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RESUMEN

Se realiz6 un estudio bacteriolégico a partir de 50 hisopos cloacales
principalmente en busqueda de bacterias aerobias. Se aislaron 13 géneros
bacterianos de 19 de las muestras, en su mayoria enterobacterias, en el resto no
hubo crecimiento. Las especies bacterianas encontradas coinciden con
referencias previas acerca de la flora normal en la cloaca de tortugas marinas, sin
embargo se aislé en 5 muestras Salmonella spp, lo que indica que pudieran ser
individuos infectados que no manifiestan signos de enfermedad.

Por otra parte se analizaron 50 muestras de sangre de tortugas marinas de la
especie golfina (Lepidochelys olivacea) que anidan en “La Escobilla”, Oaxaca,
México, para detectar por medio de PCR (Reaccién en Cadena de la Polimerasa)
la presencia de iridovirus. Los resultados para deteccién de iridovirus fueron
negativos, lo cual pudiera indicar que las tortugas analizadas no han sido
infectadas por dicho agente viral por lo menos hasta la fecha de muestreo.

Palabras clave: flora cloacal, PCR, iridovirus, tortugas marinas, golfina.

ABSTRACT

A bacteriological analysis was made from 50 cloacal g-tips looking for aerobic
bacteria. There were 13 genera in 19 samples, most of them enterobacteria. In the
rest of samples there was no growth. The bacterial species found are in agreement
with previous references about normal flora in sea turtles cloaca, however in 5
samples Salmonella spp was isolated, which indicates that there could be infected
individuals that doesn’t show sickness signs.

Also, there were analyzed 50 samples of blood from sea turtles of the specie olive
ridley (Lepidochelys olivacea) nesting in “La Escobilla”, Oaxaca, México for
detecting by PCR analysis the presence of iridovirus. All 50 samples were negative
for iridovirus. Iridovirus detection was negative, which may indicates that analyzed
turtles were not infected by that viral agent, at least until sampling date.

Key words: cloacal flora, PCR, iridovirirus, sea turtles, olive ridley.
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1. INTRODUCCION

1.1 Antecedentes

Las tortugas golfinas (Lepidochelys olivacea) también conocidas como caguama,
amarilla, garapachi, frijolilla, oliva, guaragua y carpintera, son reptiles marinos de
la familia Cheloniidae que habitan en las costas del Océano Pacifico y de México.
Es la tortuga marina mas pequefia, ya que alcanza hasta 70 cm de largo del
caparazén y llega a pesar un maximo de 45 kg. (Hoff G.L., Frye F.L, 1984).

Desde tiempos prehispanicos, la tortuga marina ha jugado un papel muy
importante en la alimentacion, cultura y economia de varios estados del pais. Se
tienen registros de que los caparazones eran usados como escudos en batallas
entre distintas culturas mesoamericanas, sobretodo las que se encontraban cerca

de zonas costeras, como la Maya. (Lutz et al, 2003)

Existian también en varias culturas como la Azteca, Maya, Mixteca y Zapoteca,
dioses con distintas capacidades que se representaban portando un caparazén de
tortuga. En su mayoria, estos dioses estaban relacionados con el agua, las
tormentas, el soporte del cielo o incluso del mundo. En los reportes de Diego de
Landa y de Oviedo, después de la conquista, se menciona el gran tamafno y el
buen sabor de las tortugas marinas. (Lutz et al, 2003)

En los afos 60’s y 70’s e incluso ya entrados los 80’s, la pesqueria de tortugas
marinas fue considerada una importante y altamente costeable actividad
econdémica en el pais, lo cual ocasioné el rapido decremento en la poblacién de

diferentes especies de tortugas marinas en México (Lutz et al, 2003).

Las tortugas adultas acostumbran desovar en diferentes playas del Pacifico
mexicano. En la mayor de ellas, “La Escobilla”, Oaxaca, por ejemplo, casi



desaparecieron debido a décadas de colecta de huevos y matanza de juveniles y
adultos para aprovechar su carne y su piel. Sin embargo, desde la veda absoluta a
la pesqueria legal de tortugas en México en el afio de 1990, esta poblacion se ha
recuperado. Es uno de los mayores éxitos obtenidos en la conservacion de las
tortugas marinas y quiza el mejor ejemplo de como las leyes de conservacion tales
como la ley moratoria publicada en 1990, en combinacion con la ley efectiva de
proteccién de las playas de anidacion y la aplicacién de las mismas, pueden
realmente ayudar a la recuperacién de las poblaciones (Garcia et al., 2003).

Actualmente las tortugas golfinas se encuentran clasificadas en la lista roja de la
Unién Internacional para la Conservacién de la Naturaleza (UICN) como “en
peligro”, “amenazada” por la USESA (United States Endangered Species Act) vy
en el Apéndice | del CITES (Convencion sobre el Comercio Internacional de
Especies Amenazadas de Fauna y Flora silvestres), siendo su estado poblacional
histérico previo catalogado como comun y actualmente ha pasado a la categoria

de rara. (Eckert et.al., 2000)

La Escobilla es actualmente el sitio mas importante para el desove de tortuga
golfina (Lepidochelys olivacea) debido a la enorme cantidad de tortugas que
llegan por temporada. En cada noche de arribada masiva se registra un promedio
de 4-5 mil animales desde que anochece hasta el amanecer(Johnson, 1993).

Escobilla se localiza en la parte central de la costa del estado de Oaxaca, en el
tramo comprendido entre Puerto Escondido y Puerto Angel. El 4rea que limita al
oeste con la barra del rio Cozoaltepec, y al este con la barra del rio Tilapa, que
abarca aproximadamente 7.5 km de costa, es la principal zona de anidacién y se
encuentra resguardada por el ejército mexicano. Hacia el norte se encuentra
ubicado Puerto Escondido y hacia el sur las playas de Mazunte y las Bahias de
Huatulco, sitios considerados como turisticos de mediana o alta afluencia.
(Johnson, 1993).



Debido a la importancia de éste sitio para la conservacion de la especie, y a su
cercania con zonas altamente turisticas (Figura 1), se decidié trabajar con tortugas

que llegan cada afio a desovar en esta playa.
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Figura 1. Ubicacién de la playa “La Escobilla” en el estado de Oaxaca, México. Indicado por la
marca en forma de pera. Mapa tomado de INEGI,2009.

Actualmente en México se encuentran 8 especies de tortugas marinas que han
adoptado sus costas como zonas de alimentacion, reproduccidén y anidacioén; sin
embargo, es de llamar la atencién que, debido al comportamiento décil y pelagico
(en la superficie) de los quelonios, se han convertido en el blanco de numerosos
métodos de depredacion y de numerosos efectos por la contaminacion cada vez
mayor del agua marina. (Marquez, 1996)

Cabe destacar que las zonas turisticas mencionadas se encuentran en desarrollo,
sobre todo las pequenas playas al sur, por lo cual no cuentan con sistemas
adecuados para el manejo de aguas residuales, con lo que aumenta la cantidad
de agua contaminada que se descarga directamente hacia el mar. Otro factor
importante es la cercania con la desembocadura de 2 rios, lo cual aumenta el

riesgo de contaminacion. (Mujeriego, 1990)



Por consecuencia, toda la zona se encuentra en un alto riesgo de contaminacion,
sobre todo biolégica y quimica, lo que pone en riesgo a los animales vy
asentamientos humanos que habitan en la zona costera y que dependen del

consumo y venta de productos pesqueros del lugar. (Mujeriego, 1990)

Se ha determinado que las aguas negras contienen cantidades variables de virus
y bacterias patégenas o potencialmente patégenas para los humanos y animales,
entre las mas comunes se encuentran las enterobacterias. Asi mismo se ha
determinado la presencia de diferentes virus en aguas residuales (Mujeriego,
1990).

Los virus son parasitos intracelulares obligados, por lo que sbélo son capaces de
multiplicarse dentro de la célula huésped. En principio cualquier virus excretado es
capaz de producir infeccién en un organismo susceptible a través de su ingestién y
un tratamiento inadecuado del agua residual puede ser un factor importante que
determine su transmision ( Mujeriego, 1990 ).

La supervivencia de las bacterias en el agua depende mucho de la presencia de
otros microorganismos que las depreden, por lo que sobreviven mas en aguas
“limpias" que en aguas sucias. En cambio, hay evidencia de que la supervivencia
de los virus es mayor en aguas contaminadas, presumiblemente como resultado
de un efecto protector al adherirse en particulas sélidas suspendidas en agua
sucia. En agua de rios y mares la supervivencia de los microorganismos es

variable (Mujeriego,1990) :

o Bacterias: El tiempo méaximo es 20 dias (20-30°C).
o Virus: Aumenta con la disminucion de la temperatura. A 20-30°C sobreviven

unos 2 meses y a 10 °C sobreviven unos 9 meses.

Debido a que las tortugas marinas cuentan con una flora bacteriana que actua de

manera benéfica, es importante monitorear si las condiciones ambientales han



afectado de alguna manera su equilibrio, pues en ocasiones se alteran las
poblaciones bacterianas incorporando diferentes especies o mostrando variacién
en las proporciones de las mas comunes, por lo que pueden llegar a actuar como
oportunistas o incluso como patégenas. Algunas de las causas por las que se
ocasiona un desequilibrio pueden ser fisiol6gicas, aunque el medio ambiente
también juega un papel muy importante. El detectar alguna variacién importante
en la flora cloacal de una tortuga puede ser indicativo de variaciones a diferentes
niveles, ya sea fisiologicos o ambientales. (Jacobson, 2007)

Las tortugas marinas comienzan su arribo a la zona de anidacion
aproximadamente unos 20 a 30 dias antes del desove masivo, primero en mar
abierto para llevar a cabo el proceso de cortejo y copula. Posteriormente, se van
acercando a la zona costera para depositar los huevos fecundados. Durante todo

este tiempo las tortugas permanecen en la zona de riesgo.(Marquez, 1996)

Generalmente se agrupan miles de hembras en espera del momento adecuado
para el desove masivo unos 2 a 3 dias antes del evento, lo que hace aun mas
susceptibles a este grupo de animales, tanto al contacto con agentes presentes en
el agua, como al contagio por contacto directo de algunas enfermedades.(Mc
Arthur et.al., 2004)

Algunos autores han propuesto que el aislamiento de Salmonella spp. sea
utilizado como indicador de agua contaminada, pues en ciertas circunstancias
tiene un periodo de supervivencia mayor al de los coliformes (American Public
Health Association, 1981).

Por otra parte, el iridovirus representa la primera infeccidn viral en reptiles; incluso,
inicialmente, este agente intracelular fue considerado un protozoario llamado
Pyrbemociton lareutolae por Chatton y Blanc en 1914. La naturaleza viral del

agente fue descubierta en estudios en un gecko infectado (Gebyra variegata) en el



ano de 1966 por Stehben y Johnston. El iridovirus ha sido aislado tanto de
individuos enfermos como de aquellos sin signologia aparente y en especies muy
variadas de reptiles, ya sea en cautiverio o en vida libre: tortugas terrestres,
camaleones, iguanas, tortugas de concha blanda, serpientes y otros reptiles
(Jacobson, 2006).

Por otro lado, existen numerosos reportes de la presencia de iridovirus en
diferentes especies de organismos de la familia Chelonidae (Benetka et.al., 2007),
a la vez que la OIE (2007) publica en sus tarjetas de enfermedades en animales
acuaticos que las enfermedades causadas por iridovirus, y en particular el
ranavirus es una de las causas mas importantes de enfermedades infecciosas en
animales poiquilotermos, principalmente en anfibios; aunque la susceptibilidad
alcanza también a peces y reptiles. Indica también que los mecanismos de
transmision pueden ser por via horizontal, por ingestion de agua contaminada o
por transmision vertical, aunque ésta ultima no ha sido confirmada. (Eckert et.al.,
2000).

Existen 3 tipos de iridovirus que pueden afectar a las tortugas y a los reptiles en
general: los ranavirus, lymphocistivirus, y megalocytivirus. Dentro de éstos 3
géneros, se ha considerado al de los ranavirus como el mas importante en cuanto
a infecciones en anfibios por su capacidad de causar grandes indices de
mortandad en animales silvestres, sin embargo, su impacto en reptiles ha sido

poco estudiado (Jacobson, 2006).

Actualmente existen numerosas especies dentro del género ranavirus
especificamente aisladas en alguna especie de tortuga, como por ejemplo, el virus
de la tortuga Testudo, Terrapene, Box turtle, Tortoise, Trionix (concha blanda) y
Gopherus. (Mc Arthur et.al., 2004)



Cabe sefialar que los ranavirus ocasionan enfermedades necroticas cronicas que
en muchas ocasiones no son visibles externamente, por lo que la infeccién podria
pasar desapercibida y aparentar casos de muertes subitas que a la necropsia
revelen necrosis sistémica. (Benetka et.al.,2007).

Recientemente, particulas parecidas a iridovirus fueron observadas en ostras
japonesas adultas (Crassostrea gigas) sufriendo erosion en las branquias y
mortalidades anormales en Meéxico. (Caceres-Martinez y Vazquez-Yeomans,
2003). Considerando sus vias de transmision, pudieran haber entrado en contacto

con alguna especie de tortugas marinas al ser ingeridas.

En un estudio realizado en tortugas golfinas (Lepidochelys olivacea) de las playas
de Cuyutlan, Colima, México se identificaron granulomas renales, hemocromatosis
y degeneracion hepaticas severas, lesiones necréticas severas en rifiones y
pulmén, sin identificar agentes infecciosos especificos, por lo que resultaria de
gran importancia realizar mas estudios en la zona del Pacifico (Gamez
et.al.,2009).

Con base en los reportes e investigaciones mencionados, este proyecto de
investigacion estd encaminado a identificar la flora bacteriana en cloaca y la
presencia de iridovirus (ranavirus) en sangre de la poblacion de tortugas golfinas
que desovan en la playa de La Escobilla, Oaxaca; con la finalidad de identificar si
hay alguna variacién en la flora o la presencia del virus y asi determinar si la
poblacién pudiera estar afectada o en riesgo. En caso de resultar positivo alguno
de los dos casos seria indispensable para el bienestar de la poblacion determinar
sus origenes y efectos en la poblacién.



2. REVISION DE LITERATURA

2.1Generalidades de las tortugas marinas

2.1.1 Anatomia v fisioloqgia.

Las tortugas golfinas (Lepidochelys olivacea) pertenecen a la familia Cheloniidae 'y
junto con la tortuga lora (Lepidochelys kempii) son las mas pequenas de las 9
especies que existen actualmente (Fowler, 1993).

Tienen un caparazén de queratina sumamente resistente con placas Oseas
intercaladas y en forma de escudos. Los escudos del caparazdén y cabeza
permiten la identificacion de cada especie de manera confiable y especifica
(Fowler, 1993)(Figura 2).
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Figura 2. Caparazon de tortuga marina en vista dorsal (A), cabeza (B) y plastron en vista ventral (C).

La tortuga golfina se distingue por contar con un caparazéon casi circular, 4
escudos en el puente conformado por los escudos inframarginales (con poros), 6 0
mas pares de escudos laterales en ocasiones asimétricos, un peso promedio de
45kg, maximo 70cm de longitud del caparazén, pequenas ufias en la cara lateral
externa de las 4 aletas, 6 placas del plastron y rara vez se le encuentra mas al
norte de los 13°N. En etapas juveniles tienen coloracion gris carbéon y en etapa
adulta un color verde grisaceo. Como todas las especies de tortugas marinas,
cuentan con una cavidad celomica sin diafragma y son poiquilotermas (Wyneken
et. al., 2008).

Debido a que requieren salir a respirar constantemente, son animales que habitan
la superficie marina, principalmente en el dia. Tienen un eso6fago cubierto con
espiculas queratinizadas en direccién caudal para deglutir su alimento y que pase
directamente al estbmago de manera segura y sin lesionar la mucosa.(Wyneken
et.al.,2008)



Al no poseer musculo diafragmatico, cuentan con una sola cavidad llamada

celémica en la que se encuentran los 6rganos blandos.(Girling S.J., Raiti P., 2004)

La columna vertebral se encuentra fusionada con el caparazén, por lo que es
rigida y sumamente resistente. Los escudos centrales corren sobre ella y, al igual
que los escudos laterales, tienen placas 6seas para brindarles mayor dureza. En
su estructura anatémica cuentan, al igual que las aves, con una camara en la cual
desembocan el tracto urinario, digestivo y reproductor, llamado cloaca (Wyneken
et. al, 2008).

2.1.2 Alimentacion

Sus zonas de alimentacién se encuentran en sitios cercanos a la superficie
(pelagicos) y principalmente se basa en algas, crustaceos, moluscos y algunos
peces. (Wyneken et.al.,2008)

Se ha identificado que regularmente, cerca de la playa de anidacion se encuentran
zonas de alimentacion para las crias localizadas en la cercania o dentro de
grandes depresiones rocosas con abundancia de corales y/o vegetacién para
proteccién de las crias. (Marquez,1996)

En las etapas juveniles los grupos se dispersan y ha sido poco estudiado su
comportamiento alimenticio, sin embargo, en la edad adulta, las tortugas golfinas
se consideran omnivoras al consumir tanto algas y otras plantas marinas, como

crustaceos, moluscos y peces (Marquez,1996).

2.1.3 Comportamiento reproductivo v anidacién

La reproduccidén de esta especie de tortugas tiene ciclos muy especificos, en los

cuales las condiciones climaticas y geograficas son importantisimas.
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Las hembras y machos permanecen solitarios 0 en grupos pequefos la mayoria
del tiempo, sin embargo, alrededor de los meses de septiembre y octubre, se
juntan en grupos mas numerosos y cercanos a las zonas de anidacion para llevar

a cabo el apareamiento. (Marquez,1996)

Los machos suelen localizar a la hembra receptiva por su agudo olfato y llevan a
cabo un cortejo no muy prolongado en el que la hembra es sometida por el macho
dominante. En ocasiones se llevan a cabo peleas para poder copular con una

hembra receptiva. (Wyneken et.al., 2008)

Una vez que la hembra recibe el esperma del macho, tiene la capacidad de
almacenarlo en forma viable por periodos cortos de tiempo, para poder permitir la
fertilizacion cuando ésta se encuentre muy cerca de la zona de anidacion.
(Marquez,1996)

Una vez que la hembra se desplaza hasta la zona de anidacién, permanece ahi
durante 2 a 4 dias antes de salir a desovar; esto con la finalidad de que se
conforme un desove masivo o “arribada”. La arribada es un fenédmeno evolutivo
que se lleva a cabo aproximadamente cada luna nueva de los meses de agosto a
diciembre o enero de cada afo. (Marquez,1996)

Una hembra tiene la capacidad de desovar una sola vez por temporada, sin
embargo, depositan en promedio 90-100 huevos por nidada. Es comun que salgan
a explorar en la playa de anidacion varias ocasiones antes de completar el
desove. Las tortugas golfinas, junto con las lora, son las Unicas que realizan

desoves masivos de esa magnitud (Wyneken et.al, 2008).
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2.2Bacteriologia en tortugas

Se han realizado numerosos estudios bacterioldgicos en tortugas con la finalidad
de determinar qué especies habitan de manera natural como parte de su flora y
cuales son oportunistas y potencialmente patégenas. Algunos de esos trabajos se

mencionan a continuacion.

En Nancite, Costa Rica (Santoro et al, 2006) se determindé que las especies
bacterianas mas comunes encontradas en la cloaca y las fosas nasales de
tortugas golfinas fueron (#positivas / #muestras totales): Aeromonas spp. (13/45) y
Citrobacter freundi (6/45) en la cloaca, y Bacillus spp. (32/45), Staphylococcus
aureus (6/45) y Corynebacterium spp. (5/45) en las fosas nasales.

Otro estudio realizado en tortuga caguama (Caretta caretta) en individuos del mar
Mediterraneo central (Foti et a/,2009) determind la presencia de Citrobacter spp.,
Proteus spp., Enterobacter spp., Escherichia spp., Providencia spp., Morganella
spp., Pantoea spp., Pseudomonas spp. and Shewanella spp en muestras de
hisopos cloacales.

En Carolina del Norte, Estados Unidos, K. H. Valentine y su equipo (2007)
detectaron la presencia de DNA de Bartonella spp en tortugas pericas (Caretta
caretta) y concluyeron que las bacterias pueden actuar como patdgenos
oportunistas, causando enfermedad sélo en animales inmunodeprimidos o con

desnutricion.

En tortugas marinas, las bacterias aisladas en mucosas mas frecuentemente son :
Aeromonas hydrophila, Vibrio alginolyticus, Escherichia coli, Citrobacter sp.,
Enterobacter sp., Proteus sp, Pseudomonas sp., Salmonella sp., Mycobacterium
sp., Edwardsiella sp y Flavobacterium sp. , mismas que pueden ocasionar
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importantes enfermedades como la estomatitis ulcerativa, rinitis obstructiva
bronco-neumdnica, dermatitis focal erosiva (FED), enfermedad cutédnea
septicémica ulcerativa (SCUD) o la dermatitis papilar (PD), sobre todo en animales

inmuno comprometidos (Jacobson et al. 1991).

Para el diagnéstico bacteriano en general, es necesaria la realizacion de multiples
pruebas a partir de cultivos primarios que evidencian las caracteristicas
particulares de estructura y/o metabolismo de cada género y especie, por ejemplo,
las salmonellas son bacilos gram negativos de 0.4-0.6micras de grosor y de 1-3
micras de longitud, moviles (con excepcion de S.gallinarum y S.pullorum) no
producen esporas Yy, salvo algunas excepciones, no presentan capsula. No
utlilizan el malonato de sodio, hidrolizan la arginina y descarboxilan la lisina y la
ornitina (Brooks et.al.,2004).

2.3 Iridovirus.

Los iridovirus son virus con DNA lineal de doble cadena, icosaédricos, que pueden
ser cubiertos o desnudos pero igualmente infecciosos y que miden de 120 a
300nm de didmetro. Son citoplasmaticos, aunque su replicacion ocurre primero en

una fase nuclear y luego otra citoplasmatica (Chinchar et.al., 2005) (Figura3).

Intramembranous proteins

Inner
membrane

Figura 3. Estructura de la familia Iridoviridae. Imagen tomada de Chinchar et.al., 2005.
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Su genoma contiene de 140 a 330 kb y codifica para la produccion de 30 proteinas
diferentes, dependiendo del género. Entre éstas proteinas existe una que se
encuentra en mayor proporcion (alrededor del 42%) y que esta altamente
conservada en los iridovirus: la proteina principal de la capside o MCP por sus
siglas en inglés. (Specter et.al, 2000)

Dentro de la familia de los iridovirus se encuentran 5 diferentes géneros, de los
cuales 2 afectan principalmente a insectos e invertebrados: Iridovirus vy
chloriridovirus; y 3 que afectan animales poiquilotermos como peces, anfibios y
reptiles: Ranavirus, lymphocistivirus y megalocytivirus. El género mas
comunmente asociado a las enfermedades descritas en tortugas es el de
ranavirus (Jacobson et.al, 2006).

Las enfermedades ocasionadas por los iridovirus pueden producir una enorme
variedad de lesiones como estomatitis, esofagitis, gastroenteritis ulcerativas
necroéticas, neumonia, traqueitis, conjuntivitis, edema palpebral, necrosis hepatica
y/0 pancreatica, cutdnea y renal, hiperemia en tracto digestivo desde boca hasta
cloaca con lesiones ulcerativas y practicamente afecta cualquier tejido mayor,
excepto musculo estriado y cardiaco, aunque puede ser aislado a partir de ellos
debido a la presencia de sangre (Jacobson et.al., 2006).

Entre las enfermedades mas importantes asociadas con iridorvirus se encuentran
la enfermedad necrética del Gecko, la ranavirosis del sapo leopardo, la infeccion
necroética de las salamandras, la necrosis posterior de los camaleones y lesiones
en iguanas. En la familia Chelonidae se encuentran la enfermedad del “cuello rojo”
en tortugas de concha blanda, las enfermedades de vias respiratorias altas y las
lesiones necroticas generalizadas en tortugas de los géneros Testudo, Gopherus'y
Terrapene (Jacobson et.al,2006).
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Originalmente se cree que los iridovirus entraron en contacto con los reptiles a
través de la ingestion de insectos infectados pero que poco a poco el virus mutd
hasta ser capaz de infectar otras especies. Hoy en dia su diseminacion es tan facil
como ingerir agua contaminada con escamas, plumas o algun otro fomite que

haya estado en contacto con el virus (Clark H.F., Karzon D.T., 1972).

El efecto de la temperatura en virus de vertebrados poiquilotermos es de particular
interés. Estudios de termoestabilidad revelaron que el iguana virus, viniendo de un
vertebrado de sangre fria, muestra una vida media de 13hr a 37°C bajo
condiciones en las que previamente se habia determinado la vida media de 2.4hr
para herpes virus simples. El iguanavirus a 36°C se replica eficientemente y es el
primer virus de vertebrado poiquilotermo que se ha demostrado que tiene esa
capacidad, lo cual no es sorprendente en vista del hecho de que es también el

primer virus aislado de un poiquilotermo tropical (Clark H.F., Karzon D.T., 1972).

La mayoria de las investigaciones se han enfocado en la potencial contaminacion
de habitats marinos y estuarios con virus entéricos humanos como resultado de
liberacion de aguas residuales. Si los virus pueden sobrevivir en habitats marinos,
las aguas costeras usadas para recreacion y cultivo de crustaceos sirve como
reservorio y se convierte en un reto de salud publica. Los virus entéricos humanos
incluyendo el de hepatitis A, poliovirus, echovirus y rotavirus no solo persisten
después de la exposicidn al agua marina, sino que también ha sido documentado

que son arraigados por algunos organismos acuaticos (Currie et.al., 2000).

Debido a las caracteristicas ya mencionadas de los virus de animales
poiquilotermos, se puede deducir que éstos tienen una mayor capacidad para
mantenerse viables y algunos de ellos para sobrevivir en aguas marinas después
de haber sido eliminados en aguas residuales, por lo que es muy probable que los
iridovirus sean transportados por descargas de aguas negras y se mantengan

viables en aguas marinas cercanas a la costa.
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Una de las principales técnicas para deteccion de ADN viral es por medio del
PCR, mientras que, a través del aislamiento viral y, en ocasiones, de estudios
histopatoldgicos, se puede determinar la presencia de algunos iridovirus (Mc
Arthur et.al.,2004). Al tedir la muestra de tejido con Hematoxilina y eosina se
suelen observar cuerpos de inclusién intracitoplasmaticos en pequefas cantidades
(principalmente en eritrocitos), sin embargo, ésta ultima técnica no constituye un

meétodo de diagndstico confiable para ranavirus (Hoff G.L., Frye F.L., 1984).

Para la identificacion de ADN viral por PCR se debe identificar un fragmento del
genoma previamente conocido (por ejemplo, la secuencia amino o carboxilo de la
proteina para la que codifica) para ser amplificados (“copiados”) utilizando la
reaccion en cadena de la polimerasa (PCR del inglés) (Brock T.D. y Madigan
M.T.,1993).

El PCR es en si una técnica muy simple: dos oligonucle6tidos son sintetizados
cada uno como secuencia complementaria de una cadena opuesta (de un
segmento en cada una de las cadenas) del ADN blanco en posiciones que
delimiten el segmento que va ser amplificado. Los oligonucleétidos sirven como
cebadores con sus extremos 3' orientados en direcciones opuestas(Brooks et.al.,
2004).

El PCR se divide en tres etapas: Desnaturalizacion, alineamiento y extension. En
la fase de desnaturalizacion el ADN que contiene el segmento que serd
amplificado se calienta aproximadamente a 95°C para separarlo en cadenas
sencillas (Turner P.C. et.al., 2000).

Después, en la fase de alineamiento, se requiere la presencia de grandes

cantidades de oligonucleétidos sintéticos para permitir que, por hibridacion, se

encuentren las secuencias complementarias. La temperatura de alineamiento
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varia alrededor de los 55°C dependiendo de las condiciones especificas de cada
secuencia en las que se posicionan los iniciadores con su cadena de ADN
correspondiente (Turner P.C. et.al., 2000).

Por ultimo, en la fase de extensién se generan las contrapartes de la cadena
original, es decir, la nueva copia. Estos ciclos se repiten en numerosas ocasiones
para formar una cantidad exponencial de copias y asi poder detectarlas facilmente
(Turner P.C. et.al., 2000).

Los segmentos son amplificados utilizando una ADN polimerasa termoestable que
sea resistente a la fase de desnaturalizacion, como la Tag ADN polimerasa,
aislada de una bacteria hipertermofila (Turner P.C. et.al., 2000).

La infeccidén ranaviral asociada con la mortalidad en varias especies de quelonios
ha sido previamente descrita, sugiriendo que todas las especies de quelonios
deben ser considerados susceptibles a la enfermedad ranaviral. Asi mismo, se
sugiere que tortugas infectadas con dosis subletales pueden servir como
reservorios de infeccion para otros quelonios e incluso anfibios. Los ranavirus son
considerados una amenaza global para las poblaciones de anfibios basados en la
especificidad de su hospedero, alta virulencia y distribucion global, sin embargo,
también deberia considerarse a los ranavirus como una amenaza para las

poblaciones de quelonios (Johnson et.al, 2007).
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OBJETIVO GENERAL

Determinar la flora bacteriana cloacal y la presencia de iridovirus en tortugas

golfinas (Lepidochelys olivacea) al momento del desove.

Objetivos particulares

1) ldentificar géneros y especies bacterianos propios de la flora bacteriana
cloacal de tortugas marinas.

2) Identificar la presencia de iridovirus a través de PCR en individuos

aparentemente sanos.

HIPOTESIS

Si se determina la presencia de especies bacterianas reportadas comunmente en
la cloaca y se detecta iridovirus en muestras sanguineas de tortugas marinas al
momento del desove, se podria inferir que posiblemente actian como portadoras

asintomaticas.
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3. MATERIAL Y METODOS

3.1 Toma de muestras.

Se colectaron 50 muestras de tortugas hembra aparentemente sanas y libres de
lesiones externas de la especie Lepidochelys olivacea que se encontraban
desovando en la playa de “La Escobilla”, Oaxaca, México. El muestreo se realizd
durante aproximadamente 12 horas desde las 7 pm a las 7 am en una sola noche
de arribada en el mes de agosto de 2009. Se realiz6 en esas circunstancias con la
finalidad de no realizar muestreos duplicados debido a la gran similitud entre
individuos y a la variabilidad en los ciclos reproductivos de cada una de las
tortugas, pues en ocasiones la misma tortuga sale a desovar en 2 o 3 noches
consecutivas.

Para determinar el estado general de salud de la tortuga se evaluaron las

siguientes caracteristicas:

Integridad del caparazén.

Ausencia de papilomas en aletas cuello y cara.

Ausencia de lesiones cutaneas, laceraciones o soluciones de continuidad.
Movilidad y reactividad positivas y normales.

Brillantez, claridad y reactividad ocular adecuadas.

Ausencia de secreciones purulentas en cualquier cavidad.

Ausencia de edemas o deshidratacion.

Reflejos pupilar e interdigital positivos.

vV V V V V V V V V

Ausencia de signos de enfermedad respiratoria.

Si algun individuo no cumplia con una o mas de las condiciones enlistadas, se
descartaba como sujeto apto para el muestreo con la finalidad de evitarle alguna
complicacion a causa del procedimiento, pues se trata de individuos en vida libre

que no pueden mantenerse en observacion para verificar su evolucidén posterior.
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Para acceder a la cloaca se removié arena de la parte trasera del nido que
permitiera visibilidad adecuada tanto de la cavidad y paredes del mismo, como de

la cola y tren posterior de la tortuga.

El acercamiento a los animales fue cauteloso, dirigiendo la luz de las lamparas
unicamente al sitio de interés (cola o cuello) y procurando manipular sélo animales
en estado de “abstraccién” por el desove, es decir, animales que ya tuvieran listo
su nido y se dispusieran al comienzo del depésito de huevos.

Todo el procedimiento se realizé proporcionando los maximos cuidados y minima
manipulacion a cada individuo. El muestreo fue realizado entre 3 personas que

tenian experiencia en toma de muestras y manejo de tortugas marinas.

A continuacion se detallan los procedimientos para la toma de muestras de

manera separada.

3.1.1 Toma de muestras para bacteriologia.

Se tomo la muestra en la cloaca de la tortuga introduciendo la punta de algodoén
de un hisopo estéril en la cavidad con un movimiento circular para que entrara en

contacto con la pared de la misma y con el moco que se encontraba en ella.
A continuacion se coloc6 el hisopo en un tubo con medio de cultivo Stuart

semisolido, cerrandolo y marcandolo de acuerdo al numero de individuo

muestreado. Se mantuvo en refrigeracion hasta su andlisis en el laboratorio.
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3.1.2 Toma de muestras para virologia.

Las muestras sanguineas fueron tomadas en el seno cervical dorsal de las
tortugas marinas (Figura 4) manteniendo la cabeza de la tortuga lo mas recta
posible y con el cuello totalmente estirado. Es muy importante la desinfeccién del
area antes de la puncién y ejercer presiéon con un algoddn limpio al momento de

retirar la aguja para detener el sangrado de manera inmediata.

Figura 4. Ubicacién de los
sitios apropiados para la
extraccion de sangre de una
tortuga marina. La aguja
debe ser insertada en angulo
inclinado a 45° dentro de uno
de los sitios indicados por las
lineas punteadas en la
superficie dorsal del cuello.

La toma de muestras sanguineas se realiz6 con jeringas de 5ml y agujas de 3.8
cm. calibre 21 estériles, una nueva por cada individuo. La cantidad de sangre
recomendada en la literatura es de 3ml/kg de peso, por lo que se pueden colectar
hasta 120-135ml (ya que su peso oscila entre los 40 y 45 kg) sin embargo, se
obtuvieron 5ml de cada individuo, quedando muy por debajo de la cantidad limite

de sangre por individuo mencionada en la literatura (Mader, 2006).
Los 5ml de sangre se colectaron con jeringa pero fueron colocados en tubos sin

anticoagulante para facilitar su manejo. Los tubos se mantuvieron en refrigeracién

hasta su traslado al laboratorio.
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3.1.3 Manejo v traslado de muestras

Ya en los tubos, las muestras se identificaron y se colocaron en una hielera con
refrigerantes para mantenerlas aproximadamente a 4°C mientras se trasladaban al

laboratorio para su estudio posterior.

Las muestras para bacteriologia deben ser analizadas lo mas rapido posible o en
su defecto, transportadas en refrigeracion (4°C) sin rebasar las 48 horas
posteriores a la toma.

Una vez en el laboratorio, las muestras sanguineas fueron congeladas a —70°C y
los hisopos para bacteriologia se mantuvieron en refrigeracion para su cultivo

primario lo mas rapido posible.

3.2 Estudio bacterioldgico

Para la identificacién de las colonias bacterianas, los hisopos se sembraron
directamente en cada uno de los siguientes medios de cultivo como cultivo
primario: agar XLD con y sin sal, agar Mac Conkey con y sin sal y agar SS
(Salmonella-Shigella) para su incubacion a 30 y 37°C durante 48horas. También

se sembraron en agar sangre para ser incubadas en vielobiosis (anaerobiosis).

El crecimiento bacteriano fue evaluado en cuanto a su morfologia, patrén de

crecimiento, bordes, etc. para orientar el diagnostico hacia algun posible género.
Posteriormente, de las cajas con crecimiento se sembraron cajas de agar BHI para

realizar la tincién de Gram y se tomaron muestras para la posterior realizacion de

pruebas bioquimicas.
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3.2.1 Pruebas bioguimicas

Las pruebas bioquimicas realizadas fueron: Catalasa, nitritos, urea, SIM, éxido-
fermentacion, citratos, TSI, LIA y Rojo de metilo-Voges Proskauer. Los resultados
se evaluaron para determinar el genero y la especie de las colonias en estudio.

En algunos casos se realizaron pruebas de sensibilidad a diferentes antibidticos

con la finalidad de aumentar la precision del aislamiento.

Para comprobar la presencia de Salmonella spp. se inoculé la muestra con un asa
microbioldgica en caldo selenito (23g por litro). Una vez disuelto se coloc6é en
tubos de vidrio de 10ml cada uno y se le inoculé una asada de la muestra. Se
incubo a 37°C por 24 horas y posteriormente se sembraron en medio Mac Conkey.

El medio Mac Conkey permite identificar si las bacterias contienen la enzima
lactasa. Se sembraron sélo las cajas que tuvieran signos de crecimiento en el
caldo selenito (turbidez) con asa microbiolégica en un sistema de 4 estrias para
cultivo primario. Se dejaron incubando a 37 °C por 24 horas.

Una vez incubadas se verificé el crecimiento, tipo de colonias y de fermentacidn.
Solo las cajas con bacterias no fermentadoras de lactosa fueron seleccionadas

para las pruebas bioquimicas.

Para concluir el aislamiento se realizaron las 4 pruebas bioquimicas béasicas: Urea,

citratos, TSIl y SIM, mencionadas previamente.
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3.3 Determinacion de Iridovirus por PCR.
Para la determinacién de Iridovirus se siguieron los siguientes pasos: extraccion
de ADN a partir de muestras sanguineas, obtencién de un control interno y por

ultimo el PCR.

3.3.1 Extraccion de ADN

Para la extraccién de ADN en este estudio se utilizd el kit Quiagen mini (50)
siguiendo el protocolo sugerido por el fabricante para la extraccién de ADN de
tejidos y fluidos corporales, pues se realizé a partir de sangre (Anexo 1).

Al finalizar cada extraccion de ADN se realiz6 una electroforesis para comprobar la
presencia del material genético. Si no se observa la banda se debe repetir la
extraccion (Fig. 5).

e B e e /DN

Figura 5. Extraccién de ADN de las muestras S18,534, S40 y S47. Las bandas se observan en el
nivel de las 23,000 pares de bases (marcador A Hind Ill) , por lo que el ADN esta presente.

Una vez comprobada la extraccion se hizo una medicidén para conocer la cantidad
exacta de ADN en cada una de las muestras. Dicha medicidén se realizé en el
espectofotdmetro Bio Rad - Smart Spec Plus® en una celda transldcida o “cuveta”
de 2ml con una diluciéon 1 en 1000 (2ul de muestra en 1,998ul de amortiguador de
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elucion o solucién TE) con la finalidad de ajustar la concentracién de ADN a

1ng/ml en cada una de las muestras por analizar.

3.3.2 Control Interno

Para elaborar el control interno se utilizé el plasmido Puc4k como vector, pues
contiene el gen de resistencia a kanamicina que nos permitié la amplificacién con
los iniciadores para el ranavirus tipo 3 (FV3-kan). Una vez amplificado, se obtiene
el fragmento control del ranavirus asociado con el gen de resistencia a
kanamicina, los cuales se observan como una banda de aproximadamente 800

pares de bases al momento de realizar la electroforesis.

El plasmido puc4k se obtuvo de bacterias E.coli transformadas que se cultivaron
en medio LB liquido y sélido posteriormente con kanamicina y ampicilina, para
reproducirlas y obtener una cantidad adecuada para la extraccién del plasmido por
lisis alcalina. Una vez sembradas en placa (medio sélido), se tomaron 6 colonias
para suspenderlas en 50ml de medio LB liquido con kanamicina y ampicilina
(1mg/ml de cada antibiético) y dejarlas crecer por 16 horas a 37°C (toda la noche
u “overnight”). Al alcanzar esta etapa las bacterias se encuentran en crecimiento
exponencial y es el momento ideal para realizar la extracciéon del plasmido por el

método de Lisis alcalina.

3.3.2.1 Extraccién de plasmido puc4k por lisis alcalina

La extraccién se hizo siguiendo el protocolo midi descrito por Sanbrook en 2008
(Anexo 2). Una vez extraido el plasmido se comprobé su presencia por

electroforesis (3914pb) y se juntd el contenido de las muestras que resultaron

positivas en un solo tubo de 1.5ml (Figura 6).
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ADN plastidico
- v

Figura 6. Comprobacién por electroforesis de la extraccién del plasmido puc4k. Se observan las
bandas de 3000pb en 5 de los 6 carriles.

El plasmido pucd4k aislado, se mantuvo en congelacion (-15°C) para
posteriormente correr un PCR con el plasmido y con los iniciadores FV3-kan que
detectan el gen de resistencia a kanamicina. El resultado de este PCR es el

fragmento de material genético que contiene el gen de FV3.

3.3.3 PCR

Para la identificacion por PCR del ADN de iridovirus, especificamente del
ranavirus 3, se amplific6 un segmento del gen que codifica para la proteina de la
capside mayor o MPC (apH) de 500pb con las secuencias 5'-
GACTTGGCCACTTATGAC en sentido y 5-GTCTCTGGAGAAGAAGAAT-3’ en
antisentido. Es una secuencia altamente conservada y especifica para esta

especie viral.

A cada tubo para PCR se le agregaban los siguientes elementos: 45ul de Super
mix, 2ul de iniciador FV3- F, 2ul de iniciador FV3-R, 1ul de Control Interno y 1.5pl

de muestra de ADN de tortuga marina (1ng/ml).
Los tubos para PCR se colocaban en el termociclador (Corbett CG1-96 6 Techne

TC-312) y se corria el programa llamado FV que realizaba 3 ciclos repetidos 30

veces. El programa mantiene las siguientes constantes:
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94°C

1:00min. 72°C
Desnaturalizacion 47°C / 1:00min.
1:00min. Extension

Alineamiento

Las electroforesis se realizaron colocando en un gel de agarosa al 1%, un carril
con 2ul de marcador Gene Ruler y un carril con 1.5ul de amortiguador de carga
(1X) combinado con 1.5ul de la muestra amplificada por cada prueba que se
quisiera comprobar. La electroforesis se realiz6 a 85V durante 40-45 minutos.
Posteriormente se colocd el gel en una solucién de bromuro de etidio (20ul/100ml)
para tincion durante 10 minutos como minimo. Al terminar la tincion se pasaban al
fotodocumentador Bio Rad Gel doc XR para revelar con luz ultravioleta y capturar

las imagenes obtenidas.
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4. RESULTADOS
4.1 Bacteriologia

De los hisopos cloacales se obtuvieron los resultados en la Tabla 1.

Tabla 1. Resultados de los aislamientos bacterioldgicos en muestras de cloaca de tortuga golfina
(Lepidochelys olivacea) al momento del desove.

Numero de muestra Género Especie Abundancia relativa
1 A T —
5 L T —
3 . ——
4 L T [—
5 . ——
6 L T —
7 Y ——
8 Escherichia coli ++++
9 T T —

10 Serratia spp ++++
11 Enterobacter spp ++++
1 2 e oy
13 Klebsiella spp +
1 4 e
15 Edwardsiella ictaluri
1 6 e oo oo
17 Butiauxella ferragutiae
18 Serratia entomophila
1 9 ey e e
20 e
21 ey e e
22 Streptococcus faecalis ++
23 ey e e
24 Streptococcus Grupp D +
Pseudomona aeruginosa +++
25 ey e e
26 e
27 ey e e
28 e
Salmonella spp +++
29 Shigella spp ++++
Klebsiella spp +++
30 e o
31 ey e e
32 Salmonella spp +++
32 Shigella spp +++
33 Citrobacter freundii +H+++
34 Citrobacter freundii 4+
35 e o oo
36 ey s b e
37 Enterobacter cloacae +++
38 o - o
39 *x *x *x
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40 Salmonella spp ++

41 = e =
42 L S eeeaa—
43 Salmonella spp +4+
44 Salmonella tiphy

45 = e =
46 Pseudomona aeruginosa **
47 Pseudomona aeruginosa **
48 Yersinia enterocolitica **
49 Pseudomona aeruginosa >
50 . o o

** Muestras negativas

De las 50 muestras se obtuvieron 19 con crecimiento bacteriano positivo, de las
cuales se aislaron 13 géneros distintos que corresponden a enterobacterias. Las
otras 31 no presentaron crecimiento bacteriano desde el cultivo primario, por lo
cual fueron descartadas. Las muestras que no revelaron crecimiento a 30 o 37°C
en un lapso de incubacién de 72 horas fueron consideradas negativas.

4.2 Virologia

Un control interno es un fragmento de ADN ex6geno que amplifica bajo las
mismas condiciones que nuestro fragmento objetivo. Se utiliza para comprobar
que se lleve a cabo de manera adecuada la amplificacion al momento de realizar
un PCR. Esto permite darle validez a la prueba sin requerir de un control positivo.

Debido a que no contamos con la extraccion previa de iridovirus en algun paciente
con diagnéstico confirmado ni con algun otro método que nos permita utilizarlo

como control positivo, fue necesario el uso de un control interno.

El fragmento de material genético obtenido por lisis alcalina puede ser usado
como control interno de la prueba si los resultados, al ser comprobados por
electroforesis, muestran una banda de 800pb, pues comprueba una amplificacién
del fragmento de interés en PCR’s posteriores con las mismas constantes

térmicas.
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Al realizar el PCR se le agreg6 el control interno mas la muestra clinica, de esta
manera se comprueba que la amplificacién se realizd correctamente al observar la
banda de 800pb; se consideraria positiva la muestra para iridovirus al observar
también una banda de 500pb que corresponderia al amplificado de la secuencia

que codifica para la proteina de la capside mayor del ranavirus (Figura 7).

Figura 7. Electroforesis para comprobar la amplificacién del PCR de las muestras S8-S11 y S16-
S20. Se observan en todas las columnas bandas de 800pb pero ninguna de 500pb, lo cual indica

que las muestras evaluadas fueron negativas para ranavirus.

De las 50 muestras de ADN que fueron evaluadas por medio de PCR ninguna
mostrdé bandas de 500pb , todas mostraron unicamente las de 800pb, por lo tanto
se consideran todas negativas para deteccion de ranavirus tipo 3.
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5. DISCUSION

Los estudios bacteriolégicos pueden ayudar a determinar las condiciones
generales de salud de un individuo cuando se trata de evaluar la presencia de una
flora microbiana normal que se encuentra de manera constante en alguna cavidad
especifica de un individuo. En este caso, las tortugas marinas que presentan un
estado de salud bueno, por lo general mantienen una flora bacteriana cloacal en
presencia de las especies mas comunes de manera equilibrada y sin signos de
enfermedad. Para saber las especies que conforman la flora bacteriana normal de
las tortugas marinas es necesario recurrir a resultados de investigaciones previas

en poblaciones similares a las que se estan estudiando, como referencias.

Los hallazgos del estudio bacteriolégico en la poblacién de tortugas golfinas de “La
Escobilla”, Oaxaca, México coinciden con los resultados de varios estudios previos
realizados en distintas especies de tortugas marinas, pues la mayoria de textos
reportan el aislamiento de especies como Pseudomonas, Yersinia, Enterobacter,
Shigella, Klebsiella, Citrobacter, Escherichia, Streptococcus, Serratia, Edwardsiella
y otras (Jacobson et.al. 1991, Valentine et al. 2007, Santoro et.al.2006 y Foti
et.al.2009) como parte de la flora bacteriana de tortugas marinas en las costas del
Pacifico. Lo que nos lleva a concluir que encontramos las especies bacterianas
mas comunmente reportadas identificadas en la cloaca de tortugas.

Sin embargo, es de llamar la atencién el hecho de que se haya identificado
Salmonella spp. en 5 de las muestras, pues, al ser una bacteria catalogada como
patdgena, genera la disyuntiva de si debe o no ser reportada como parte de la
flora normal de algun reptil, incluyendo cualquier especie de tortuga. Jacobson y
su equipo (1991) la mencionan como “una de las especies mas comunes”
encontradas en tortugas marinas, sin embargo, no se puede mencionar como

parte de su flora normal.
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En numerosos textos se menciona que algunas especies de tortugas de agua
dulce como Trachemis scripta elegans o Trionyx pueden ser portadoras de
Salmonella spp. como resultado de la infeccidon desde etapas muy tempranas de
su desarrollo, sin embargo no se considera como parte de su flora normal, sino
que se mantiene una infeccién controlada de manera permanente y que en
situaciones de inmunosupresion puede ocasionar cuadros severos de enfermedad
(Bordeau,1988 y 1989).

Por todo esto, no podemos considerar a la Salmonella spp. en los hallazgos de
este estudio como parte de la flora normal, sino mas bien como un hallazgo comun
que actia como infeccién latente y controlada hasta que el individuo portador

manifieste alguna situacion que desencadene la enfermedad.

Otras especies potencialmente patégenas como Yersinia y Pseudomona también
fueron aisladas, sin embargo es dificil que ocasionen cuadros de infeccién en

animales poiquilotermos (Bordeau,1988 y 1989).

En relacién a los objetivos del estudio, se logr6 el objetivo de determinar la flora
cloacal obteniendo resultados que coinciden con los reportes previos, por lo que
podemos decir que la flora se encuentra sin alteraciones relevantes y que al
parecer no han manifestado cambios representativos en las especies que la
conforman, lo que nos indica un estado general de equilibrio. En lo que respecta
al ranavirus, se logr6 determinar que las tortugas muestreadas no presentan
signos de infeccion por ranavirus tipo 3 y que tampoco la mantienen de manera
latente, lo cual resulta favorable para la poblacion de tortugas golfinas que

desovan en la playa de “La Escobilla”, Oaxaca.

Por otro lado, por el hecho de que las tortugas en constante riesgo de entrar en

contacto con aguas contaminadas, es muy importante el monitoreo frecuente
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dirigido hacia las principales amenazas biolégicas para la especie, como el

ranavirus.

Afortunadamente, las tortugas monitoreadas resultaron negativas para la infeccion
por ranavirus hasta la fecha del muestreo (agosto 2009), sin embargo no debemos
considerar que la poblacion se encuentra libre de la infeccion o fuera de riesgo,
pues el numero de casos no es representativo de la poblacidén, por lo que seria
sumamente importante realizar muestreos mayores, constantes y aleatorios para
verificar con mas precision si han entrado en contacto o no con tan peligroso
agente patégeno, en cuyo caso requeriria de acciones drasticas para evitar
mortandades masivas como las ocurridas previamente en otras especies. Tal es el
caso de las tortugas “cajita” (Terrapene carolina) que sufrieron eventos de
mortalidad masiva en Estados Unidos en los estados de Georgia en 1991, Texas
en 1998 y en un santuario de Pennsylvania en 2004, en donde posteriormente
fueron evaluados y resultaron positivos para ranavirus tipo 3. Considerando los
hallazgos junto con la signologia mostrada por los individuos afectados, se puede
considerar a dicho agente como causa de muerte (Johnson et. al. 2008).

Es bien conocido que el ranavirus es una amenaza para anfibios y se ha
comprobado como agente causal de mortalidades masivas, por lo cual se la ha
dado mucha difusién al problema y se han implementado diferentes medidas de
control, sin embargo, aun se desconoce si las tortugas marinas pueden ser
afectadas de la misma manera, por lo que es indispensable realizar mas estudios
en funcion de conocer si pueden o no ser afectadas y si estdn o han estado en

contacto con el agente para poder tomar nuevas medidas preventivas.

La propuesta para continuar esta linea de investigacion seria la de muestrear de
manera periédica y en nimeros mayores a tortugas que se encuentren en la playa
de La Escobilla, destacando que, en caso de encontrar animales enfermos o

muertos seria indispensable tratar de determinar las causas de muerte a través de
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pruebas de diagnostico complementarias y de ser posible, de diagnéstico
molecular para los agentes virales mas importantes, como pudieran ser el
herpesvirus o ranavirus tipo 3. Seria de gran importancia realizar una prueba de
diagnéstico rapido y confiable para determinar la presencia de dichos agentes,
pues en el presente estudio sélo se realizé el PCR como una herramienta para la
deteccién de DNA viral pero no se planed desarrollar una prueba diagnéstica, para
lo cual hubiera sido necesario realizar una estandarizacion y determinar de

manera precisa la sensibilidad de la prueba, asi como su grado de confiabilidad.

Asi mismo, se recomienda el monitoreo constante de la flora bacteriana de los
individuos sanos en diferentes cavidades (oral, nasal y cloacal) para detectar
cudles son las especies mas comunes y en un futuro identificar de manera

oportuna algun cambio importante y reportarlo inmediatamente.

Hasta ahora no existen casos reportados de ranavirosis en quelonios de nuestro
pais, sin embargo debemos estar alertas, pues si ya ha habido numerosos
reportes en paises vecinos y cuadros similares no confirmados, es probable que

pudieran surgir los primeros casos (ver el apartado de revisién de literatura).
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6. ANEXOS

6.1 Pasos para la extraccion de ADN.

—

. Colocar 30ul de proteasa (proteinasa K) en tubos de 1.5ml.
Anadir 300ul de muestra sanguinea. Vortex 15 segundos.
Agregar 300ul buffer AL (de lisis). Vortex 15 segundos.
Incubar a 56 °C durante 30 minutos en bafio maria.
Centrifugar 1 pulso (Microcentrifuga Hermle Z160M).
Colocar 300pul de etanol frio al 100%. Vortex 15 segundos.
Centrifugar 1 pulso (Microcentrifuga Hermle Z160M).

Colocar la mezcla en la columna con el tubo colector de 2ml.

© 0o N o~ Db

Centrifugar a 8000 RPM por 1 minuto. Descartar el filirado. Repetir si es

necesario hasta filtrar totalmente el contenido de la columna.

10. Anadir 500ul de amortiguador AW1.

11.Centrifugar a 8000 RPM por 1 minuto. Descartar el filtrado.

12.Agregar 500ul de amortiguador AW2.

13.Centrifugar a 14,000 RPM por 3 minutos.

14.Centrifugar a 14,000 RPM por 1 minuto.

15.Pasar la columna a un tubo de 2ml. Descartar filtrado.

16.Centrifugar a 14,000RPM por un minuto.

17.Colocar la columna en un tubo de microcentrifuga de 1.5ml y desechar el
filtrado.

18.Agregar 100ul de amortiguador AE (de elusion) y reposar 5 minutos a
temperatura ambiente.

19.Centrifugar a 10,000 RPM durante 3 minutos.

20.Conservar a —20°C.
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6.2 Procedimiento para la extraccion de plasmidos.

. Centrifugar el cultivo en medio liquido a 14,000RPM por 10 minutos (6

tubos con 1.5ml cada uno).
Retirar el sobrenadante.

3. Suspender el sedimento en 200ul de solucién |. Vértex hasta que alcance

© ® N o

una suspension total.

Preparar la solucion Il al momento, mezclando NaOH 0.2N, SDS al 1% vy
agua destilada.

Agregar 400ul de solucion Il a cada tubo y mezclar suavemente (sin vértex).
Incubar 1 a 2 minutos a —15°C.

Agregar 300pl de solucion Il fria y mezclar en vortex lento.

Colocar a —15°C por 5 minutos.

Centrifugar a 12,000 RPM por 5 minutos y transferir el sobrenadante a otro
tubo (Microcentrifuga Hermle Z160M).

10.Afadir un volumen de fenol-cloroformo y centrifugar a 12,000RPM por 12

minutos.

11.Transferir el sobrenadante a otro tubo.

12.Agregar dos volumenes de etanol frio al 100%, homogenizar e incubar 2

minutos a temperatura ambiente.

13.Centrifugar a 12,000 RPM por 5 minutos y retirar el sobrenadante por

decantacioén o con pipeta muy cuidadosamente.

14.Secar la pastilla a temperatura ambiente.

15.Suspender en 30ul de solucion TE y mantener en congelacion.
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8. APENDICES

8.1 Lista de fiquras

Figura 1. Ubicacién de playa “La Escobilla”, Oaxaca, México.

Figura 2. Identificacion anatdémica de tortugas golfinas.

Figura 3. Estructura de los iridovirus.

Figura 4. Sitio de extraccion de muestra sanguinea en tortugas marinas.

Figura 5. Extraccion de ADN de muestras S18,534, S40 y S47.

Figura 6. Comprobacion por electroforesis de la extraccion del plasmido puc4k.
Figura 7. Electroforesis para comprobar la amplificacién del PCR de las muestras
S8-S11 y S16-S20.

8.2 Lista de tablas

Tabla1. Resultados de los aislamientos bacteriol6gicos en muestras de cloaca de

tortuga golfina (Lepidochelys olivacea) al momento del desove.
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