidney and heart (transitional area including all three chambers and valves). Suspect 
cases due to pathological signs are verified with a positive IHC. Histological sections are prepared according to 
standard methods.  

i) Preparation of tissue sections 

The tissues are fixed in neutral phosphate-buffered 10% formalin for at least 1 day, dehydrated in graded 
ethanol, cleared in xylene or isopropanol and embedded in paraffin, according to standard protocols. 
Approximately 3 µm thick sections (for IHC sampled on poly-L-lysine-coated slides) are heated at 56–58°C 
(maximum 60°C) for at least 20 minutes, dewaxed in xylene, rehydrated through graded ethanol, and stained 
with haematoxylin and eosin for pathomorphology and IHC as described below. 

ii) Staining procedure for IHC 

All incubations are carried out at room temperature on a rocking platform, unless otherwise stated. 

a) Antigen retrieval is achieved by boiling sections in 0.1 M citrate buffer pH 6.0 for 2 × 5 minutes followed 
by blocking with 5% non-fat dry milk and 2% goat serum in 50 mM TBS (TBS; Tris/HCl 50 mM, NaCl 150 
mM, pH 7.6) for 20 minutes.  

b) Sections are then incubated overnight at 4°C with primary antibody (monospecific rabbit antibody against 
ISAV nucleoprotein) diluted in TBS with 1% non-fat dry milk, followed by three washes in TBS, the last 
wash with 0.1% Tween 20.  

c) For detection of bound antibodies, sections are incubated with biotinylated goat anti rabbit IgG (diluted 
1/200 in 2.5% BSA in Tris) for 60 minutes, followed by ABC-AP (diluted 1/100 in Tris) for 45 minutes. 
Following a final wash, Fast Red (1 mg ml–1) and Naphthol AS-MX phosphate (0.2 mg ml–1) with 1 mM 
Levamisole in 0.1 M TBS (pH 8.2) are added to develop for 20 minutes. Sections are then washed in tap 
water before counterstaining with Harris haematoxylin and mounted in aqueous mounting medium. ISAV 
positive and ISAV negative tissue sections are included as controls in every setup. 

iii) Interpretation 

Negative control sections should not have any significant colour reactions. Positive control sections should 
have clearly visible red-coloured cytoplasmic and intranuclear staining of endothelial cells in blood vessels or 
heart endocardium. A test sample section should only be regarded as positive if clear, intranuclear red staining 
of endothelial cells is found. The intranuclear localisation is particular to the orthomyxovirus nucleoprotein 
during a stage of virus replication. Concurrent cytoplasmic staining is often dominant. Cytoplasmic and other 
staining patterns without intranuclear localisation must be considered as nonspecific or inconclusive.  
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The strongest positive staining reactions are usually obtained in endothelial cells of heart and kidney. 
Endothelial staining reactions within very extensive haemorrhagic lesions can be slight or absent, possibly 
because of lysis of infected endothelial cells. 

4.7.1. Indirect fluorescent antibody test on tissue smears 

An indirect fluorescent antibody test (IFAT) using validated MAbs against ISAV haemagglutinin-esterase (HE) 
on kidney smears (imprints), on blood or on frozen tissue sections of kidney, heart and liver has given positive 
reactions in both experimentally and naturally infected Atlantic salmon. Suspect cases (see Section 6.1) may 
be confirmed with a positive IFAT. 

i) Preparations of tissue smears (imprints) 

A small piece of the mid-kidney is briefly blotted against absorbent paper to remove excess fluid, and 
several imprints in a thumbnail-sized area are made on poly-L-lysine-coated microscope slides. The 
imprints are air-dried, fixed in chilled 100% acetone for 10 minutes and stored either at 4°C for a few days 
or at –80°C until use. 

ii) Staining procedure 

After blocking with 5% non-fat dry milk in phosphate-buffered saline (PBS) for 30 minutes, the preparations 
are incubated for 1 hour with an appropriate dilution of anti-ISAV MAb, followed by three washes. For the 
detection of bound antibodies, the preparations are incubated with fluorescein isothiocyanate (FITC)-
conjugated anti-mouse Ig for 1 hour. PBS with 0.1% Tween 20 is used for washing. All incubations are 
performed at room temperature. 

iii) Preparation of blood smear (imprint) 

Blood fraction is obtain using a discontinuous Percoll gradient. A small fraction is smeared on poly-L-lysine-
coated microscope slide. The imprint is air-dried, fixed in chilled 100% acetone for 10 minutes and stored 
either at 4°C for a few days or at –80°C until use. 

iv) Staining procedure 

After blocking with 5% non-fat dry milk in phosphate-buffered saline (PBS) for 30 minutes, the preparation 
is incubated for 1 hour with appropriate dilution of anti-ISAV MAb, followed by three washes. For the 
detection of bound antibodies, the preparation is incubated with fluorescein isothiocyanate (FITC)-
conjugated anti-mouse Ig for 1 hour. PBS with 0.1% Tween 20 is used for washing. All incubations are 
performed at room temperature. 

4.8. Bioassay 

Not available. 

4.9. Antibody- or antigen-based detection methods 

Virus identification by IFAT 

All incubations are carried out at room temperature unless otherwise stated.  

i) Prepare monolayers of cells in appropriate tissue culture plates (e.g. 96-well or 24-well plates), in slide flasks 
or on cover-slips dependent on the type of microscope available (an inverted microscope equipped with UV 
light is necessary for monolayers grown on tissue culture plates). SHK-1 cells grow rather poorly on glass 
cover-slips. The necessary monolayers for negative and positive controls must be included. 

ii) Inoculate the monolayers with the virus suspensions to be identified in tenfold dilutions, two monolayers for 
each dilution. Add positive virus control in dilutions known to give a good staining reaction. Incubate inoculated 
cell cultures at 15°C for 7 days or, if CPE appears, for a shorter time. 

iii) Fix in 80% acetone for 20 minutes after removing cell culture medium and rinsing once with 80% acetone. 
Remove the fixative and air dry for 1 hour. The fixed cell cultures may be stored dry for less than 1 week at 
4°C or at –20°C for longer storage.  

iv) Incubate the cell monolayers with anti-HPR-deleted ISAV MAb in an appropriate dilution in PBS for 1 hour, 
and rinse twice with PBS/0.05% Tween 20. If non-specific binding is observed, incubate with PBS containing 
0.5% dry skimmed milk. 
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v) Incubate with FITC-conjugated goat anti-mouse immunoglobulin for 1 hour (or if antibody raised in rabbits is 
used as the primary antibody, use FITC-conjugated antibody against rabbit immunoglobulin), according to the 
instructions of the supplier. To increase the sensitivity, FITC-conjugated goat anti-mouse Ig may be replaced 
with biotin-labelled anti-mouse Ig and FITC-labelled streptavidin with the described rinsing in between the 
additional step. Rinse once with PBS/0.05% Tween 20, as described above. The nuclei can be stained with 
propidium iodide (100 µg ml–1 in sterile distilled water). Add PBS (without Tween 20) and examine under UV 
light. To avoid fading, the stained plates should be kept in the dark until examination. For long periods of 
storage (more than 2–3 weeks a solution of 1,4-diazabicyclooctane (DABCO 2.5% in PBS, pH 8.2) or similar 
reagent may be added as an anti-fade solution. 

4.10. Other methods 

None published or validated. 

5. Test(s) recommended for surveillance to demonstrate freedom in apparently healthy populations 

Real-time RT-PCR is validated for surveillance to demonstrate freedom in apparently healthy populations.  

6. Corroborative diagnostic criteria 

This section only addresses the diagnostic test results for detection of infection in the absence (Section 6.1.) or in the 
presence of clinical signs (Section 6.2.) but does not evaluate whether the infectious agent is the cause of the clinical 
event. 

The case definitions for a suspect and confirmed case have been developed to support decision making related to trade 
and confirmation of disease status at the country, zone or compartment level. Case definitions for disease confirmation in 
endemically affected areas may be less stringent. It is recommended that all samples that yield suspect positive test results 
in an otherwise pathogen-free country or zone or compartment should be referred immediately to the OIE Reference 
Laboratory for confirmation, whether or not clinical signs are associated with the case. If a laboratory does not have the 
capacity to undertake the necessary diagnostic tests it should seek advice from the appropriate OIE Reference Laboratory. 

6.1. Apparently healthy animals or animals of unknown health status12 

Apparently healthy populations may fall under suspicion, and therefore be sampled, if there is an epidemiological 
link(s) to an infected population. Geographic proximity to, or movement of animals or animal products or equipment, 
etc., from a known infected population equate to an epidemiological link. Alternatively, healthy populations are 
sampled in surveys to demonstrate disease freedom.  

6.1.1. Definition of suspect case in apparently healthy animals 

The presence of infection with HPR0 or HPR-deleted ISAV shall be suspected if at least one of the following 
criteria is met: 

i) ISAV-typical CPE in cell cultures (HPR-deleted only) 

ii) Positive result by conventional RT-PCR 

iii) Positive result by real-time RT-PCR 

6.1.2. Definition of confirmed case in apparently healthy animals 

Reference Laboratories should be contacted for specimen referral when testing laboratories cannot undertake 
any of the recommended test methods and testing is being undertaken that will result in notification to the OIE. 

Definition of confirmed case of infection with HPR-deleted ISAV 

  

 
12  For example: transboundary commodities. 
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The presence of infection with HPR-deleted ISAV is considered to be confirmed if, in addition to the criteria in 
Section 6.1.1, one or more of the following criteria are met: 

i) ISAV-typical CPE in ASK cell culture and virus identification by by conventional RT-PCR and sequencing 
of the HE-gene to verify HPR-deletion 

ii) Detection of ISAV in tissue preparations by conventional RT-PCR and detection of ISAV in histological 
sections by immunoassay using specific anti-ISAV antibodies (IFAT or immunohistochemistry) 

iii) Detection of ISAV in tissue preparations by real time RT-PCR and detection of ISAV in tissue preparations 
by conventional PCR followed by sequencing of the HE-gene to verify HPR-deletion 

iv) Detection of ISAV in tissue preparations by real time RT-PCR and detection of ISAV in histological sections 
by immunoassay using specific anti-ISAV antibodies (IFAT or immunohistochemistry) 

v) Detection of ISAV in tissue preparations by real-time RT-PCR and ISAV-typical CPE in cell culture followed 
by virus identification by conventional RT-PCR and sequencing of the amplicon 

vi) Detection of ISAV in tissue preparations by conventional PCR followed by sequencing of the amplicon 

Definition of confirmed case of infection with HPR0 ISAV 

The presence of infection with HPR0 ISAV is considered to be confirmed if the following criterion is met: 

i) Detection of ISAV by conventional RT-PCR followed by amplification and sequencing of the HPR region 
of segment 6 

6.2. Clinically affected animals 

Clinical signs are not pathognomonic for a single disease; however they may narrow the range of possible diagnoses. 

6.2.1. Definition of suspect case in clinically affected animals 

The presence of infection with HPR-deleted ISAV shall be suspected if at least one of the following criteria is 
met: 

i) Gross pathology or clinical signs associated with the disease as described in this chapter, with or without 
elevated mortality 

ii) Histo- or cytopathological changes consistent with the presence of the pathogen or the disease 

iii) ISAV-typical CPE in ASK cell culture 

iv) Positive result by a real-time RT-PCR 

v) Positive result of a conventional RT-PCR 

vi) Positive result by immunohistochemistry 

vii) Positive result by IFAT tissue imprints 

6.2.2. Definition of confirmed case in clinically affected animals 

The presence of infection with HPR-deleted ISAV is considered to be confirmed if one or more of the following 
criteria is met: 

i) ISAV-typical CPE in ASK cell culture and virus identification by conventional RT-PCR and sequencing of 
the HE-gene to verify HPR-deletion 

ii) Detection of ISAV in tissue preparations by conventional RT-PCR and detection of ISAV in histological 
sections by immunoassay using specific anti-ISAV antibodies (IFAT or immunohistochemistry) 

iii) Detection of ISAV in tissue preparations by real-time RT-PCR, followed by conventional RT-PCR and 
sequencing of the HE-gene to verify HPR-deletion 

iv) Detection of ISAV in tissue preparations by real-time RT-PCR and detection of ISAV in tissue preparations 
by means of specific antibodies against ISAV (IFAT or immunohistochemistry) 

  

http://www.oie.int/index.php?id=2439&L=0&htmfile=chapitre_vhs.htm#BAAIBDBH
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v) Detection of ISAV in tissue preparations by real-time RT-PCR and ISAV-typical CPE in cell culture followed 
by virus identification by conventional RT-PCR and sequencing of the amplicon 

vi) Detection of ISAV in tissue preparations by conventional PCR followed by sequencing of the amplicon 

Reference Laboratories should be contacted for specimen referral when testing laboratories cannot undertake 
any of the recommended test methods and testing is being undertaken that will result in notification to the OIE. 

6.3. Diagnostic sensitivity and specificity for diagnostic tests: under study 

The diagnostic performance of tests recommended for surveillance or diagnosis of infection with ISAV are provided 
in Table 6.3. This information can be used for the design of surveys for infection with ISAV, however, it should be 
noted that diagnostic performance is specific to the circumstances of each diagnostic accuracy study (including the 
test purpose, source population, tissue sample types and host species) and diagnostic performance may vary under 
different conditions. Data are only presented where tests are validated to at least level two of the validation pathway 
described in Chapter 1.1.2. and the information is available within published diagnostic accuracy studies. 

6.3.1. For presumptive diagnosis of clinically affected animals 

Test type Test 
purpose 

Source 
populations 

Tissue or 
sample 
types 

Species DSe (n) DSp (n) Reference 
test Citation 

         

DSe: = diagnostic sensitivity, DSp = diagnostic specificity, n = number of samples used in the study, 
PCR: = polymerase chain reaction; NA = not available. 

6.3.2. For surveillance of apparently healthy animals 

Test type Test 
purpose 

Source 
populations 

Tissue or 
sample 
types 

Species DSe (n) DSp (n) Reference 
test Citation 

         

DSe: = diagnostic sensitivity, DSp = diagnostic specificity, n = number of samples used in the study, 
PCR: = polymerase chain reaction. 
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* 
*   * 

NB: There are OIE Reference Laboratories for Infection with infectious salmon anaemia virus 
(see Table at the end of this Aquatic Manual or consult the OIE Web site for the most up-to-date list: 

http://www.oie.int/en/our-scientific-expertise/reference-laboratories/list-of-laboratories/ ).  
Please contact the OIE Reference Laboratory for any further information on  

Infection with infectious salmon anaemia virus 

NB: FIRST ADOPTED IN 1995 AS INFECTIOUS SALMON ANAEMIA; MOST RECENT UPDATES ADOPTED IN 2018. 

Volver al orden del día 
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C H A P T E R  2 . 3 . 7 .  
 

INFECTION WITH KOI  HERPESVIRUS   

1. Scope 

Infection with koi herpesvirus means infection with all genotypes of the pathogenic agent cyprinid herpesvirus-3 (CyHV-3), 
of the Genus Cyprinivirus in the Family Alloherpesviridae (Haramoto et al., 2007; Waltzek et al., 2009). 

2. Disease information 

2.1. Agent factors 

2.1.1. Aetiological agent 

Koi herpesvirus (KHV), also known as carp interstitial nephritis and gill necrosis virus (CNGV) (Ilouze et al., 
2010), has been classified as cyprinid herpesvirus-3 (CyHV-3) following the nomenclature of other cyprinid 
herpesviruses: CyHV-1 (carp pox virus, fish papilloma virus) and CyHV-2 (goldfish haematopoietic necrosis 
virus). Analysis of the complete genome has shown that CyHV-3 is closely related to CyHV-1, CyHV-2, anguillid 
herpesvirus-1 (AngHV-1) and distantly related to channel catfish virus (Ictalurid herpesvirus: IcHV-1) and Ranid 
(frog) herpesvirus (RaHV-1) (Waltzek et al., 2005). CyHV-3 was designated the type species of the new 
Cyprinivirus genus within the Alloherpesviridae family, that also contains CyHV-1 and CyHV-2. However, the 
designation KHV has been retained in the Aquatic Code and Aquatic Manual for reasons of continuity and is 
used here synonymously with CyHV-3. 

Early estimates of the genome size of KHV varied from at least 150 kbp to 277 kbp; the size is now confirmed 
as 295 kbp. Virus nucleocapsids have been measured at 100–110 nm in diameter and are surrounded by an 
envelope (review: Ilouze et al., 2010). Aoki et al. (2007) initially described the complete genome sequence of 
three isolates of CyHV-3 and 156 unique protein-coding genes. They suggested that the finding that 15 KHV 
genes are homologous with genes in IcHV-1 confirms the proposed place of KHV in the family Herpesviridae. 
Forty viral proteins and 18 cellular proteins are incorporated into mature virions. 

2.1.2. Survival and stability in processed or stored samples 

No information available.  

2.1.3. Survival and stability outside the host  

Studies in Israel have shown that KHV remains viable in water for at least 4 hours, but less than 21 hours, at 
water temperatures of 23–25°C (Perelberg et al., 2003). Studies in Japan have shown a significant reduction in 
the infectious titre of KHV within 3 days in river or pond water or sediment samples at 15°C. However, KHV 
remained infective for >7 days when kept in environmental water samples that had been sterilised by autoclaving 
or filtration.  

2.2. Host factors 

2.2.1. Susceptible host species  

Species that fulfil the criteria for listing as susceptible to infection with KHV according to Chapter 1.5 of Aquatic 
Animal Health Code (Aquatic Code) are: all varieties of common carp (Cyprinus carpio), and common 
carp/goldfish hybrids (e.g. Cyprinus carpio × Carassius auratus). 

2.2.2. Species with incomplete evidence for susceptibility 

Species for which there is insufficient evidence to fulfil the criteria for listing as susceptible to infection with KHV 
according to Chapter 1.5 of the Aquatic Code are: Goldfish (Carassius auratus), grass carp (Ctenopharyngodon 
idella) and Crucian carp (Carassius carassius).  

In addition, pathogen-specific positive polymerase chain reaction (PCR) and or in-situ hybridisation results have 
been reported in the following organisms, but an active infection has not been demonstrated:   
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Family Scientific name Common name 

Acipenseridae 
Acipenser gueldenstaedtii Atlantic sturgeon 

Acipenser ruthenus × Huso huso hybrid sterlet × beluga 
Acipencer oxyrinchus Russian sturgeon 

Cyprinidae 

Leuciscus idus blue back ide 
Rutilus rutilus common roach 

Tinca tinca tench 
Hypophthalmichthys molitrix silver carp 

Gammaridae Gammarus pulex scud (crustacean) 
Nemacheilidae Barbatula barbatula stone loach 

Percidae Gymnocephalus cernuus Euraseas ruffe 
Perca fluviatilis European perch 

Salmonidae Oncorhynchus mykiss rainbow trout 
Unionidae Anodonta cygnea swan mussel 

2.2.3. Non-susceptible species 

Species that have been found non-susceptible to infection with KHV according to Chapter 1.5. of the Aquatic 
Code are:  

Family Scientific name Common name 
Agamidae Intellagama lesueurii Eastern water dragon 

Ambassidae Ambassis agassizii olive perchlet 
Anguillidae Anguilla australis short-finned eel 

Ariidae Neoarius graeffei salmon catfish 
Chelidae Emydura macquarii Macquarie short-necked turtle 

Clupeidae Nematalosa erebi bony bream 
Eleotridae Hypseleotris sp. carp gudgeon 
Galaxiidae Galaxias maculatus common galaxias 

Limnodynastidae Limnodynastes tasmaniensis spotted marsh frogs 
Melanotaeniidae Melanotaenia duboulayi crimson-spotted rainbowfish 

Mordaciidae Mordacia mordax short-headed lamprey ammocoetes 
Mugilidae Mugil cephalus sea mullet 

Parastacidae Cherax destructor common yabby 
Pelodryadidae Litoria peronii Peron’s tree frog 

Percichthyidae Maccullochella peelii Murray cod 
Macquaria ambigua golden perch 

Plotosidae Tandanus tandanus eel-tailed catfish 
Retropinna Retropinna semoni Australian smelt 

Terapontidae Bidyanus bidyanus silver perch 

2.2.4. Likelihood of infection by species, host life stage, population or sub-populations 

All age groups of fish, from juveniles upwards, appear to be susceptible to infection with KHV but, under 
experimental conditions, 2.5–6 g fish were more susceptible than 230 g fish (Perelberg et al., 2003). Carp larvae 
appear to be tolerant to infection with KHV. 

Common carp or varieties, such as koi or ghost (koi × common) carp, are most susceptible and should be 
preferentially selected for virus detection, followed by any common carp hybrids, such as goldfish × common 
carp or crucian carp × common carp. Experimental challenges studies by Ito et al., 2014a; 2014b, demonstrated 
that mortality due to infection with KHV was higher in indigenous Japanese carp (95–100%) compare with 
domesticated common carp and koi carp, where mortality varied from 30% to 95% and from 35% to 100%, 
respectively. 

2.2.5. Distribution of the pathogen in the host 

Gill, kidney, gut and spleen are the organs in which KHV is most abundant during the course of clinical disease 
(Gilad et al., 2004). In fish surviving experiment challenge by immersion, KHV DNA was more likely to be 
detected from the caudal fin and brain compared with gill and kidney (Ito et al., 2014b).  

2.2.6. Aquatic animal reservoirs of infection  

There is evidence to indicate that survivors of infection with KHV may become persistently infected with virus 
and may retain the virus for long periods without expression of clinical signs of infection. The virus has been 
shown to persist in common carp experimentally infected at a permissive temperature and subsequently   
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maintained at a lower than permissive temperature (St-Hilaire et al., 2005). Researchers in Japan conducted a 
PCR and serological survey of CyHV-3 in Lake Biwa in 2006, where episodic outbreaks of infection with KHV 
had been reported in the 2 years following a major outbreak in 2004. Further analysis of the surviving population 
showed that 54% of the older carp were seropositive and 31% PCR positive. The maintenance of high levels of 
antibody to the virus suggests that latent virus may be reactivating periodically in some animals, leading to 
excretion and a low level of virus circulation in the population, which boosts herd immunity.  

2.2.7. Vectors 

Studies in Japan have reported the detection of CyHV-3 DNA in plankton samples and, in particular, Rotifera 
species. Plankton samples were collected in 2008 from Iba-naiko, a shallow lagoon connected to Lake Biwa, a 
favoured carp spawning area (Minamoto et al., 2011). Statistical analysis revealed a significant positive 
correlation between CyHV-3 in plankton and the numbers of Rotifera and the authors suggested that CyHV-3 
binds to or is concentrated by the filter feeding behaviour of Rotifera species. In an earlier report of a study in 
Poland, CyHV-3 was detected in swan mussels (Anodonta cygnea) and freshwater shrimp (Gammarus pulex) 
(Kielpinski et al., 2010). The invertebrates were collected from ponds in Southern Poland where outbreaks had 
occurred in common carp populations over 5 to 6 years. More work is needed to determine how long the 
infectious virus persists and remains viable in the invertebrates in the absence of the host species. 

2.3. Disease pattern 

2.3.1. Mortality, morbidity and prevalence 

The clinical signs of infection may become apparent 3–21 days after naïve fish have been introduced to a pond 
containing infected fish (Bretzinger et al., 1999; Hedrick et al., 2000). Morbidity of affected populations can be 
100%, and mortality 70–100% (Bretzinger et al., 1999; Haenen et al., 2004). However, in several experiments, 
differential resistance to infection with KHV among common carp strains was reported (Dixon et al., 2009; Ito et 
al., 2014a; Shapira et al., 2005). In these reports, the cumulative mortalities of the most resistant strains were 
approximately 40%. Secondary and concomitant bacterial or parasitic infections are commonly seen in diseased 
carp and may affect both the mortality rate and clinical signs of infection (Haenen et al., 2004). 

2.3.2. Clinical signs, including behavioural changes 

During an outbreak of infection with KHV there will be a noticeable increase in mortality in the population. All 
age groups of fish, except larvae, appear to be susceptible to infection with KHV, although, under experimental 
infection, younger fish (up to 1 year of age) are more susceptible to infection. Changes to the skin are also 
commonly observed and include: focal or total loss of epidermis, irregular patches of pale colouration or 
reddening, excessive or reduced mucous secretion (on skin or gills) and sandpaper-like skin texture. Other 
clinical signs include enophthalmia (sunken eyes) and haemorrhages on the skin and base of the fins, and fin 
erosion. 

Fish become lethargic, separate from the shoal and gather at the water inlet or sides of a pond and gasp at the 
surface of the water. Some fish may experience loss of equilibrium and disorientation, but others may show 
signs of hyperactivity. 

2.3.3. Gross pathology 

There are no pathognomic gross lesions. However, the most consistent gross pathology is seen in the gills, 
which can vary in extent from pale necrotic patches to extensive discolouration, severe necrosis and 
inflammation.  Internal lesions are variable in occurrence and often absent in cases of sudden mortality. Other 
gross pathologies that have been reported include adhesions in the abdominal cavity, with or without abnormal 
colouration of internal organs (lighter or darker). The kidney or liver may be enlarged, and they may also exhibit 
petechial haemorrhages. Co-infections, for example with ectoparasites such as gill monogeneans, may alter the 
observed gross pathology.  

2.3.4. Modes of transmission and life cycle 

Virus is shed via faeces, urine, gills and skin and the main mode of transmission of KHV is horizontal. Early 
reports suggested that the gills are the major portal of virus entry in carp (Dishon et al., 2005; Gilad et al., 2004; 
Pikarsky et al., 2004). However, a more recent experimental study has demonstrated that the skin covering the 
fins and body of the carp is the major portal of entry for KHV (Costes et al., 2009). Another study has shown 
that KHV DNA was detected in two of three fish from the caudal fin and gill, and caudal fin and spleen one day 
after exposure to sub-clinically infected fish (Ito et al., 2014a; 2014b). The virus spreads systemically from main 
points of entry to the internal organs; high levels of KHV DNA have been detected in kidney, spleen, liver and   
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gut tissue (Dishon et al., 2005; Pikarsky et al., 2004). The assembly and morphogenesis of KHV in infected cells 
is the same as other herpesviruses (Miwa et al., 2007). An ultrastructural examination of experimentally infected 
carp has provided evidence for immature capsids and mature nucleocapsid assembly in the nucleus and further 
maturation of the virion in the cytoplasm of infected cells. Hyper-secretion of mucous is very evident in the early 
stages of infection with KHV and KHV DNA has been detected at high levels in mucous sampled from 
experimentally infected carp (Gilad et al., 2004). This is further evidence for active involvement of the skin in 
viral pathogenesis and an important site of virus shedding. Excretion of virus via urine and faeces may also be 
an important mechanism for virus shedding; infectious virus has been detected in faeces sampled from infected 
carp (Dishon et al., 2005; Gilad et al., 2004).  

2.3.5. Environmental factors  

Disease patterns are influenced by water temperature, virulence of the virus, age, population genetics and 
condition of the fish, population density and stress factors (e.g. transportation, spawning, poor water quality). 
The disease is temperature dependent, occurring mainly between 16 and 29°C (Haenen et al., 2004; Hedrick 
et al., 2000; Perelberg et al., 2003; Sano et al., 2004). Under experimental conditions, infectious virus was 
continually shed for a longer period from infected common carp at 16°C than those kept at 23°C or 28°C (Yuasa 
et al., 2008). However, experimental challenge resulted in high mortality at 28°C but not at 29°C or 30°C, nor at 
13°C (Gilad et al., 2004; Ilouze et al., 2010) (optimal temperature range for viral replication may vary with the 
virus strain).  

2.3.6. Geographical distribution 

Following the first reports of infection with KHV in Israel and Germany in 1998 and detection of KHV DNA in 
tissue samples taken during a mass mortality of carp in the UK in 1996, the geographical range of the disease 
has become extensive and includes most continents, including Europe, Asia, the Middle East, Southern Africa, 
and North America.  

See WAHIS (https://www.oie.int/wahis_2/public/wahid.php/Wahidhome/Home/index/newlang/en) for recent 
information on distribution at the country level. 

2.4. Biosecurity and disease control strategies  

2.4.1. Vaccination 

A safe and effective commercial vaccine is not currently widely available. However, live attenuated virus has 
been used to vaccinate carp. The vaccine preparation induced antibody against the virus and the duration of 
the protection was at least 8 months (Ilouze et al., 2010). The vaccine was licensed for emergency use in Israel 
and has been widely used in carp farms across the country. Results of studies in Japan have shown that oral 
administration of a liposome-based vaccine containing inactivated KHV was also effective in protecting carp 
against clinical disease (reviewed by Ilouze et al., 2010). The effectiveness of attenuated recombinant vaccines 
has been demonstrated in experimental challenge experiments (Boutier et al., 2015).  

2.4.2. Chemotherapy including blocking agents 

Chemotherapy is not currently available, however, the antiviral activity of exopolysaccharides against KHV in 
vitro has been reported (Reichert et al., 2017) 

2.4.3. Immunostimulation 

There is currently no published information on the use of immunostimulants to control infection with KHV in carp. 
However, it is known to be an area of research interest (Reichert et al., 2017). 

2.4.4. Breeding resistant strains 

Differential resistance to infection with KHV, but not to virus entry, has been shown among different carp strains 
(Dixon et al., 2009; Ito et al., 2014a; 2014b; Shapira et al., 2005). The progeny of crosses of two strains of 
domesticated carp and one strain of wild carp were challenged by experimental or natural infection. The lowest 
survival rate was approximately 8% but the survival rate of the most resistant strain was 60.7% for experimental 
exposure and 63.5% for natural exposure in ponds (Shapira et al., 2005). In a more recent resistance study, 96 
families derived from di-allele crossing of four European/Asian strains of common carp were experimentally 
challenged with KHV. Survival rates of the five most resistant crosses in the final virus challenge trial ranged 
from 42.9 to 53.4% (Dixon et al., 2009).  

  

https://www.oie.int/wahis_2/public/wahid.php/Wahidhome/Home/index/newlang/en
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2.4.5. Inactivation methods 

The virus is inactivated by UV radiation at a dose of 4.0 × 103 μ Ws/cm2, temperatures above 50°C for 1 minute 
and by iodophor (200 mg litre–1) treatment for 30 seconds at 15°C (Kasai et al., 2005). 

2.4.6. Disinfection of eggs and larvae 

Disinfection of eggs can be achieved by iodophor treatment (Kasai et al., 2005). There are no publications on 
the disinfection of larvae. 

2.4.7. General husbandry 

Biosecurity measures should include ensuring that new introductions of fish are from disease-free sources and 
installation of a quarantine system where new fish can be held with sentinel fish at permissive temperatures for 
infection with KHV. The fish should be quarantined for a minimum of 4 weeks to 2 months before transfer to the 
main site and mixing with naïve fish. Hygiene measures on site should include disinfection of eggs, regular 
disinfection of ponds, chemical disinfection of farm equipment, careful handling of fish to avoid stress and safe 
disposal of dead fish. 

3. Specimen selection, sample collection, transportation and handling  

3.1. Selection of populations and individual specimens  

Clinical inspections should be carried out during a period when the water temperature is above 16°C. All production 
units (ponds, tanks, net-cages, etc.) should be inspected for the presence of dead, weak or abnormally behaving fish. 
If moribund fish or fish showing clinical signs are sampled, the probability of detecting KHV is higher than if randomly 
selected, apparently healthy fish are sampled.  

Fish to be sampled are selected as follows: 

i) Susceptible species should be sampled proportionally or following risk-based criteria for targeted selection of 
lots or populations with a history of abnormal mortality or potential exposure events (e.g. via untreated surface 
water, wild harvest or replacement with stocks of unknown disease status). Younger fish up to 1 year are more 
susceptible to clinical disease and are recommended for sampling. 

ii) If more than one water source is used for fish production, fish from all water sources should be included in the 
sample. 

iii)  If weak, abnormally behaving or freshly dead (not decomposed) fish are present, such fish should be selected. 
If such fish are not present, the fish selected should include normal appearing, healthy fish collected in such a 
way that all parts of the farm as well as all year classes are proportionally represented in the sample. 

3.2. Selection of organs or tissues 

When testing clinically affected fish by PCR methods, and particularly if virus isolation is to be attempted, it is 
recommended to sample gill, kidney, and spleen tissues. The virus is most abundant in these tissues during the 
course of overt infection and high levels of virus have also been detected in encephalon (brain) and intestine (gut) 
tissue (Dishon et al., 2005; Gilad et al., 2004). Moreover, KHV DNA was detected with high probability from the 
encephalon of the surviving fish at 120 days post-infection (Ito et al., 2014a). When testing subclinical, apparently 
healthy, fish by PCR methods, it is recommended to also include intestine (gut) and encephalon in a separate sample. 
In addition, KHV DNA was detected in the caudal and pectoral fin of all sampled dead fish from the field. As fins can 
be easily collected using tweezers and scissors, the fins are a suitable organ for PCR detection of KHV in clinically 
affected fish (Ito et al., 2014a; 2014b). 

3.3. Samples or tissues not suitable for pathogen detection 

Fish carcasses showing very advanced signs of tissue decomposition are not suitable for testing by any method. 

3.4. Non-lethal sampling 
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While some research has been carried out on the use of non-lethal sampling during the first few days after 
experimental challenge (Monaghan et al., 2017), due to the lack of formal validation non-lethal sampling is currently 
not recommended for the detection of KHV. 

3.5. Preservation of samples for submission 

For guidance on sample preservation methods for the intended test methods, see Chapter 2.3.0. 

3.5.1. Samples for pathogen isolation  

The success of pathogen isolation depends strongly on the quality of samples (which is influenced by time since 
collection and time in storage). Fresh specimens should be kept on ice and preferably sent to the laboratory 
within 24 hours of collection. To avoid degradation of samples, use alternative storage methods only after 
consultation with the receiving laboratory. 

3.5.2. Preservation of samples for molecular detection 

Tissue samples for PCR testing should be preserved in 80–100% (v/v) analytical/reagent-grade (undenatured) 
ethanol. The recommended ratio of ethanol to tissue is 10:1 based on studies in terrestrial animal and human 
health and will ensure that the ethanol does not fall to below 70% The use of lower grade (laboratory or industrial 
grade) ethanol is not recommended. If material cannot be fixed it may be frozen. 

3.5.3. Samples for histopathology, immunohistochemistry or in-situ hybridisation 

Tissue samples for histopathology should be fixed in neutral buffered formalin immediately after collection. To 
ensure adequate penetration of the fixative the recommended ratio of fixative to tissue is 10:1. 

3.5.4. Samples for electron microscopy 

Samples for electron microscopy are not routinely required and are collected only when it is considered 
beneficial to facilitate further diagnostic investigation. A 2 mm cubed section from each of the appropriate organs 
described in section 3.2 should be fixed in glutaraldehyde; the recommended ratio of fixative to tissue is 10:1. 

3.5.5. Samples for other tests 

Blood samples extracted from the caudal vessel into a vacuum blood collection tube should be centrifuged for 
the collection of serum or plasma as soon as possible after sampling to avoid lysis of the red blood cells. Serum 
or plasma samples should be shipped on ice to the laboratory to ensure maintenance of virus infectivity. 

3.6. Pooling of samples 

The effect of pooling on diagnostic sensitivity has not been evaluated, therefore, larger fish should be processed and 
tested individually. 

Small life stages such as fry or specimens up to 0.5 g, can be pooled to obtain the minimum amount of material for 
virus isolation or molecular detection.  

4. Diagnostic methods 

The methods currently available for identifying infection that can be used in i) surveillance of apparently healthy 
populations), ii) presumptive and iii) confirmatory diagnostic purposes are listed in Table 4.1. by life stage.  

The designations used in the Table indicate:  

Key:  
+++ = Recommended method(s) validated for the purpose shown and usually to stage 3 of the OIE 

Validation Pathway; 
++ =  Suitable method(s) but may need further validation;  
+ =  May be used in some situations, but cost, reliability, lack of validation or other factors severely limits 

its application;  
Shaded boxes =  Not appropriate for this purpose. 
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The selection of a test for a given purpose depends on the analytical and diagnostic sensitivities and specificities 
repeatability and reproducibility. OIE Reference Laboratories welcome feedback on diagnostic performance for assays, in 
particular PCR methods, for factors affecting assay analytical sensitivity or analytical specificity, such as tissue components 
inhibiting amplification, presence of nonspecific or uncertain bands, etc., and any assays that are in the +++ category. 
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Table 4.1. OIE recommended diagnostic methods and their level of validation for surveillance of healthy animals and investigation of clinically affected animals  

Method 

A. Surveillance of apparently healthy animals B. Presumptive diagnosis of clinically 
affected animals 

C. Confirmatory diagnosis1 of a suspect result 
from surveillance or presumptive diagnosis 

Early life 
stages2 Juveniles2 Adults LV Early life 

stages2 Juveniles2 Adults LV Early life 
stages2 Juveniles2 Adults LV 

Histopathology      ++ ++ 1     

Cell or artificial media culture      ++ ++ 1     

Real-time PCR ++ ++ ++ 1 ++ ++ ++ 1     

Conventional PCR     ++ +++ +++ 1 ++ ++ ++ 1 

Conventional nested PCR ++ ++ ++ 1 +++ +++ +++ 1 ++ ++ ++ 1 

Amplicon sequencing3         +++ +++ +++ 1 

In-situ hybridisation             

Bioassay             

LAMP      +++ +++ 1     

IFAT      + + 1     

Serology (ELISA)             

LV = level of validation, refers to the stage of validation in the OIE Pathway (chapter 1.1.2); PCR = polymerase chain reaction;  
LAMP = loop-mediated isothermal amplification; IFAT = indirect fluorescent antibody test; ELISA = enzyme-linked immunosorbent assay.  

1For confirmatory diagnoses, methods need to be carried out in combination (see Section 6).  
2Early and juvenile life stages have been defined in Section 2.2.3. 3Sequencing of the PCR product. 

Shading indicates the test is inappropriate or should not be used for this purpose. 
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4.1. Wet mounts 

Not relevant. 

4.2. Histopathology and cytopathology 

Examination of the gills by low-power light microscopy can reveal erosion of primary lamellae, fusion of secondary 
lamellae, and swelling at the tips of the primary and secondary lamella. The histopathology of the disease is variable 
and not pathognomonic, but inflammation and necrosis of gill tissues is a consistent feature. Gills also exhibit 
hyperplasia and hypertrophy of branchial epithelium, and fusion of secondary lamellae and adhesion of gill filaments 
can be seen. Gill necrosis, ranging from small areas of necrotic epithelial cells of secondary lamellae to complete 
loss of the lamellae is observed. Branchial epithelial cells and leucocytes may have prominent nuclear swelling, 
margination of chromatin to give a ‘signet ring’ appearance, and pale diffuse eosinophilic intranuclear inclusions can 
be observed. Inflammation, necrosis and nuclear inclusions have also been observed (individually or together) in 
other organs, particularly the kidney, but also in the spleen, pancreas, liver, brain, gut and oral epithelium. 

4.3. Cell or artificial media culture for virus isolation 

Cell lines should be monitored to ensure that susceptibility to targeted pathogens has not changed. 

Diagnosis of infection with KHV in clinically affected fish can be achieved by virus isolation in cell culture. However, 
the virus is isolated in only a limited number of cell lines which can be difficult to handle. Also, cell culture isolation is 
not as sensitive as the published PCR-based methods to detect KHV DNA and is not considered to be a reliable 
diagnostic method for KHV (Haenen et al., 2004). 

Cell line to be used: KF-1, KFC or CCB  

Use the procedure described in Chapter 2.3.0 General information (on diseases of fish), Section A.2.2.2. 

Confirmatory identification 

The most reliable method for confirmatory identification of a CPE is by PCR, followed by sequence analysis of the 
PCR product. The PCR methods recommended for identification of KHV are the same methods recommended for 
direct detection in fish tissues (Section 4.3.1.2.3 below). For final confirmation, PCR products of the correct size 
should be identified as KHV in origin by sequence analysis.  

i) Using a suitable DNA extraction kit or reagent, extract DNA from a sample of the virus culture that includes both 
cellular and supernatant material. 

ii) Extracted DNA is then amplified using the PCR protocols described below. Amplified PCR products may then 
be excised from the gel and sequenced as described in Section 4.3.1.2.3. 

4.4. Nucleic acid amplification  

4.4.1. Sample preparation and extraction of DNA 

DNA from infected cells and/or tissues is extracted using a phase-separation method or by use of a commercially 
available DNA isolation kit used according to the manufacturer’s instructions.  

4.4.2. Real-time PCR 

Real-time PCR assays, such as TaqMan real-time PCR, are favoured by many diagnostic laboratories over 
conventional PCR, and real-time Taqman PCR is now a common diagnostic procedure that has been shown to 
detect and quantitatively assess very low copy numbers of target nucleic acid sequences. The most commonly 
used quantitative assay for detection of KHV is the Gilad Taqman real-time PCR assay (Gilad et al., 2004). 
However, it should be noted that real-time PCR positive results are presumptive only and should be confirmed 
by convention PCR and sequence analysis.  

Further, it should be noted that there is evidence that the published conventional PCR and real-time PCR 
methods, developed for the detection of KHV DNA in fresh tissue samples from clinically diseased carp, fail to 
detect some KHV variants in clinically affected fish (Engelsma et al., 2013). Until this is resolved, it is highly 
recommended that the assay described by Engelsma et al. (2013) is used in place of the current assays; using   
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the nested or one-tube semi-nested PCR assay or increasing the cycle number of the single-round assay to 
detect the virus in apparently healthy carriers.  

The following controls should be run with each assay: negative extraction control; positive control; no template 
control; internal PCR control. Ideally, the positive control should be distinguishable from viral genomic sequence, 
thus allowing detection of any cross-contamination leading to false positive results. The primer and probe 
sequences and cycling conditions for the Gilad et al. (2004) KHV and koi glucokinase (used as the internal PCR 
control) real-time PCRs are shown in Table 4.4.1. 

Table 4.4.1. Primer and probe sequences and cycling conditions for the KHV real-time PCR 
(Gilad et al., 2004). 

Target Primer/probe sequence (5’->3’) 
(concentration) 

Cycling 
conditions 

Amplicon 
size (bp) 

Reference 

KHV KHV-86f: GAC-GCC-GGA-GAC-CTT-GTG 
(400 nM) 

1 × 2 minutes @ 
50°C 
 
1 × 10 minutes 
@ 95°C 
 
40 × 15 seconds 
@ 95°C and 
60 seconds 
@60°C 

78 Gilad et al. 
(2004) 

KHV-163r: CGG-GTT-CTT-ATT-TTT-GTC-
CTT-GTT (400 nM) 

KHV-109p: 6FAM-CTT-CCT-CTG-CTC-GGC-
GAG-CAC-G-TAMRA (80 nM) 

Glucokinase CgGluc-162f: ACT-GCG-AGT-GGA-GAC-ACA-
TGA-T (400 nM) 

69 

CgGluc-230r: TCA-GGT-GTG-GAG-CGG-ACA-
T (400 nM) 

CgGluc-185p: 6FAM-AAG-CCA-GTG-TCA-
AAA-TGC-TGC-CCA-CT-TAMRA (80 nM) 

4.4.3. Conventional PCR 

Engelsma et al. (2013) reported that the published single-round PCR methods traditionally thought to be the 
most sensitive for detection of KHV DNA in fresh tissue samples fail to detect some KHV genotypes in clinically 
affected fish. Therefore, the assay described by Engelsma et al. (2013) is highly recommended when detecting 
KHV variants. By extending the number of cycles to 50 or using the nested second round of amplification the 
assay may also be suitable to detect virus in sub-clinical carriers. This method and other commonly used PCR 
protocols are shown in Table 4.4.3. 

Table 4.4.3. Primer sequences and cycling conditions for KHV PCR methods 

Primer sequence (5’->3’) 
(concentration) 

Cycling conditions Amplicon size 
(bp) 

References 

Primary step: 
 
CyHVpolfor: CCA-GCA-ACA-TGT-GCG-
ACG-G (200 nM) 
 
CyHVpolrev: CCG-TAR-TGA-GAG-TTG-
GCG-CA (200 nM) 
 
Nested PCR: 
 
CyHVpolforint: CGA-CGG-VGG-YAT-
CAG-CCC (200 nM) 
 
CyHVpolrevint: GAG-TTG-GCG-CAY-
ACY-TTC-ATC (200 nM) 

1 × 2 minutes @ 95°C 
 
40 × 30 seconds @ 95°C, 
30 seconds @ 55°C and 
45 seconds @ 72°C 
 
1 × 10 minutes @ 72°C 

361 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
339 

Engelsma  
et al. (2013) 

For: GGG-TTA-CCT-GTA-CGA-G 
(200 nM) 
 
Rev: CAC-CCA-GTA-GAT-TAT-GC 
(200 nM) 

1 × 15 minutes @ 95°C 
 
40 × 45 seconds @ 95°C, 
45 seconds @ 55°C and 
60 seconds @ 72°C 
 
1 × 7 minutes @ 72°C 

409 Bercouvier  
et al. (2005) 
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For: GAC-ACC-ACA-TCT-GCA-AGG-
AG (1000 nM) 

Rev: GAC-ACA-TGT-TAC-AAT-GGT-
CGC (1000 nM) 

1 × 30 seconds @ 94°C 
 
40 × 30 seconds @ 94°C, 
30 seconds @ 63°C and 
30 seconds @ 72°C 
 
1 ×7 minutes @ 72°C. 

292 

Gray et al. 
(2002) 

Yuasa et al. 
(2005) 

For: GAC-GAC-GCC-GGA-GAC-CTT-
GTG (300 nM) 

Rev: CAC-AAG-TTC-AGT-CTG-TTC-
CTC-AAC (300 nM) 

1 × 5 minutes @95°C 
 
39 ×1 minute @ 94°C, 
1 minute @ 68°C and 
30 seconds @ 72°C 
 
1 × 7 minutes @ 72°C 

484 Gilad et al., 
(2004) 

4.4.4. Other nucleic acid amplification methods 

A Loop-mediated isothermal amplification (LAMP) targeting TK gene has been developed for detection of KHV 
and shown to be more or equally sensitive as the single-round conventional PCR assays. An assay incorporating 
DNA hybridisation technology and antigen–antibody reactions in combination with LAMP has also been 
developed and reported to have improved sensitivity and specificity (Soliman & El-Matbouli, 2010). 

4.5. Amplicon sequencing 

PCR products are excised from the gel and purified using a commercial kit for gel purification. Single, intense (bright) 
PCR products, after purification, are sequenced directly in both directions with the primers used in the initial 
amplification. Alternatively, less intense (faint) PCR products are cloned using a TA cloning vector and both DNA 
strands are sequenced. The amplification, cloning and sequencing are performed in duplicate to eliminate potential 
errors introduced by the Taq polymerase. Sequence reactions are then analysed on a Genetic Analyser and the 
alignments and consensus sequences generated using appropriate computer software. Testing laboratories that have 
no sequencing facilities are recommended to use commercial companies that offer a sequencing service. Testing 
laboratories should follow the instructions supplied by the chosen sequencing service for submission of samples. 

4.6. In-situ hybridisation 

In-situ hybridisation (ISH) and immunofluorescence (IF) methods performed on separated fish leucocytes, have been 
used in research applications for detection, confirmation, or identification of KHV. Although these methods have not 
been thoroughly compared with other techniques, they are non-destructive (non-lethal) techniques and some 
laboratories may find them useful in a diagnostic setting and for confirmation of PCR results. Details of the methods 
are not given here but detailed protocols for separation of leucocytes from blood and for IF and ISH can be found in 
published reports by Bergmann et al. (2009; 2010). 

4.7. Indirect fluorescent antibody test (IFAT)  

KHV can be detected in touch imprints of liver, kidney and brain of infected fish by immunofluorescence (IF). Highest 
levels of positive IF were seen in the kidney and the virus could be detected by IF on a kidney imprint 1 day post-
infection (Pikarsky et al., 2004; Shapira et al., 2005). The detection of KHV by immunostaining must be interpreted 
with care, as positive-staining cells could result from cross-reaction with serologically related virus (e.g. CyHV-1) or 
a non-viral protein (Pikarsky et al., 2004). 

A method for direct detection of KHV from kidney imprints by indirect fluorescent antibody test (IFAT) is detailed 
below. 

i) Bleed the fish thoroughly. 

ii) Make kidney imprints on cleaned glass slides or at the bottom of the wells of a plastic cell culture plate. 

iii) Allow the imprint to air-dry for 20 minutes. 
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iv) Rinse once with 0.01 M phosphate-buffered saline (PBS), pH 7.2, then three times briefly with cold acetone 
(stored at –20°C) for glass slides or a mixture of 30% acetone/70% ethanol, also stored at  
–20°C, for plastic wells. 

v) Let the fixative act for 15 minutes. A volume of 0.5 ml/2 cm2 well is adequate for imprints in cell culture plates. 

vi) Allow the fixed imprints to air-dry for at least 30 minutes and process immediately or freeze at  
–20°C. 

vii) Rehydrate the dried imprints by four rinses with 0.01 M PBS solution, pH 7.2, containing 0.05% Tween 20 
(PBST), and remove this buffer completely after the last rinse. 

viii) Prepare a solution of purified antibody or antiserum to CyHV-3 in 0.01 M PBS, pH 7.2, containing 0.05% 
Tween 20 (PBST), at the appropriate dilution (which has been established previously or is given by the reagent 
supplier). 

ix) Block with a solution of 5% skim milk or 1% bovine serum albumin, in PBST for 30 minutes at 37°C. 

x) Rinse four times with PBST. 

xi) Treat the imprints with the antibody solution (prepared at step viii) for 1 hour at 37°C in a humid chamber and 
do not allow evaporation to occur. A volume of 0.25 ml/2 cm2 well is adequate for imprints in cell culture plates. 

xii) Rinse four times with PBST. 

xiii) Treat the imprints for 1 hour at 37°C with a solution of fluorescein isothiocyanate (FITC)-conjugated antibody 
to the immunoglobulin used in the first layer and prepared according to the instructions of the supplier. 

xiv) Rinse four times with PBST. 

xv) Add PBS (0.5 ml/2 cm2 well) to the treated imprints in cell culture plates and examine immediately or mount 
the glass slides with cover-slips using glycerol saline at pH 8.5 prior to microscopic observation. 

xvi) Examine under incident UV light using a microscope. Positive and negative controls must be found to give the 
expected results prior to any other observation. 

Paraffin wax tissue sections fixed in 10% neutral buffered formalin (NBF) are also suitable for detection of KHV 
antigen by IFAT. However, the deparaffinised sections, rehydrated in PBS, may need to be further treated to reveal 
antigen that may be masked by over fixation of the tissue. A common treatment is incubation of the sections with 
0.1% trypsin in PBS at 37°C for 30 minutes. The sections are then washed in cold PBS before proceeding with steps 
viii–xvi above. Tissues collected for direct detect by IFAT (or other immunohistochemical staining, e.g., 
immunoperoxidase) should be fixed for 24–48 hours in 10% NBF and then the fixative should be replaced with 70% 
ethanol for prolonged storage.  

4.8. Bioassay 

Bioassay is not recommended as a diagnostic procedure.  

4.9. Antibody- or antigen-based detection methods (ELISA, etc.) 

Enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA)-based methods for direct detection of KHV antigen in infected tissues 
are under development in a number of laboratories and these methods may also be suitable for confirmatory 
identification of KHV. Currently, two published ELISA methods are available and was developed in Israel to detect 
KHV in fish faeces (Dishon et al., 2005) but also after isolation in cell culture using different KHV isolates at different 
temperatures (Bergmann et al. 2017b). The ELISA methods developed will have low sensitivity that may be suitable 
for detection of the high levels of KHV found in clinically diseased fish tissue but not suitable for KHV surveillance in 
healthy populations 

4.10. Other methods 

Infected carp produce antibodies against the virus, and ELISA-based tests that reliably detect these antibodies at 
high serum dilution have been published (Adkison et al., 2005; Bergman et al., 2017a; Ilouze et al., 2010; St-Hilaire 
et al., 2005). Antibody has been detected in the serum at 3 weeks after experimental infection and in survivors after 
1 year following a natural infection (Adkison et al., 2005; Ilouze et al., 2010; St-Hilaire et al., 2005; Taylor et al., 2010).  

Serum from koi containing antibodies to KHV has been shown to cross-react, in low dilutions, with CyHV-1, a further 
indication that these viruses are closely related. Evidence of cross-reacting antibodies was demonstrated in ELISA   
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and western blot analyses of serum from koi infected with CyHV-1 or KHV (Adkison et al., 2005). Diagnostic virologists 
should also be aware that fish recently vaccinated against KHV may test positive in antibody detection ELISAs.  

5. Test(s) recommended for surveillance to demonstrate disease freedom in apparently healthy 
populations 

There are no well validated methods that are currently recommended for testing healthy populations of susceptible fish for 
declaration of freedom from infection with KHV; there is increasing evidence that the published real-time PCR assays may 
fail to detect all genotypes of KHV. Therefore, conventional nested PCR assays described by Engelsma et al. (2013) which 
will detect all known KHV genotypes is currently recommended for surveillance to demonstrate freedom in apparently 
health populations.  

6. Corroborative diagnostic criteria 

This section only addresses the diagnostic test results for detection of infection in the presence (6.1) or absence of clinical 
signs (6.2) but does not evaluate whether the infectious agent is the cause of the clinical event. 

The case definitions for a suspect and confirmed case have been developed to support decision-making related to trade 
and confirmation of disease status at the country, zone or compartment level. Case definitions for disease confirmation in 
endemically affected areas may be less stringent. It is recommended that all samples that yield suspect positive test results 
in an otherwise pathogen-free country or zone or compartment should be referred immediately to the OIE Reference 
Laboratory for confirmation, whether or not clinical signs are associated with the case. If a laboratory does not have the 
capacity to undertake the necessary diagnostic tests it should seek advice from the appropriate OIE Reference Laboratory. 

6.1. Apparently healthy animals or animals of unknown health status13 

Apparently healthy populations may fall under suspicion, and therefore be sampled, if there is an epidemiological 
link(s) to an infected population. Geographic proximity to, or movement of animals or animal products or equipment, 
etc., from a known infected population equate to an epidemiological link. Alternatively, healthy populations are 
sampled in surveys to demonstrate disease freedom.  

6.1.1. Definition of suspect case in apparently healthy animals 

The presence of infection shall be suspected if: a positive result has been obtained on at least one animal from 
at least one of the following diagnostic tests: 

i) A positive result from a real-time PCR assay  

ii) A positive result from a conventional PCR assay  

6.1.2. Definition of confirmed case in apparently healthy animals 

The presence of infection with KHV is considered to be confirmed if the following criterion is met: 

i) Detection of KHV in tissue preparations by real-time PCR and conventional PCR followed by sequencing 
of the amplicon 

6.2. Clinically affected animals 

No clinical signs are pathognomonic for infection with KHV however, they may narrow the range of possible 
diagnoses. 

6.2.1. Definition of suspect case in clinically affected animals 

The presence of infection shall be suspected if at least one of the following criteria are met: 

i) Gross pathology or clinical signs associated with infection with KHV as described in this chapter, with or 
without elevated mortality 

ii) Histopathological changes consistent with infection with KHV as described in this chapter  

iii) KHV typical CPE in cell culture. 

  

 
13  For example: transboundary commodities. 
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iv) A positive result by a real-time PCR 

v) A positive result by a conventional (single round or nested) PCR 

vi) A positive result by LAMP assay  

vii) A positive result by IFAT 

6.2.2. Definition of confirmed case in clinically affected animals 

The presence of infection shall be confirmed if one of the following criteria is met: 

i) KHV isolation in cell culture followed by virus identification by conventional PCR and sequencing of the 
amplicon 

ii) Detection of KHV in tissue preparations by real-time PCR and by conventional PCR followed by 
sequencing of the amplicon. 

iii) A positive result by LAMP assay and by conventional PCR followed by sequencing of the amplicon 

iv) A positive result by IFAT and by conventional PCR followed by sequencing of the amplicon 

v) Detection of KHV in tissue preparations by conventional PCR followed by sequencing of the amplicon 

Reference Laboratories should be contacted for specimen referral when testing laboratories cannot undertake 
any of the recommended test methods and testing is being undertaken that will result in notification to the OIE. 

6.3. Diagnostic sensitivity and specificity for diagnostic tests: under study 

The diagnostic performance of tests recommended for surveillance or diagnosis of infection with KHV are provided 
in Table 6.3. This information can be used for the design of surveys for infection with KHV, however, it should be 
noted that diagnostic performance is specific to the circumstances of each diagnostic accuracy study (including the 
test purpose, source population, tissue sample types and host species) and diagnostic performance may vary under 
different conditions. Data are only presented where tests are validated to at least level two of the validation pathway 
described in Chapter 1.1.2. and the information is available within published diagnostic accuracy studies. 

The diagnostic sensitivity (DSe) and specificity (DSp) of PCR assays, based on an analysis of field collections and 
experimentally infected carp (Amita et al., 2002, Ito et al., 2014a; 2014b) demonstrated 94-100% DSe and 100% 
DSp.  

6.3.1. For presumptive diagnosis of clinically affected animals:  

Test 
type 

Test 
purpose 

Source 
populations 

Tissue or 
sample types Species DSe 

(n) 
DSp 
(n) Reference test Citation 

         

DSe: = diagnostic sensitivity, DSp = diagnostic specificity. 

6.3.2. For surveillance of apparently healthy animals: 

Test type Test 
purpose 

Source 
populations 

Tissue or 
sample 
types 

Species DSe 
(n) 

DSp 
(n) 

Reference 
test Citation 

         

DSe: = diagnostic sensitivity, DSp = diagnostic specificity. 
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*   * 

NB: There are OIE Reference Laboratories for Infection with koi herpesvirus 
(see Table at the end of this Aquatic Manual or consult the OIE Web site for the most up-to-date list: 

http://www.oie.int/en/our-scientific-expertise/reference-laboratories/list-of-laboratories/ ).  
Please contact the OIE Reference Laboratory for any further information on  

Infection with koi herpesvirus 

NB: FIRST ADOPTED IN 2006; MOST RECENT UPDATES ADOPTED IN 2019. 

Volver al orden del día 
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 5 

GENERAL  INFORMATION 6 

A.  SAMPLING 7 

1. Assessing the health status of the epidemiological unit 8 

1.1. Sample material to be used for tests 9 

Sample material and the number of samples to be collected depends on the specific disease or pathogen, the size 10 
of the animals and the objective of testing (i.e. diagnosis of overt clinical disease, detection of fish that are subclinical 11 
pathogen carriers infection in apparently healthy animals or sampling for targeted surveillance to demonstrate 12 
freedom of from infection with a specified disease pathogen). See the OIE Aquatic Animal Health Code Chapter 1.4 13 
Aquatic animal health surveillance for information on the design and evaluation of surveillance systems for aquatic 14 
animals and the individual disease chapters in the Aquatic Manual for specific details of sample requirements.  15 

1.2. Specifications according to fish populations 16 

For specific details of sample requirements for a particular specific listed disease, see the relevant disease chapter 17 
in the Aquatic Manual. The design of a surveillance system for demonstrating disease-free status for a country, zone 18 
or compartment should be in accordance with the recommendations of the OIE Aquatic Code Chapter 1.4. 19 

1.3. Specifications according to clinical status 20 

For diagnosis of clinical infection for most viruses, appropriate organs to sample include anterior/mid kidney, spleen 21 
and either heart or encephalon; for fry whole fish or entire viscera may be used. For koi herpesvirus, gill and gut 22 
should be sampled; for epizootic ulcerative syndrome, skin or muscle; and for Gyrodactylus salaris, whole fish or skin 23 
and fins should be examined. Samples from ten clinically diseased fish should be sufficient for the pathogen test(s) 24 
for each epidemiological unit.  25 

For detecting subclinical infections carriers of virus or for targeted surveillance, refer to individual disease chapters 26 
of the Aquatic Manual and chapter 1.4 of the OIE Aquatic Code where a large number of samples is required, samples 27 
may be combined in pools as specified in each individual disease chapter of the Aquatic Manual.  28 

1.4. Specifications according to fish size 29 

1.4.1. For the listed viral diseases except infection with koi herpesvirus disease and viral 30 
encephalopathy and retinopathy 31 

Fry and yolk sac fry: Sample the entire fish but remove the yolk sac if present. 32 

Fish 4 to 6 cm: Sample the entire viscera including the kidney. A piece of encephalon can be obtained after 33 
severing the head at the level of the rear edge of the operculum and pressing it laterally. 34 

Fish over 6 cm: Sample the kidney, spleen, and heart or encephalon and/or other tissues appropriate for the 35 
specific pathogen being tested for (see individual disease chapter in the Aquatic Manual for details). 36 

Adult fish: Sample tissues appropriate for the specific pathogen being tested for (see the specific disease 37 
chapter in the Aquatic Manual for details). For non-lethal sampling, appropriate sample types are recommended   38 
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in section 3.4. of the specific disease chapter. Take the ovarian fluid, milt or tissues appropriate for the specific 39 
pathogen being tested for (see individual disease chapter in the Aquatic Manual for details). 40 

1.4.2. For infection with Aphanomyces invadans (epizootic ulcerative syndrome [EUS]) 41 

Any size of fish: kidney, liver, muscular tissue (See Chapter 2.3.2 Infection with Aphanomyces invadans 42 
[epizootic ulcerative syndrome] for specific details. 43 

1.4.3. For infection with Gyrodactylus salaris 44 

Any size of fish: skin and fins (See Chapter 2.3.3 Infection with Gyrodactylus salaris for specific details. 45 

1.4.4. For Koi herpesvirus (KHV) 46 

Fish 4 cm to adult: Take the gill, kidney, spleen, encephalon and gut tissues depending on test to be used (See 47 
Chapter 2.3.7 Infection with koi herpesvirus disease for specific details. 48 

1.4.5. For viral encephalopathy and retinopathy (VER) 49 

Fish 2–4 cm: take the whole head. 50 

Fish 4 cm to adults: take the encephalon and possibly the eyes and spinal cord (see Chapter 2.3.12 Viral 51 
encephalopathy and retinopathy for specific details). 52 

2. General processing of samples 53 

2.1. Macroscopic examination 54 

For the listed diseases, macroscopic examination is mostly used for detecting clinical signs of epizootic ulcerative 55 
syndrome infection with Aphanomyces invadans or Gyrodactylus salaris, but this is followed by microscopic 56 
examination of histological slides for the former or by identification of parasites isolated from of wet mounts of skin/fin 57 
scrapings the skin, fins or gills of fish for the latter.  58 

For viral diseases, clinical signs (including increased mortality rate, surface discolouration, distended abdomen, 59 
excess mucous production, exophthalmia, pale gills/anaemia, skin/fin/gill lesions, surface haemorrhages, lethargy, 60 
abnormal swimming behaviour and inappetence) are non-specific. 61 

2.2. Preservation of samples for subsequent virological examination  62 

Samples to be submitted are (i) fresh and chilled on ice for virus isolation, (ii) fixed in a nucleic acid stabilisation 63 
solution (e.g. RNAlater or 80–90% ethanol) for polymerase chain reaction (PCR) detection and (iii) preserved in 4–64 
10% neutral-buffered formalin fixative for histology. See individual sections below for further details. 65 

2.3. Virological examination 66 

2.3.1. Transportation and antibiotic treatment of samples 67 

Pools of organs or of ovarian fluids/milt are placed in sterile vials and stored at 4°C or on ice until virus extraction 68 
isolation is performed in the laboratory. Virus extraction isolation should optimally be carried out within 24 hours 69 
after fish sampling, but is still acceptable for up to 48 hours if the storage temperature is maintained at 0–4°C, 70 
or for longer periods for clinical disease samples held frozen at –80°C. Freezing at –20°C for storage should be 71 
avoided. For testing of apparently healthy fish, freezing of samples (at any temperature) for testing for subclinical 72 
carriers should be avoided. 73 

Organ samples may also be transported to the laboratory by placing them in vials containing cell culture medium 74 
or Hanks’ balanced salt solution (HBSS) with added antibiotics to suppress the growth of bacterial contaminants 75 
(one volume of organ in at least five volumes of transportation fluid). Suitable antibiotic concentrations are: 76 
gentamycin (1000 µg ml–1), or penicillin (800 International Units [IU] ml–1) and streptomycin (800 µg ml–1). 77 
Antifungal compounds, such as Mycostatin® or Fungizone®, may also be incorporated into the transport 78 
medium at a final concentration of 400 IU ml–1. Serum or albumen (5–10%) may be added to stabilise the virus 79 
if the transport time will exceed 12 hours. 80 

2.3.2. Virus isolation extraction 81 

  82 
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This procedure should be conducted below 15°C (preferably between 0 and 10°C). This can be achieved by 83 
using mortars and pestles that have been stored at –20°C or homogenising tissues quickly in a Stomacher or 84 
in tubes held in an ice slurry. 85 

1. Decant antibiotic-supplemented medium from the organ sample. 86 

2. Homogenise organ pools (minimum weight of 0.5 g) in transport medium at a final dilution of 1/10 using a 87 
suitable method (e.g. mortar and pestle, glass or electronic homogeniser, Stomacher or validated 88 
equivalent electric homogeniser) until a paste is obtained and dilute 1/10 (w/v) with transport medium. 89 

3. Centrifuge the homogenate in a refrigerated (2–5°C) centrifuge at 2–5°C at 2000–4000 g for 15 minutes, 90 
collect the supernatant and treat for either four hours at 15°C or overnight at 4°C with antibiotics, e.g. 91 
gentamicin 1 mg ml–1. If shipment of the sample has been made in a transport medium (i.e. with exposure 92 
to antibiotics) the treatment of the supernatant with antibiotics may be omitted. The antibiotic treatment 93 
makes filtration through membrane filters unnecessary. Alternatively, if gross microbial contamination is 94 
suspected, the supernatant can be membrane-filtered (0.45 um) understanding that there may be some 95 
loss of virus. 96 

4. Likewise, ovarian fluid/milt samples may be treated with antibiotics to control microbial contamination but 97 
should not be diluted more than fivefold in the HBSS and antibiotic medium. 98 

5. Ovarian fluid/milt samples should be centrifuged in the same way as organ homogenates, and their 99 
supernatants used directly in subsequent steps. 100 

6. Prepared tissue/ovarian fluids/milt supernatants are used for inoculation of cell cultures for virus isolation 101 
and an aliquot may also be used for pre-screening by, for example, PCR. 102 

2.3.3. Treatment to neutralise enzootic viruses 103 

Fish are often subclinically infected with enzootic endemic viruses, such as birnaviruses (e.g. infectious 104 
pancreatic necrosis virus [IPNV]), which induce a cytopathic effect in susceptible cell cultures and thus 105 
complicate isolation and identification of target pathogens. In such situations, the infectivity of the enzootic 106 
viruses should be neutralised, where possible, before testing for the viruses listed in the Aquatic Code. 107 
However, when it is important to determine whether one of the enzootic viruses is present, samples should be 108 
tested with and without the presence of neutralising antibodies (NAbs). 109 

To neutralise aquatic birnaviruses, mix equal volumes (200 µl) of a solution of one or more NAbs against the 110 
indigenous enzootic birnavirus serotypes with the supernatant to be tested. Allow the mixture to react for 1 hour 111 
at 15°C or overnight at 4°C prior to inoculation on to susceptible cell monolayers. The titre of the NAb solution 112 
used should be at least 2000 in a 50% plaque reduction test versus the viral serotypes present in the given 113 
geographical area. 114 

When samples are from a country, region, fish population or production unit considered to be free from enzootic 115 
viral infections, the NAb treatment of the organ homogenate supernatant may should be omitted. 116 

This approach can also be used to neutralise other viruses enzootic to the area being tested from where the 117 
samples were taken. 118 

2.4. Parasitic examination 119 

See Chapter 2.3.3 Infection with Gyrodactylus salaris for specific details. 120 

2.5. Fungal examination 121 

See Chapter 2.3.2 Infection with Aphanomyces invadans for specific details. 122 

B.  MATERIALS AND BIOLOGICAL PRODUCTS REQUIRED FOR THE  123 

ISOLATION AND IDENTIFICATION OF FISH PATHOGENS 124 

1. Fish viruses 125 

1.1. Fish cell lines 126 

The following fish cell lines are used to test for the viral fish pathogens referred to in the Aquatic Manual: 127 

  128 
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Epithelioma papulosum cyprini (EPC) 129 

Bluegill fry (BF-2) 130 

Fathead minnow (FHM) 131 

Rainbow trout gonad (RTG-2) 132 

Chinook salmon embryo (CHSE-214) 133 

Salmon head kidney (SHK-1) 134 

Atlantic salmon kidney (ASK) 135 

Chum salmon heart (CHH-1) 136 

Grunt fin (GF) 137 

Koi fin (KF-1) 138 

Common carp Cyprinus carpio brain (CCB) 139 

Striped snakehead (SSN-1) 140 

1.2. Culture media 141 

Traditional Eagle’s minimal essential medium (MEM) with Earle’s salt supplemented with 10% fetal bovine serum 142 
(FBS), antimicrobial agents and 2 mM L-glutamine is the most widely used medium for fish cell culture. 143 

Stoker’s medium, however, which is a modified form of the above medium comprising a double-strength concentration 144 
of certain amino acids and vitamins, is particularly recommended particularly to enhance cell growth, using the same 145 
supplements as above + 10% tryptose phosphate. 146 

These media are buffered with either sodium bicarbonate, 0.16 M tris-hydroxymethyl aminomethane (Tris) HCl, or, 147 
preferably, 0.02 M N-2-hydroxyethyl-piperazine-N-2-ethanesulfonic acid (HEPES). The use of sodium bicarbonate 148 
alone is restricted to those cell cultures made in tightly closed cell culture vessels or cultures incubated in an 149 
atmosphere supplemented with CO2 to maintain the desired pH (7.3–7.6). As an alternative, MEM with Hanks’ salts 150 
can be used in both closed cell culture flasks and 24-well or 96-well culture plates without the addition of other buffer 151 
salts. 152 

Alternatively, Leibovitz medium (L15) supplemented with FBS (5% or 10%), L-glutamine (4 mM) and gentamicin 153 
(50 µg ml–1) is recommended for some cell lines, e.g. SHK-1 and SSN-1. 154 

For cell growth, the FBS content of the medium is usually 10%, whereas for virus isolation or virus production it may 155 
be reduced to 2%. Similarly, the pH of the culture medium for cell growth is 7.3–7.4 and is adjusted to 7.6 for virus 156 
production or virus assay. 157 

The composition of the most frequently used antimicrobial agent mixture is penicillin (100 IU ml–1) and 158 
dihydrostreptomycin (100 µg ml–1). Add mycostatin (50 IU ml–1) if fungal contamination is likely. Other concentrations 159 
or other antimicrobial agents may be used as convenient for the operator depending on the antimicrobial sensitivity 160 
of the bacterial or fungal strains encountered. 161 

1.3. Virus positive controls and antigen preparation 162 

1.3.1. Virus nomenclature 163 

Epizootic haematopoietic necrosis virus (EHNV) 164 

Infectious haematopoietic necrosis virus (IHNV)  165 

Infectious salmon anaemia virus (ISAV) 166 

Koi herpesvirus (KHV) 167 

Oncorhynchus masou virus (OMV) 168 

Red sea bream iridovirus (RSIV) 169 

Salmonid alphavirus (SAV) 170 

Spring viraemia of carp virus (SVCV) 171 

Viral haemorrhagic septicaemia virus (VHSV) 172 

Viral encepalopathy and retinopathy virus (VERV) also known as viral nervous necrosis virus (VNNV) 173 
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1.3.1. Virus production 175 

For the in-vitro production of stock cultures of most of these viruses, monolayer cultures of susceptible cells 176 
(see relevant sections in the Aquatic Manual) in suitable tissue culture vessels (e.g. plastic flasks) should be 177 
inoculated with fairly low multiplicities of infection (m.o.i.), i.e. 10–2 to 10–3 plaque-forming units (PFU) per cell 178 
or equivalent. 179 

The preferred temperatures for virus propagation are included in the table below. 180 

15°C for IHNV, ISAV, OMV, and VERV (genotype BFNNV) and VHSV 181 

20°C for KHV SVCV and VERV (genotypes BFNNV, SJNNV and TPNNV) 182 

22°C for EHNV  183 

25°C for RSIV and VERV (genotypes RGNNV and SJNNV) 184 

30°C for VERV (genotype RGNNV) 185 

Temperature Virus 

15°C infectious haematopoietic necrosis virus (IHNV) 
infectious salmon anaemia virus (ISAV) 
salmonid alphavirus (SAV) 

20°C koi herpesvirus (KHV) 
spring viraemia of carp virus (SVCV) 

22°C epizootic haematopoietic necrosis virus (EHNV) 

25°C red sea bream iridovirus (RSIV) 
1.3.2. Preservation and storage of virus stock cultures 186 

1. Centrifuge infected cell cultures at 2–5°C and 2000–4000 g for 15 minutes then dilute the virus-containing 187 
supernatants in order to obtain virus titres averaging 106 PFU ml–1 or equivalent. 188 

2. Dispense the resulting viral suspensions into sterile vials at volumes of 0.3–0.5 ml each. 189 

3. Freeze and store each series of standard virus stocks at –80°C or in liquid nitrogen vapour phase, and 190 
check the titre of each virus stock at regular intervals (6–12 months) if it has not been used during that 191 
time period. 192 

Lyophilisation: long-term storage (decades) of the seeds of standard virus seed strains is achievable by 193 
lyophilisation. For this purpose, viral suspensions in cell culture medium supplemented with 10% fetal calf serum 194 
FBS are mixed (v/v) with an equal volume of cryopreservative medium (such as 20% lactalbumin hydrolysate in 195 
distilled water) before processing. Seal or plug under vacuum and store at 4°C, in the dark. 196 

2. Techniques 197 

2.1. Serology 198 

2.1.1. Production of rabbit antisera and polyclonal antibodies to fish viruses  199 

There are various ways in which antibodies against fish viruses can be raised in rabbits. Titre and specificity are 200 
influenced, however, by the inoculation programme used. The following immunisation protocols may be used to 201 
produce antisera for use in the virus isolation and/or identification procedures described later. 202 

2.1.1.1. Antisera to infectious pancreatic necrosis virus 203 

Intravenous injection with 50–100 µg of purified virus on day 0, followed by an identical booster on day 21, 204 
and bleeding 5–7 days later. Rabbits may be reused if not bled completely. 205 

2.1.1.2. Antisera to other viruses 206 

The immunisation protocols alternate an intramuscular or intradermal injection with further intravenous 207 
boosters: 208 
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Day 0: primary injection, 500–1000 µg of purified virus is mixed (v/v) with adjuvant (Freund’s incomplete 210 
or other14 adiuvants that are considered more acceptable) giving a total volume of 1.2 ml. This antigen is 211 
delivered to the rabbit as multipoint intradermal injections (2 points on each side) after the animal has been 212 
shaved. 213 

Day 21: collect about 2 ml of blood and check for reactivity (neutralisation, fluorescence); boost 214 
intravenously with the same amount of purified virus as in the primary injection, but without adjuvant. Prior 215 
to the intravenous booster injection, the rabbit should be treated with promethazine (12 mg intramuscularly) 216 
to prevent a possible anaphylactic response. 217 

Day 28: sample the blood, check the serum reactivity and bleed or boost according to the results. 218 

For rhabdoviruses, this immunisation procedure is well suited to production of antisera to be used in 219 
immunofluorescence and in the enzyme-linked immunosorbent assay. However, a more efficient method for 220 
production of neutralising antisera is regular intravenous injection without adjuvant (0.2 ml) every 3–4 days 221 
(twice a week). As many as 15 injections may be necessary; 1 week after the last injection, a serum sample 222 
should be collected and tested. 223 

2.1.3. Processing and storage of immune sera 224 

After blood clotting, collect and centrifuge the serum at 20°C and heat it for 30 minutes at 56°C. Filter the 225 
resulting heat-inactivated serum through a membrane filter (450 nm pore size) and temporarily store it at 4°C 226 
for the time necessary for the screening of its reactivity and specificity and for checking that these properties 227 
are not affected by preservation conditions (e.g. freezing or lyophilisation). Sterile rabbit sera can be kept for at 228 
least 2 months at 4°C without any change in their properties. Dispense (usually as small volumes) and freeze 229 
at –20°C or lyophilise. 230 

Immunoglobulins (Ig) may be extracted from antisera using conventional methods suitable for Ig purification. 231 
Selective attachment to protein A constitutes a reliable and effective method. The concentration of Ig solutions 232 
is adjusted to the values required for further conjugate preparation or storage. 233 

Preservation of Ig: Mix a solution of Ig of concentration 2 mg litre–1 with sterile pure glycerol (v/v) and keep at 234 
–20°C. Solutions of Ig with a higher concentration may also be prepared in glycerol. 235 

2.1.4. Mouse monoclonal antibodies  236 

Monoclonal antibodies (MAbs) to most of the fish viruses have been raised over the past years. Some of them, 237 
singly or as two or three associated MAbs, have given rise to biological reagents suitable for the identification 238 
of virus groups (IPN, VHS, IHN). Other MAbs, taken individually or as components of Ab panels, allow accurate 239 
typing of VHSV and IHNV. These MAbs can be obtained from the Reference Laboratories listed at the end of 240 
this Aquatic Manual. 241 

In theory, mouse monoclonal IgGs can be processed and stored as for polyclonal IgGs. However, the reactivity 242 
of certain MAbs may be impaired by processes such as enzymatic- or radio-labelling or lyophilisation. It is thus 243 
necessary to test various MAbs for the conditions under which they will be used. 244 

2.1. Direct microscopy 245 

Samples for direct microscopic examination of smears or tissue imprints should be examined as soon as possible 246 
after collection. Live specimens should be used whenever possible, or fresh specimens chilled at 4°C, or 10% neutral-247 
buffered formalin-fixed specimens when live specimens are not practical. If an adequate field laboratory is available, 248 
it should be used to process and examine samples near the site of collection. For G. salaris, fresh specimens are 249 
examined or fish can be stored in ethanol prior to microscopic examination (see Chapter 2.3.3 Infection with 250 
G. salaris). 251 

2.2. Histological techniques 252 

2.2.1 Preparation of slides for histological examination 253 

2.3.1. Tissue fixation and embedding 254 

  255 

 
14 Use of Freund’s complete adjuvants may be restrictedon animal welfare grounds. Alternative synthetic adjuvants include trehalose 

dimycolate and monophosphate lipid A. 
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Only live or moribund specimens of fish with clinical lesions should be sampled for histology. The removed 256 
tissues (<5 mm thick) should be fixed immediately in 10% neutral-buffered formalin. Use at least ten volumes 257 
of fixative for each volume of tissue sample and allow to fix for at least 24 hours. After removal from the fixative, 258 
tissue samples are then dehydrated in ascending ethanol concentrations, cleared in a wax-miscible agent such 259 
as xylene and then embedded in paraffin using standard protocols. Cut sections of approximately 5 µm thickness 260 
from the block. Mount each section on a glass slide, de-wax in a wax-miscible agent, such as xylene or 261 
‘Clearene®’, and rehydrate. For most disease examinations, the sections can then be stained with haematoxylin 262 
and eosin (H&E) using standard procedures (Slaoui & Fiette, 2011). For observing granulomas and fungal 263 
hyphae as occur in infection with A. invadans, a general fungal stain such as Grocott–Gomori may be used 264 
instead of H&E. 265 

2.3.2. Tissue sectioning and staining 266 

Cut sections of approximately 5 µm thickness from the block. Mount each section on a glass slide, de-wax in a 267 
wax-miscible agent, such as xylene or ‘Clearene®’, and rehydrate.  268 

For most disease examinations, the sections can then be stained with haematoxylin and eosin (H&E), by the 269 
following procedure: 270 

Taking the slides to water 271 

1. Place slides in xylene or ‘Clearene®’ to remove wax for a minimum of 2 minutes. 272 

2. Repeat step 1 in fresh xylene or ‘Clearene’. 273 

3. Place in 100% alcohol to remove the solvent for a minimum of 2 minutes. 274 

4. Repeat step 3 in fresh 100% alcohol. 275 

Staining 276 

5. Wash in running tap water (RTW) for 2–5 minutes. Slides should be clear, not cloudy. 277 

6. Place in haematoxylin solution for 3 minutes 278 

7. Turn blue in RTW for 5–10 minutes (or saturated lithium carbonate); cannot over blue. 279 

8. Dip in acid/alcohol for a maximum of 10 seconds. 280 

9. Rinse in RTW (or lithium carbonate) until blue. 281 

10. Microscope check for clear cytoplasm and blue nuclei. 282 

11. Aqueous eosin for 3 minutes. 283 

12. Good wash in RTW to differentiate eosin. 284 

Dehydration, clearing and mounting 285 

13. Rinse well in 70% alcohol but not for too long as it removes eosin. 286 

14. Place in 100% alcohol for 1–2 minutes. 287 

15. Repeat step 14 in fresh alcohol. 288 

16. Place in 50/50 alcohol/Clearene for 1–2 minutes. 289 

17. Place into Clearene. 290 

18. Repeat with fresh Clearene bath, slides should be clear. 291 

19. Mount in DPX (distyrene, plasticizer, and xylene) mountant and leave to dry. 292 

For observing granulomas and fungal hyphae as occur in epizootic ulcerative syndrome, a general fungal stain 293 
such as Grocott-Gomori may be used instead of H&E. 294 

2.2.2. Preparation of slides for immunohistochemistry 295 

It is important to note that prolonged fixation can mask antigens of interest. Therefore, it is recommended 296 
keeping fixation to a minimum whilst still achieving optimal preservation (24–48 hours). This can be reduced 297 
further when using small pieces of tissue. Nonetheless, it is recommended to incorporate an antigen retrieval 298 
step (included within the protocol below) where possible (Kim et al., 2016). The following outlines a standard 299 
immunohistochemistry protocol routinely used in histology laboratories, but Due to variations that may exist 300 
between antibodies and commercially available detection kits, it is probable that individuals will need to optimise   301 
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the technique for their own purposes. This will include factors such as determination of optimal optimum antibody 302 
titre. This is the highest dilution that results in the most intense specific staining whilst achieving the least non-303 
specific “background” staining. In addition, individuals may need to consider amending the duration of reagent 304 
incubation.  305 

1. Carry out steps 1–5 of Section 2.3.2. 306 

2. Rinse slides in two changes of 0.2% Tween 20 in PBS for 2 minutes. 307 

3. Perform antigen retrieval by placing slides into plastic coplin jar containing Sodium citrate buffer and 308 
place on steamer rack situated inside pressure cooker. 309 

4. Place cooker on high heat until full pressure is reach indicated by “rocking” of vent. 310 

5. Reduce temperature and leave on hotplate for approximately 10 minutes whilst maintaining pressure. 311 

6. Remove from hotplate and allow cooker to cool and vent for approximately 20–30 minutes in a fume 312 
hood prior to opening. 313 

7. Remove coplin jar from pressure cooker and replace Sodium citrate buffer with warm tap water followed 314 
by cool tap water and distilled water. This is to cool the slides gradually. 315 

8. If required, carry out blocking of endogenous biotin/avidin activity (a) incubate slides for 15–20 minutes 316 
in 0.005% avidin in PBS (b) rinse in PBS followed by (c) incubation in 0.005% biotin in PBS for 15–20 317 
minutes. Alternatively, employ the use of a commercially available blocking system in accordance to 318 
manufacturer guidelines. This is usually undertaken on tissues containing high levels of biotin such as 319 
liver, kidney and spleen.  320 

9. Briefly rinse slides in tap water. 321 

10. Rinse slides in 0.2% Tween 20 in PBS for 2 minutes. 322 

11. Tip off reagent and blot dry around tissue section ensuring section is kept moist. 323 

12. Incubate with primary antibody at 25°C for 30 minutes with gentle orbital rotation if available. 324 

13. Rinse slides in 0.2% Tween 20 in PBS from a wash bottle. 325 

14. Tip off reagent and blot dry around tissue section ensuring section is kept moist. 326 

15. Incubate with biotinylated secondary antibody at 25°C for 10 minutes with gentle orbital rotation if 327 
available. 328 

16. Rinse slides in 0.2% Tween 20 in PBS from a wash bottle. 329 

17. Quench endogenous peroxidase activity by placing slides into 0.3% Hydrogen peroxide in PBS with 330 
0.1% Sodium azide for 10–15 minutes at room temperature. 331 

18. Rinse slides in 0.2% Tween 20 in PBS from a wash bottle. 332 

19. Incubate with preferred commercially available peroxidase-labelled streptavidin detection complex at 333 
25°C for 10 minutes with gentle orbital rotation if available. 334 

20. Rinse slides in 0.2% Tween 20 in PBS from a wash bottle. 335 

21. Apply DAB chromogen to slides and develop reaction product by monitoring under microscope for 336 
optimum time. Duration will vary depending on DAB product used. 337 

22. Stop reaction by placing slides into tap water. 338 

23. Perform chromogenic enhancement (optional) by placing slides into 0.5% Copper sulfate in PBS for 1–339 
5 minutes at 25°C with gentle orbital rotation. 340 

24. Rinse in distilled water. 341 

25. Counterstain with Harris’s haemotoxylin for 2–3 minutes. 342 

26. Rinse with water. 343 

27. Dehydrate, clear and mount. 344 

Reagent preparation 345 

PBS-Tween 20 (0.2%): Phosphate-buffered saline 10 litres 

 Tween 20 2 ml 

  346 
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Sodium citrate buffer: Tri-sodium citrate (dihydrate) 2.94g 

 Distilled water 1 litre 

 Tween 20 0.5 ml 

Mix to dissolve, adjust pH to 6.0 with 1 N HCl before adding Tween 20. Store this solution at room temperature 347 
for 3 months or at 4°C for longer storage. 348 

2.3. Electron microscopy 349 

Electron microscopy (transmission or scanning) is a valuable research tool for the study of aquatic animal diseases 350 
(e.g. Hyatt et al., 1991) and for the detection of previously unknown viruses for which there are no specific diagnostic 351 
tests. However, these methods are not normally used for the routine diagnosis of the fish diseases listed by the OIE 352 
so are not described in the Aquatic Manual. 353 

2.4. Virus isolation 354 

2.4.1. Introduction 355 

For most viruses, the standard surveillance method (to detect subclinical carriers) is virus isolation in cell culture 356 
followed by identification using either antibody-based or, more commonly, nucleic acid-based (PCR) methods 357 
can be employed in the diagnosis of clinically affected animals or in the surveillance of apparently healthy 358 
animals. Isolation of finfish viruses in cultures of a number of established fish cell lines is well-documented 359 
(Crane et al., 2005; Devold et al., 2000; Graham et al., 2008; Herath et al., 2009; Lorenzen et al., 1999; Olesen 360 
& Vestergård Jørgensen, 1992). However for some viruses, such as While inoculation of fish cell lines with fish 361 
tissues processed for virus isolation is considered the reference standard for surveillance programmes with 362 
respect to sensitivity, the precise sensitivity of the procedure is unknown. Moreover KHV, cell culture isolation 363 
is not as sensitive as the published PCR-based methods and is not considered to be a reliable diagnostic method 364 
for KHV (Haenen et al., 2004). Indeed, real-time or conventional PCR methods and sequencing are, in general, 365 
highly sensitive and highly specific and, following adequate validation, can be used for direct detection of viral 366 
nucleic acids in samples prepared from fish tissue. The technique has the potential to be used in direct 367 
surveillance programmes for obtaining approved free status (e.g. Garver et al., 2011; Jonstrup et al., 2013). 368 
Duplicates of unfixed samples testing positive using real-time or conventional PCR methods and sequencing 369 
can be processed for virus isolation to confirm presence of infectious virus. At least every 6 months or if 370 
decreased cell susceptibility is suspected, titration of frozen viral stocks is performed to verify cell line 371 
susceptibility to infection. 372 

2.4.2. Inoculation of cell monolayers 373 

Cell cultures to be used for inoculation with tissue material should be young (4‒48 hours old) and actively 374 
growing (not confluent) at inoculation. 375 

Prepared tissue samples (see Section A. Sampling above) are inoculated onto cell cultures in at least two 376 
dilutions, i.e. the primary dilution and a 1/10 dilution thereof, resulting in final dilutions of tissue material in cell 377 
culture medium of 1/100 and 1/1000, respectively (to prevent homologous interference). The ratio between 378 
inoculum size and volume of cell culture medium should be about 1:10. For each dilution and each cell line, a 379 
minimum of about 2 cm2 cell area, corresponding to one well in a 24-well cell culture plate, has to be used. Use 380 
of 24-well cell culture plates is recommended, but other units of a similar or larger growth area are also 381 
acceptable. 382 

2.4.3. Incubation of cell cultures 383 

Inoculated cell cultures are incubated at the pathogen-specific temperature for 7–14 days. If the colour of the 384 
cell culture medium changes from red to yellow indicating medium acidification, pH adjustment with sterile 385 
bicarbonate solution, or equivalent substances, has to be performed to ensure cell susceptibility to virus 386 
infection. 387 

2.4.4. Microscopy 388 

Using ×40–150 magnification, inoculated cell cultures must be inspected regularly (at least three times a week) 389 
for the occurrence of cytopathic effect (CPE). The use of a phase-contrast microscope is recommended. If 390 
obvious CPE is observed, virus identification procedures must be initiated immediately. 391 

2.4.5. Sub-cultivation 392 
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If no CPE has developed after the primary incubation for 7–14 days, sub-cultivation is performed with fresh cell 394 
cultures using a cell area similar to that of the primary culture. 395 

Aliquots of medium (supernatant) from all cultures/wells constituting the primary culture are pooled according to 396 
the cell line 7–14 days after inoculation. The pools are then inoculated onto homologous cell cultures undiluted 397 
and diluted 1/10 (resulting in final dilutions of 1/10 and 1/100, respectively, of the supernatant) as described 398 
above (Section B.2.4.2. Inoculation of cell monolayers). For SAV, and other non- or slow CPE-forming viruses 399 
that are cell-bound, it is recommended that a freeze–thaw cycle or sonication step be included prior to passage. 400 

Alternatively, aliquots of 10% of the medium constituting the primary culture are inoculated directly into a well 401 
with a fresh cell culture (well-to-well sub-cultivation). In the case of salmonid samples, inoculation may be 402 
preceded by preincubation of the dilutions with an anti-IPNV antiserum at an appropriate dilution, as described 403 
above (see Section A.2.3.3. Treatment to neutralise enzootic viruses). The inoculated cultures are then 404 
incubated for 7–14 days at the appropriate temperature, with observation, as described above (see Section 405 
B.2.4.4. Microscopy). 406 

If nonspecific cytotoxicity occurs within the first 3 days of incubation, sub-cultivation may be performed at that 407 
stage, but the cells must then be incubated for 7 days and sub-cultivated again with a further 7 days’ incubation. 408 
When nonspecific cytotoxicity develops after 3 days, the cells may be passed once and incubated to achieve a 409 
total of 14 days from the primary inoculation. There should be no evidence of toxicity in the final 7 days of 410 
incubation. 411 

If bacterial contamination occurs despite treatment with antibiotics, sub-cultivation must be preceded by 412 
centrifugation at 2000–4000 g for 15–30 minutes at 2–5°C, or filtration of the supernatant through a 0.45 µm 413 
filter (low protein-binding membrane). In addition to this, sub-cultivation procedures are the same as for 414 
nonspecific cytotoxicity. 415 

If no CPE occurs, the test may be declared negative, however, increased confidence of a negative result can 416 
be achieved by testing for the presence of virus using antibody-based or nucleic acid-based (PCR) methods. 417 
For SAV2/SAV3 no apparent CPE is common from field isolates. An IFAT for the detection of SAV antigen is 418 
routinely performed. 419 

Where practical difficulties arise (e.g. incubator breakdown, problems with cell cultures, etc.) that make it 420 
impossible to inoculate cells within 48 hours of collection of the tissue samples, it is acceptable to freeze the 421 
supernatant at ‒80°C and carry out virological examination within 14 days. If the collected supernatant is stored 422 
at –80°C within 48 hours of sampling it may be reused only once for virological examination. 423 

2.4.6. Virus identification 424 

Supernatant from cultures demonstrating CPE is used for virus identification by either antibody-based and/or 425 
nucleic acid-based techniques. The preferred method for confirmatory identification is by sequence analysis of 426 
PCR amplicons (see Aquatic Manual chapters on individual pathogens for details). 427 

2.5. Use of molecular techniques for surveillance testing, confirmatory testing and diagnosis 428 

Molecular techniques, including the use of nucleic acid probes for in-situ hybridisation, conventional and the 429 
polymerase chain reaction (PCR) and real-time PCR, have been developed for the identification of many pathogens 430 
of aquatic animals. However, as is the case with several other diagnostic techniques, an advantage in sensitivity is 431 
frequently offset by problems in interpretation or susceptibility to technical problems. Real-time PCR methods, in 432 
general, have high sensitivity and specificity and, following adequate validation, can be used for direct detection of 433 
viral nucleic acids in samples prepared from fish tissue. The technique can be used in direct surveillance of apparently 434 
healthy populations, if they have a high level of diagnostic sensitivity, as well as in the diagnosis of clinically affected 435 
animals (e.g. Garver et al., 2011; Jonstrup et al., 2013). Duplicates of unfixed samples testing positive using real-time 436 
PCR can be processed for virus isolation to confirm presence of infectious virus. 437 

When using PCR as a diagnostic method, the design of primers and probe, the use of positive and negative controls, 438 
as well as validation of the PCR method chosen are important. PCR can be quite dependent on the conditions under 439 
which it is run and can be highly subject to laboratory contamination by previous PCR products, yielding false-positive 440 
results. Nevertheless, Real-time PCR is a powerful technique particularly for analysing relatively high numbers of 441 
samples (e.g. for surveillance) via high-throughput testing. Thus, while Several nucleic acid probe and PCR protocols 442 
are included in this version of the Aquatic Manual as screening, diagnostic or confirmatory methods for fish, where 443 
possible well established techniques (e.g. virus isolation) are should and can be undertaken as specified as the   444 
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standard screening methods. However, following PCR-positive results, where possible, virus isolation should be 445 
undertaken to confirm the presence of infectious virus. Conventional PCR with sequencing of PCR products should 446 
be used for confirmation of the cultured pathogen identity. Whenever these newer molecular techniques are used, 447 
they should be performed with caution and with special attention to the inclusion of adequate positive and negative 448 
controls. 449 

As with all PCR protocols, optimisation may be necessary depending on the reagents, equipment and the plasticware. 450 
PCR is prone to false-positive and false-negative results. False-positive results (negative samples giving a positive 451 
reaction), may arise from either product carryover from positive samples or, more commonly, from cross-452 
contamination by PCR products from previous tests. Therefore, each assay and tissue extraction should include a 453 
negative control to rule out contamination.  454 

To minimise the risk of contamination, aerosol-preventing pipette tips should be used for all sample and PCR 455 
preparation steps. Additionally, all PCRs should be prepared in a clean area that is separate from the area where the 456 
amplifications and gel electrophoresis are performed. Do not share equipment (e.g. laboratory coats and 457 
consumables) between areas and, where possible, restrict access between areas. Contaminating PCR products can 458 
be carried on equipment, clothes and paper (e.g. workbooks). Also, ensure all work-tops and air-flow hoods used for 459 
the extractions and PCR set up are regularly cleaned and decontaminated. To ensure sample integrity, always store 460 
the samples (e.g. in a freezer or refrigerator) in a location away from the molecular biology laboratory and reagents. 461 

2.5.1. Sample preparation and types 462 

For these techniques, samples should be prepared to preserve the nucleic acid of the pathogen. Likewise, 463 
samples intended for testing with antibody-based methods should be preserved to retain the reactive antigenic 464 
sites for the antibodies used.Samples selected for nucleic acid-based or antibody-based diagnostic tests and 465 
should be handled and packaged with the greatest care to minimise the potential for cross-contamination among 466 
the samples or target degradation before the assay can be performed. To prevent contamination, new 467 
disposable containers (plastic sample bags or bottles) should be used. A water-resistant label, with the 468 
appropriate data filled out, should be placed within each package or container for each sample set. 469 

Some suitable methods for preservation and transport of samples taken for molecular or antibody-based tests 470 
are: 471 

 Live iced specimens or chilled specimens: For specimens that can be rapidly transported to the 472 
laboratory for testing within 24 hours, pack samples in sample bags surrounded by an adequate quantity 473 
of wet ice around the bagged samples or ice bricks in an insulated box and ship to the laboratory. 474 

 Frozen whole specimens: Select live specimens according to the purpose of sampling, euthanase fish 475 
humanely and quick-freeze in the field using crushed dry-ice, or freeze in a field laboratory using a 476 
mechanical freezer at –20°C or lower temperature. Prepare and insert the label into the container with 477 
the samples, pack samples with an adequate quantity of dry ice in an insulated box, and ship to the 478 
laboratory. Freezing samples for histological analysis should be avoided. 479 

 Alcohol-preserved samples: In regions where the storage and shipment of fresh (0–4°C) and frozen 480 
samples is problematic, 90 –95 80–90% (v/v) ethanol (analytical grade) or RNAlater should be used to 481 
preserve, store, and transport certain types of samples for PCR analysis. Pack for shipment according 482 
to the methods described above.  483 

 Fixed tissues for in-situ hybridisation and immuno-histochemistry: For this purpose, classic methods 484 
for preservation of the tissues are adequate. Neutral-buffered formalin is usually a good choice. for later 485 
use of molecular probes. For DNA, specifically, over-Fixation for (over 24–48 hours) should be avoided; 486 
samples should be transferred to ethanol following the formalin treatment. 487 

2.5.2. Preservation of RNA and DNA in tissues 488 

Tissue is cut to be less than 0.5 cm in one dimension and submerged in 10 volumes of a suitable nucleic acid 489 
preservative (e.g. a 0.5 g sample requires about 5 ml of RNAlater or 80–90% ethanol). Small organs such as 490 
kidney, liver and spleen can be stored whole in RNAlater or 80–90% ethanol. These Samples preserved in this 491 
way can be stored at 4°C for 1 month, at 25°C for 1 week or indefinitely at –20°C or below. Archive RNAlater-492 
treated tissues at –20°C or below. 493 

2.5.3. DNA Nucleic acid extraction 494 

  495 
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For DNA extraction, grind the sample in 10 volumes of extraction buffer (NaCl [100 mM], ethylene diamine tetra-496 
acetic acid [EDTA, 25 mM], pH 8, and sodium dodecyl sulphate [SDS, 0.5%]) supplemented with proteinase K 497 
(100 µg ml–1). Following overnight incubation at 50°C, DNA is extracted using a standard phenol/chloroform 498 
protocol, and precipitated with ethanol. To isolate DNA nucleic acids from tissues preserved in ethanol or 499 
RNAlater, simply remove the tissue from ethanol or RNAlater and treat it as though it was just harvested. Most 500 
fresh and RNAlater/ethanol-fixed tissues can be homogenised (e.g. with a mortar and pestle or in bead-beating 501 
tubes) directly in the lysis or extraction buffer provided with commercially available DNA and RNA extraction 502 
kits. Commercial kits should be validated or undergo equivalence testing with current validated extraction 503 
procedures prior to routine use. 504 

Considering time constraints and risks for laboratory staff, commercially available kits may provide satisfactory 505 
technical alternatives. Use of commercial kits should be validated by comparison with a standard 506 
phenol/chloroform protocol prior to their routine use in diagnostic laboratories. 507 

2.5.4. RNA extraction 508 

To isolate RNA from tissues preserved in RNAlater, simply remove the tissue from RNAlater and treat it as 509 
though it was just harvested. Most tissues can be homogenised directly in lysis or extraction buffer. 510 

Considering time constraints and risks for laboratory staff, commercially available kits may provide satisfactory 511 
technical alternatives. Use of commercial kits should be validated by comparison with a standard 512 
phenol/chloroform protocol prior to their routine use in diagnostic laboratories. 513 

2.5.4. Preparation of slides for in-situ hybridisation 514 

For in-situ hybridisation (ISH), fish tissues should be fixed in neutral-buffered formalin for approximately 515 
24 hours and then embedded in paraffin according to standard histological methods, as described under section 516 
3.3. Sections are cut at a thickness of 5 µm and placed on aminoalkylsilane-coated slides, which are then baked 517 
overnight in an oven at 40°C. The sections are de-waxed by immersing in xylene for 10 minutes. This step is 518 
repeated once and then the solvent is eliminated by immersion in two successive absolute ethanol baths for 10 519 
minutes each. The sections are then rehydrated by immersion in an ethanol series. The protocol may require a 520 
step of membrane permeabilisation enabling access to the target DNA. For this purpose, sections are treated 521 
with proteinase K (100 µg ml–1) in TE buffer (Tris [50 mM], EDTA [10 mM]), at 37°C for 30 minutes. For ISH in-522 
situ hybridisation tests (see individual chapters for details), it is essential that both a known positive and a known 523 
negative slide be stained to eliminate false positive results due to non-specific staining/stain dropout, and false 524 
negative results due to errors in the staining protocol (Qadiri et al., 2019; Valverde et al., 2017). 525 

3. Additional information to be collected 526 

Sample information should include the collector’s name, organisation, date, time, and description of the geographical 527 
location. The geographical origin of samples may be described as the name or location of the sampling site or its 528 
geographical co-ordinates. There should also be records that provide information to allow trace-backs on the sample 529 
movement from the sample site to the storage facility or laboratory and within those facilities.  530 

Storage facilities should record information on the preservation method, storage location, and date and time of storage at 531 
each storage locker or freezer along with information on the storage temperature (continuously monitored is preferable). 532 
This information should be tracked with a unique sample code for all samples. For laboratories, the date of receipt, storage 533 
location information, date of analysis, analysis notes, and report date should be maintained for all uniquely coded samples. 534 
These data will greatly facilitate the tracking of sample problems and provide assurance that the samples were properly 535 
handled. 536 
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C H A P T E R  2 . 4 . 3 .  

 
INFECTION WITH BONAMIA OSTREAE  

. . .  

2.2. Host factors 

2.2.1. Susceptible host species 

Natural host: European flat oysters, Ostrea edulis.  

Oyster species infected when moved into B. ostreae endemic zones: Ostrea puelchana, O. angasi, O. chilensis 
(= Tiostrea chilensis, T. lutaria) (Carnegie & Cochennec-Laureau, 2004). However, the parasite was not 
identified to the species level in these hosts. 

Experimental assays have indicated a low infectivity of B. ostreae to Crasssotrea ariakensis (Audemard et al., 
2005)  

It has been speculated that Ostrea conchaphila (= O. lurida) and Crassostrea angulata have been infected with 
B. ostreae (Carnegie & Cochennec-Laureau, 2004), but confirmatory diagnosis has not been achieved. 

Experimental work showed that the following species are not susceptible to B. ostreae: C. gigas, Ruditapes 
decussatus, R. philippinarum, Mytilus edulis, M. galloprovincialis (Culloty et al., 1999). 

Species that fulfil the criteria for listing as susceptible to infection with Bonamia ostrea according to Chapter 1.5. 
of the Aquatic Animal Health Code (Aquatic Code) are: European flat oyster (Ostrea edulis), Chilean flat oyster 
(Ostrea chilensis), and Suminoe oyster (Crassostrea ariakensis). 

2.2.2. Susceptible stages of the host  

Both 0+ and 1+ year-old O. edulis are susceptible to infection and can develop a high prevalence and high 
intensity of infection and even mortality over a 6-month period (Lynch et al., 2005). However, individuals older 
than 2 years appear to be more susceptible to the disease (Culloty & Mulcahy, 1996; Grizel, 1985; Engelsma et 
al., 2010). Seed from natural settlements appear to be significantly more parasitised than oyster seed from 
hatcheries (Conchas et al., 2003). 

It has recently been shown that larvae can be infected with B. ostreae (Arzul et al., 2010). 

Species for which there is incomplete evidence to fulfil the criteria for listing as susceptible to infection with 
B. ostreae according to Chapter 1.5 of the Aquatic Code are: Argentinean flat oyster (Ostrea puelchana). 

In addition, pathogen-specific positive polymerase chain reaction (PCR) results have been reported in the 
following species, but no active infection has been demonstrated: beadlet anemone (Actina equina), brittle star 
(Ophiothrix fragilis), European sea squirt (Ascidiella aspersa), grouped zooplankton andPacific cupped oyster 
(Crassostrea gigas) . 

2.2.3. Non-susceptible species 

Species that fulfil the criteria for listing as non-susceptible to infection with Bonamia ostreae according to 
Chapter 1.5 of the Aquatic Code include: blue mussel (Mytilus edulis), European clam (Ruditapes decussatus), 
Manila clam (Ruditapes philippinarum) and Mediterranean mussel (Mytilus galloprovincialis). 

. . . 
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ENFOQUE DE LA COMISIÓN PARA LOS ANIMALES ACUÁTICOS 
PARA UNA NUEVA ELABORACIÓN DEL TÍTULO 4, PREVENCIÓN Y 

CONTROL DE LAS ENFERMEDADES, DEL CÓDIGO ACUÁTICO 

TÍTULO 4 ‒ PREVENCIÓN Y CONTROL DE LAS ENFERMEDADES 

 Actividad Situación/Próximas etapas 

Capítulos actuales 

4.1. Zonificación y 
compartimentación  

Revisión para mejorar la legibilidad y claridad de 
los principios generales para establecer zonas y 
compartimentos. 

Revisión del trabajo sobre los nuevos 
capítulos que se describen a 
continuación. 

4.2. Aplicación de la 
compartimentación  

Revisión para mejorar la legibilidad y claridad, 
además de las directrices para establecer 
compartimentos con fines comerciales. Integración 
en otros capítulos.  

Revisión del trabajo sobre los nuevos 
capítulos que se describen a 
continuación. 

4.3. Desinfección de 
establecimientos y 
equipos de acuicultura  

Actualización y mejora de la legibilidad y claridad 
del capítulo. 

Nuevo capítulo adoptado en 2017 
como primera etapa del nuevo 
desarrollo del Título 4. 

4.4. Recomendaciones para la 
desinfección de la 
superficie de huevos de 
salmónidos    

 Capítulo adoptado en 2015. 
 
Modificaciones más recientes 
adoptadas en 2017. 

4.5. Elaboración de un plan de 
contingencia 

Revisión sustancial para proporcionar directrices 
adecuadas sobre los principios de elaboración de 
un plan de contingencia y la respuesta a una 
emergencia.  
 
Respaldo de los artículos en cada capítulo 
específico de enfermedad sobre la restitución del 
estatus libre de enfermedad tras un brote. 
 
Integración en otros capítulos. 

Reemplazo por un capítulo sobre la 
preparación de emergencia frente a 
las enfermedades (ver nuevos 
capítulos a continuación). 

4.6. Vacío sanitario en 
acuicultura  

 El capítulo se conservará hasta la 
aprobación de los nuevos capítulos 
sobre Bioseguridad para los 
establecimientos de acuicultura, 
Preparación de emergencia frente a 
las enfermedades y Gestión de 
brotes de enfermedad.  

4.7. Manipulación, eliminación 
y tratamiento de residuos 
de animales acuáticos  

Revisión para integración en otros capítulos de 
este título, nuevos o revisados, y para garantizar 
la pertinencia de las recomendaciones.  

Revisión tras la adopción de otros 
capítulos nuevos y revisados.   

4.8. Control de los agentes 
patógenos en los piensos 
para animales acuáticos  

Integración de las recomendaciones en otros 
capítulos. 

Modificaciones más recientes 
adoptadas en 2015.  
 
Necesidad de otra revisión tras la 
revisión de otros capítulos del Título 
4 y de nuevos capítulos adoptados. 
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TÍTULO 4 ‒ PREVENCIÓN Y CONTROL DE LAS ENFERMEDADES 

 Actividad Situación/Próximas etapas 

New chapters 

4.X. Bioseguridad para los 
establecimientos de 
acuicultura 

Desarrollo de un nuevo capítulo sobre los 
principios de la bioseguridad para los 
establecimientos de acuicultura. Abarcaría los 
principales enfoques de la planificación de la 
bioseguridad como son el análisis del riesgo y la 
identificación de las vías de transmisión. 
Integración en otros capítulos, por ejemplo, 
desinfección y compartimentación.  

Propuesta para adopción en mayo de 
2021. 

4.X. Preparación de 
emergencia frente a las 
enfermedades 

Desarrollo de un nuevo capítulo centrado en un 
completo marco de gestión de las emergencias 
frente a las enfermedades (prevención, 
preparación, detección, respuesta y recuperación). 

Septiembre de 2020 – La Comisión 
desarrolló la estructura del artículo 
para el nuevo proyecto de capítulo.  
 

4.X. Gestión de brotes de 
enfermedad 

Desarrollo de un nuevo capítulo centrado 
principalmente en los detalles de la fase de 
respuesta frente a los brotes de enfermedades de 
animales acuáticos.  

Septiembre de 2020 – La Comisión 
desarrolló la estructura del artículo 
para el nuevo proyecto de capítulo. 

4.X. Aplicación de la 
zonificación 

Nuevo proyecto de capítulo sobre la aplicación de 
la zonificación.  

Aún no se ha asignado una prioridad.  
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sus  autores .  La mención de  empresas  part iculares  o  de  productos  manufacturados ,  sean o  no 
patentados ,  no  impl ica  de  ningún modo que  estos  se  benef ic ien  de l  apoyo o  de  la  recomendación de  la 
OIE,  en  comparac ión con o tros  s imilares  que  no  hayan s ido  mencionados .  
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