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Eficacia protectora de dos vacunas frente a la infección 

experimental de perdiz roja (Alectoris rufa)  

con el virus West Nile  

 

Resumen 

El virus West Nile (WNV) es un agente zoonótico de distribución mundial que se mantiene en 

la naturaleza en un ciclo enzoótico en el que participan aves silvestres y mosquitos. Bajo 

ciertas circunstancias este virus es capaz de infectar a hospedadores accidentales como el 

hombre o los caballos, pudiendo provocar su muerte. A pesar de las ventajas que podría tener 

proteger a las aves frente a la infección por WNV, no sólo para reducir la mortalidad, sino 

para interrumpir el ciclo de transmisión, no existen vacunas con licencia para su uso en éstas. 

En el presente trabajo estudiamos la eficacia protectora de dos vacunas, una elaborada a partir 

de la proteína E recombinante (rE) de WNV y otra inactivada que es comercializada para su 

uso en caballos, frente a la infección experimental con WNV en perdiz roja (Alectoris rufa). 

El estudio se llevó a cabo con 46 pollos distribuidos en tres grupos de inmunización a los que 

se les inyectó, respectivamente, la rE, la vacuna inactivada o PBS a nivel intramuscular tres 

veces a intervalos de dos semanas. Tras la inmunización, las perdices fueron inoculadas a 

nivel subcutáneo con WNV. Se realizó una observación diaria de las aves y se tomaron 

muestras de sangre y tejidos en diferentes días experimentales. La rE indujo la producción de 

anticuerpos y redujo de manera significativa la morbilidad, mortalidad y el nivel de viremia. 

Por el contrario, la vacuna inactivada no fue capaz de inducir la producción de anticuerpos 

antes de la infección experimental ni de reducir de manera significativa la morbilidad o la 

mortalidad asociada a la infección. Ninguna de las vacunas evitó en el 100% de las perdices el 

desarrollo de lesiones o la presencia de virus en tejidos. Se necesitan más estudios para 

determinar si estas vacunas podrían ser candidatos comerciales para lo protección de aves 

frente a la infección por WNV. 

 

 

Palabras clave: aves, eficacia protectora, infección experimental, perdiz roja, vacunación, 

virus West Nile. 
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1. Introducción 

El virus West Nile (WNV) es uno de los arbovirus zoonóticos más distribuidos del mundo 

con capacidad para infectar una gran variedad de especies, constituyendo las aves silvestres su 

principal reservorio (McLean y Ubico, 2007).  

Este virus pertenece al género Flavivirus de la familia Flaviviridae y ha sido 

serológicamente clasificado dentro del complejo antigénico de la encefalitis japonesa, donde 

se encuadran otros virus como el de la encefalitis japonesa, encefalitis de San Louis o el virus 

Usutu (Calisher et al., 1989). 

Los flavivirus son pequeños (50 nm de diámetro) virus de morfología redondeada 

conformados por una nucleocápside de simetría poliédrica rodeada por una envoltura lipídica 

(Lindenbach y Rice, 2003). Su genoma consiste en una cadena simple de ARN de polaridad 

positiva (11 kb de longitud) que configura tres proteínas estructurales (cápside (C), 

premembrana/membrana (prM/M) y envoltura (E)) y siete no estructurales (NS1, NS2a, 

NS2b, NS3, NS4a, NS4b y NS5) que juegan un papel importante en la patogenia de la 

infección (Brinton, 2002; Lindenbach y Rice, 2003). La proteína E es la más importante de las 

proteínas de la superficie del virus y está organizada en tres dominios estructurales (DI, DII, 

DIII) (Lindenbach y Rice, 2003). Esta proteína participa en la unión a los receptores y la 

fusión con la membrana de las células del hospedador y constituye (fundamentalmente el 

DIII) el principal determinante antigénico frente al cual se desarrollan los anticuerpos 

neutralizantes del hospedador (Lindenbach y Rice, 2003; Martín-Acebes y Saiz, 2012).  

Los aislados de WNV han sido clasificados filogenéticamente en 7 linajes, siendo los 

linajes 1 y 2 los más importantes (Mackenzie y Williams, 2009). El linaje 1 contiene las cepas 

consideradas más virulentas y está ampliamente distribuido por Europa, América, Oriente 

Medio, India, África y Australia (Lanciotti et al., 2002). El linaje 2 estaba conformado por 

cepas que sólo circulaban en el sur de África y Madagascar pero recientemente ha sido 

detectado en Europa, donde ha dado lugar a casos de encefalitis grave en humanos, aves y 

caballos (Bakonyi et al., 2006; Bagnarelli et al., 2011; Kutasi et al., 2011).  

WNV es mantenido en la naturaleza en un ciclo enzoótico en el que participan 

mosquitos ornitófagos y aves (Gaunt et al., 2001). Las aves migratorias juegan un papel 

importante en la dispersión local y a larga distancia de WNV (Malkinson y Banet, 2002; 

Peterson et al., 2003). Algunas especies del orden Passeriformes como el mirlo americano 

(Turdus migratorius) y el gorrión común (Passer domesticus) son los principales reservorios 

de este flavivirus en Norteamérica y Europa (Langevin et al., 2005; Kilpatrick et al., 2006). 
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Cuando la circulación de WNV es muy intensa, éste puede infectar a otros vertebrados como 

algunos anfibios, reptiles y mamíferos, resultando especialmente patógeno para los équidos y 

el hombre. No obstante, la mayoría de estos individuos son considerados como hospedadores 

accidentales o “fondo de saco”, ya que no desarrollan suficiente viremia (≥ 10
5
 UFP/ml) para 

infectar a mosquitos (Turell et al., 2001; van der Meulen et al., 2005; Kramer et al., 2008). En 

Europa, los principales vectores de WNV son Culex pipiens, Cx. modestus y Coquillettidia 

richiardii (Hubálek y Halouzka, 1999). Otras vías de transmisión que han sido demostradas 

en aves son el consumo de presas infectadas o agua contaminada y el contacto con individuos 

infectados (Banet-Noach et al., 2003; Komar et al., 2003; Nemeth et al., 2006). 

En áreas endémicas, la infección en aves suele tener lugar en primavera y a principios 

de verano, apareciendo los picos de mortalidad desde mitad del verano hasta principios de 

otoño. Los casos en humanos y en caballos, si existen, suelen producirse algunas semanas 

después del inicio de la mortalidad en aves (Phalen y Dahlhausen, 2004).   

WNV fue aislado por primera vez de la sangre de una mujer con un proceso febril en 

Uganda en 1937 (Smithburn et al., 1940). Antes de la década de los 90, a pesar de que era uno 

de los flavivirus más distribuidos en humanos, aves y mosquitos de África, Oriente Medio y 

el suroeste de Europa, sólo ocasionalmente daba lugar a infecciones que generalmente eran 

subclínicas o poco importantes y que afectaban sobre todo a humanos y caballos (Hubálek y 

Halouzka, 1999; Murgue et al., 2002). Sin embargo, a partir de los años 90 la frecuencia y 

gravedad de las infecciones en humanos incrementó, así como el número de casos en otros 

vertebrados, incluyendo animales de compañía, de granja y silvestres (van der Meulen et al., 

2005). En el año 1999 WNV fue introducido en Norteamérica (Nash et al., 2001; Ludwig et 

al., 2002) y desde entonces se han diagnosticado miles de casos de encefalitis en humanos, 

caballos y aves asociados a la infección por este flavivirus (CDCa). Hoy en día WNV es 

considerado endémico tanto en Europa como en Norteamérica (De Filette et al., 2012; 

Jiménez-Clavero, 2012). 

La susceptibilidad de las aves a la infección con WNV varía en función de la especie, 

por lo que no todas llegan a sufrir un proceso clínico (Gamino y Höfle, 2013). En Europa, 

WNV ha sido aislado de numerosas aves residentes y migratorias, acuáticas y terrestres, pero 

los casos de mortalidad han sido esporádicos, afectando fundamentalmente a aves rapaces 

(Bakonyi et al., 2006; Jiménez-Clavero et al., 2008; Wodak et al., 2011). Por el contrario, en 

Norteamérica existen más de 300 especies de aves susceptibles (CDCb), siendo las aves de la 
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familia Corvidae del orden Passeriformes las más susceptibles a la infección (Komar et al., 

2003; LaDeau et al., 2007; Foppa et al., 2011).  

La patogenia de la infección por WNV suele seguir el mismo esquema en las diferentes 

especies de aves (Gamino y Höfle, 2013). Una vez el virus es inoculado por el mosquito, se 

produce una replicación inicial en el punto de inoculación (Lim et al., 2011) tras lo cual WNV 

es rápidamente distribuido a los diferentes órganos del hospedador (Nemeth et al., 2011). El 

virus puede detectarse en sangre desde el día 1 hasta el día 10 post infección y el pico de 

viremia se suele dar entre los días 3 y 4 (Gamino y Höfle, 2013). La presencia de WNV en el 

hospedador activará una respuesta inmune innata que, al menos en mamíferos, incluye la 

producción de interferón, la activación del sistema de complemento y la actuación de algunas 

células como los macrófagos o las células NK entre otras (Chambers y Diamond, 2003; 

Samuel y Diamond, 2006).  

WNV tiene un amplio tropismo celular y tisular. El bazo suele ser el primer órgano en 

el que el virus es detectado, tras lo cual pasa a detectarse en el pulmón, el hígado, el corazón y 

el riñón, llegando de forma más tardía al sistema nervioso central (SNC) (Gamino y Höfle, 

2013). La presencia de infiltrados inflamatorios mononucleares, hemorragias y degeneración 

y necrosis celular en estos órganos es característica en la infección por WNV (Steele et al., 

2000; Gamino y Höfle, 2013). Ante la infección sistémica el hospedador desarrolla una 

respuesta inmune adaptativa en la que participan linfocitos T CD4+ y CD8+ y linfocitos B. 

Los linfocitos B producen anticuerpos neutralizantes frente a la proteína E y, en menor 

medida, frente a la prM del flavivirus, pero también anticuerpos no neutralizantes frente a la 

proteína NS1 (Chambers y Diamond, 2003; Samuel y Diamond, 2006; Suthar et al., 2013). En 

la mayoría de especies de aves, la seroconversión se detecta entre los días 4 y 6 post infección 

(Weingartl et al., 2004; Sotelo et al., 2011). Los anticuerpos neutralizantes pueden persistir 

más de un año, protegen frente a la reinfección por el virus y pueden ser transferidos a la 

progenie (Gibbs et al., 2005; Hahn et al., 2006; Nemeth et al., 2008, 2009). En caso de que las 

defensas del hospedador no consigan frenar la replicación del virus en órganos como el 

corazón, bazo, hígado o riñón aparecerán signos clínicos inespecíficos como depresión, 

anorexia, deshidratación o erizamiento de plumas, pero también derivados de la infección del 

SNC como ataxia, postura o movimientos anormales de la cabeza, convulsiones, 

desorientación o incapacidad para volar entre otros (Steele et al., 2000; Fitzgerald et al., 2003; 

Wünschmann et al., 2004). Estos signos pueden observarse a los 5 días post infección y la 

muerte suele darse entre las 24 y 72 horas posteriores a la aparición de los mismos (Komar et 

al., 2003; Wünschmann y Ziegler, 2006; Sotelo et al., 2011). 
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El interés por desarrollar una vacuna para proteger frente a la infección por este 

flavivirus dentro de la medicina veterinaria surgió como consecuencia de las grandes pérdidas 

económicas que supuso para la industria ecuestre en Norteamérica (Monath, 2001). 

Actualmente, existen tres vacunas con licencia del Departamento de Agricultura de los 

Estados Unidos de América (USDA) para su uso en caballos (Tabla 1) y muchas otras de las 

que está siendo probada su eficacia protectora (De Filette et al., 2012; Brandler y Tangy, 

2013; Iyer y Kousoulas, 2013). Por el contrario, a pesar de que WNV también ha causado un 

elevado número de muertes en humanos en Norteamérica (CDCa), no existen vacunas con 

licencia de los organismos pertinentes para su uso en la población. No obstante, diferentes 

candidatos han sido testados en animales de experimentación y están siendo sometidos a 

ensayos clínicos (De Filette et al., 2012; Brandler y Tangy, 2013). Algunos autores han 

indicado que la vacunación de aves presenta grandes ventajas frente a la vacunación de 

personas, entre otras causas debido a la elevada relación coste-beneficio que supone el 

desarrollo de vacunas para la población humana y la incertidumbre de la importancia clínica 

que tendrá la encefalitis causada por WNV en un futuro (Monath, 2001; Kilpatrick et al., 

2010). Sin embargo, todavía no existen vacunas con licencia para su uso en aves. No obstante, 

se están realizado numerosos estudios experimentales en los que se están obteniendo 

resultados muy variables en función de la especie vacunada, la cepa de WNV infectante, el 

tipo de vacuna o la metodología de inmunización entre otros aspectos (Malkinson et al., 2001; 

Bertelsen et al., 2004; Chang et al., 2007; Jarvi et al., 2008; Fassbinder-Orth et al., 2009; 

Boyce et al., 2011; Redig et al., 2011; Wheeler et al., 2011). La vacunación de aves tiene 

interés no sólo para tratar de interrumpir el ciclo de transmisión del virus sino también para 

proteger a especies de alto valor económico o en peligro de extinción (Monath, 2001; Okeson 

et al., 2007; Kilpatrick et al., 2010; Young y Jefferies, 2013). Algunos de los parámetros que 

se han utilizado para determinar la eficacia de estas vacunas son la capacidad de prevención o 

de reducción de la enfermedad clínica, la inducción de anticuerpos frente al virus, la 

reducción del nivel de viremia o de individuos con virus en sangre, y la reducción en la 

severidad de las lesiones o la cantidad de virus detectado en diferentes órganos del 

hospedador (Turell et al., 2003; Sá E. Silva et al., 2013).  

 

 

 

 

 



6 

 

  

 

 

En España está autorizado el uso en caballos de la vacuna inactivada comercializada 

bajo el nombre de Duvaxyn
®
WNV (Pfizer, Alcobendas, España). Esta vacuna comenzó a 

utilizarse fundamentalmente a partir del año 2010, cuando se diagnosticaron los primeros 

casos de encefalitis y mortalidad en caballos del sur de nuestro país, los cuales se han seguido 

repitiendo en los años siguientes (García-Bocanegra et al., 2011, 2012; RASVE, 2013).  

Aunque en España la circulación de WNV y la presencia de anticuerpos frente al mismo 

en aves se conoce desde hace mucho tiempo (Figuerola et al., 2007, 2008; Höfle et al., 2008; 

López et al., 2008), los únicos casos de encefalitis y mortalidad diagnosticados hasta la fecha 

se produjeron en el año 2007 en dos águilas reales (Aquila chrysaetos) y un águila perdicera 

(Aquila fasciata) (Jiménez-Clavero et al., 2008). No obstante, la perdiz roja (Alectoris rufa), 

una especie mediterránea endémica de alto valor socioeconómico y ecológico en la Península 

Ibérica (Blanco-Aguiar et al., 2003), demostró ser susceptible a la infección experimental con 

dos cepas mediterráneas de WNV, desarrollando signos clínicos y una mortalidad de hasta el 

70% (Sotelo et al., 2011). Aunque no se ha diagnosticado ningún caso de mortalidad en perdiz 

roja asociado a la infección natural por WNV, en el año 2010 se produjo en el sur de España 

un brote de elevada mortalidad causado por el virus Bagaza (BAGV), un flavivirus muy 

similar a WNV (Gamino et al., 2012a). 

Teniendo en cuenta que en España la perdiz roja es producida en granjas cinegéticas de 

manera intensiva para repoblación (Aebischer y Potts, 1994), que en estas granjas una parte 

de la producción se realiza al aire libre (pudiendo contactar las aves con mosquitos 

infectados), que la perdiz desarrolla una viremia suficiente como para poder ser considerada 

reservorio de WNV (Sotelo et al., 2011) y que supone un recurso trófico para otras especies, 

alguna de ellas amenazadas (Blanco-Aguiar, 2007), esta especie constituye un buen candidato 

para estudios de eficacia vacunal frente a la infección por WNV.  

En el presente trabajo, por tanto, determinamos la eficacia protectora que tienen una 

vacuna elaborada a partir de la proteína E recombinante de WNV y la vacuna comercial 

Tipo de vacuna Nombre comercial Laboratorio Antígeno Referencia 
 

Inactivada 
 

Duvaxyn/Innovator 
 

Pfizer/Zoetis 
 

Virus entero inactivado 
 

(Ng et al., 2003) 

Inactivada Vetera Boehringer 

Ingelheim  

 

Virus entero inactivado  

Virus recombinante RecombiTEK Merial Proteínas E y prM de WNV 

expresadas en poxvirus de canario 

(Minke et al., 2004) 

Tabla 1. Vacunas con licencia del Departamento de Agricultura de los Estados Unidos de América (USDA) y 

comercializadas para la protección de caballos frente a la infección por el virus West Nile (WNV). 
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Duvaxyn
®
WNV frente a la infección experimental con una cepa norteamericana de WNV en 

perdiz roja. 

 

2. Material y métodos 

2.1. Animales del estudio 

El estudio se llevó a cabo con 46 pollos de perdiz roja procedentes de una granja cinegética. 

Éstos fueron mantenidos, hasta el momento de ser trasladados para la infección experimental, 

en unas instalaciones de las que dispone la Universidad de Castilla-La Mancha (finca Dehesa 

Galiana), donde se les proporcionó agua y pienso ad libitum. 

2.2. Vacunas testadas 

Se estudió la eficacia protectora de dos vacunas. Una de ellas fue elaborada a partir de la 

proteína E recombinante (rE) de la cepa 382-99 de WNV, siguiendo el protocolo descrito en 

Alonso-Padilla y cols. (2010). De forma resumida, la proteína E fue clonada y expresada en 

baculovirus, inoculada en larvas de insecto (Trichoplusia ni lepidopter, T. ni) y, finalmente, 

extraída (72 horas post inoculación) y purificada. Por otro lado, se determinó la eficacia 

protectora de la vacuna comercializada por los laboratorios Pfizer bajo el nombre de 

Duvaxyn
®
WNV (DV), elaborada a partir de virus completo inactivado y adyuvantada con 

MetaStim
®
.  

2.3. Inóculo del virus 

Para comprobar la eficacia protectora de las vacunas anteriormente citadas, las perdices 

fueron inoculadas con una cepa de WNV aislada de un flamenco infectado en Nueva York en 

el año 1999 (cepa WNV-NY99 382-99, número de acceso GenBank AF196835NY99), la cual 

fue propagada y titulada en células Vero (Córdoba et al., 2007). 

2.4. Diseño experimental 

A las tres semanas de edad, las perdices fueron distribuidas en tres grupos de inmunización. 

Uno de ellos estuvo conformado por 20 perdices a las que se les inyectó, en dos puntos de la 

musculatura pectoral (0,1 ml/punto), una dosis total de 10 µg/individuo de la rE diluida en 

PBS y mezclada a una proporción 1:1 con un adyuvante de tipo emulsión agua en aceite 

(Stimune, Prionics AG, Schlieren-Zurich, Suiza). El segundo grupo estuvo conformado por 13 

perdices a las que se les inyectó en dos puntos de la musculatura pectoral (0,1 ml/punto) la 

vacuna DV. Finalmente, el tercer grupo estuvo conformado por 13 perdices que constituyeron 

el grupo control y a las que se les inyectó de igual forma PBS. Estas perdices fueron 
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revacunadas o reinyectadas con PBS a las cinco y siete semanas de edad (Tabla 2). Una 

semana después de la última inyección, las perdices fueron trasladadas a instalaciones de 

nivel de bioseguridad 3 (BSL-3) pertenecientes al Instituto de Tecnología Agraria y 

Alimentaria (INIA), donde fueron separadas en jaulas por grupo de inmunización. Tras una 

semana de aclimatación, a las nueve semanas de edad (dos semanas tras la última 

inmunización), las perdices fueron inoculadas vía subcutánea a nivel cervical, con una dosis 

de 10
7
 Unidades Formadoras de Placa (UFP) de la cepa WNV NY99 diluida en 0,1 ml de 

Medio Esencial de Dulbecco Modificado (DMEM) (Tabla 2). Se llevó a cabo una observación 

diaria de los individuos en estudio con la finalidad de detectar signos clínicos o mortalidad. 

Todos los animales fueron manejados siguiendo de manera estricta las directrices de la 

Comunidad Europea 86/609/CEE y los protocolos fueron aprobados por el Comité de Ética de 

experimentación animal del INIA (número de permiso 2010-015). A las perdices se les 

proporcionó agua y comida ad libitum durante todo el experimento. 

2.5. Toma de muestras 

Se tomaron muestras de sangre de la vena braquial con jeringas heparinizadas una semana 

antes de la primera inyección de vacuna/PBS (muestra pre-inmunización), una semana 

después de cada inmunización y a los días 3, 7, 10 y 14 post inoculación del virus (dpi) 

(Tabla 2). Además, se realizó la eutanasia de uno o dos animales de cada grupo los días 3, 7, 

10 y 14 pi (Tabla 2) mediante anestesia inhalatoria con Isoflurano (Isoba
®
vet, Schering-

Plough, Middlesex, Reino Unido) e inyección intravenosa de T61
®
 (Embutramida, 

Mebezonio ioduro, Tetracaína clorhidrato) (Intervet, Salamanca, España) a una dosis de 0,2-2 

ml/animal.  

En la necropsia tanto de los individuos eutanasiados (n = 18) como de los encontrados 

muertos (n = 3), se tomaron muestras de encéfalo, corazón, hígado, bazo y riñón que fueron 

guardadas en tubos estériles a -70ºC para su posterior análisis. Además, se tomaron muestras 

de encéfalo (cerebro, cerebelo, lóbulo óptico, puente y médula oblongada), timo, pulmón, 

corazón, hígado, bazo, páncreas, tonsilas cecales, bolsa de Fabricio, medula espinal, riñón, 

glándula adrenal, testículo, ovario, músculo pectoral y piel con folículos de pluma. Éstas 

fueron fijadas en formol tamponado al 10% para su posterior procesado. 
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2.6. Titulación del virus 

Las muestras de sangre tomadas a 3 y 7 dpi fueron analizadas para determinar la presencia y 

la concentración de WNV mediante inoculación en células Vero. Tras la centrifugación de las 

muestras, el plasma fue diluido de forma seriada 10 veces y adsorbido en células Vero 

cultivadas en placas de seis pocillos. Tras la eliminación del inóculo, se permitió que la 

infección de las células continuase en un medio semisólido. Finalmente, a las 72 horas post 

inoculación, las placas infectadas se fijaron con formaldehído al 4%, se eliminó el medio 

semisólido y las placas fueron teñidas y visualizadas (Martín-AceEbelbes et al., 2011).   

2.7. Serología 

La detección de Inmunoglobulina G (IgG) frente a WNV en las muestras de sangre pre-

inmunización y en las tomadas después de cada inmunización y a 3, 7, 10 y 14 dpi se realizó 

mediante un Ensayo por Inmunoabsorción Ligado a Enzimas (ELISA) según lo descrito en 

Ebel y cols. (2002), utilizando WNV inactivado por calor como antígeno (Blitvich et al., 

2003). Se consideró como muestra positiva toda aquella en la que la división de su 

absorbancia (P) entre la absorbancia de la muestra control negativa (N) dio un valor igual o 

mayor a dos (P/N ≥ 2). 

2.8. Detección del genoma del virus en tejidos 

El material genético del virus fue extraído de los tejidos de las perdices usando un kit 

comercial (Speedtools RNA virus extraction kit, Biotools B&M Labs S.A, Madrid, España) y 

cuantificado mediante Reacción en Cadena de la Polimerasa − Transcripción Inversa (RT-

PCR) en tiempo real según lo descrito en Lanciotti y cols. (2000). Para realizar dicha 

cuantificación se estableció una curva patrón a partir de virus previamente titulado (10
6
−10

-1
 

UFP). Las muestras se consideraron negativas cuando el ciclo umbral fue mayor o igual a 35 

(Ct ≥ 35), equivalente a 10
2
 UFP/muestra. 

2.9. Histología e inmunohistoquímica 

Los tejidos fijados en formol fueron tallados, incluidos en parafina y procesados para obtener 

cortes histológicos de 4μm de grosor. Estos cortes fueron, por un lado, teñidos con 

hematoxilina y eosina (HE) y examinados por dos investigadores diferentes para determinar la 

presencia de lesiones. Cuando se detectaron lesiones se realizó una gradación de las mismas 

en base a su distribución en el tejido y la severidad de las mismas en una escala del 0 al 3 

(Tabla 3). Por otro lado, se montaron los cortes en portaobjetos tratados con Vectabond
™

 

(Vector Laboratories, Inc., Burlingame (CA), EEUU) con el fin de detectar la presencia de 

antígeno de WNV en los diferentes tejidos mediante inmunohistoquímica (IHQ). Para ello se 
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utilizó un anticuerpo primario policlonal de conejo (Producto 81-015, BioReliance, Rockville 

(MD), EEUU) y se siguió el protocolo descrito en Gamino y cols. (2012a). De forma 

resumida, las muestras fueron incubadas con H2O2 al 3% diluido en metanol durante 30 

minutos a temperatura ambiente para bloquear la actividad de la peroxidasa endógena. 

Después, se pre-trataron con proteinasa K (DakoCytomation, Glostrup, Dinamarca) durante 7 

minutos a temperatura ambiente. Las uniones inespecíficas del anticuerpo primario fueron 

bloqueadas con albúmina sérica bovina (BSA) (Sigma-Aldrich Chemie, Steinheim, Alemania) 

diluida al 2% en TBS (0,05 M, pH 7,5) con Tween20 (Sigma-Aldrich) al 0,1%. El anticuerpo 

primario fue diluido 1:1000 en BSA 2%−TBS-Tween 0,1% e incubado con la muestra toda la 

noche a 4ºC. Una IgG de cabra anti-conejo biotinilada (Vector Laboratories) diluida 1:200 en 

TBS-Tween 0,1% fue utilizada como anticuerpo secundario e incubada una hora a 

temperatura ambiente con la muestra. Tras la incubación con un complejo avidina-biotina-

peroxidasa (ABC, Vector Laboratories) durante 30 minutos a temperatura ambiente, la 

reacción colorimétrica se llevó a cabo durante un minuto con 3,3'−diaminobenzidina (DAB, 

Vector Laboratories). Como control positivo se usaron cortes histológicos de tejidos 

procedentes de una perdiz roja en la que la infección por WNV había sido demostrada por 

RT-PCR. Los controles negativos incluyeron la sustitución del anticuerpo primario por BSA 

al 2% y un suero negativo de conejo (Producto 81-015, BioReliance) así como el uso de 

tejidos de perdiz roja negativos en la RT-PCR. La tinción de antígeno se valoró en base a su 

distribución en el tejido y el porcentaje de células teñidas en una escala del 0 al 3 (Tabla 3). 

2.10.  Análisis estadístico  

La tasa de morbilidad y mortalidad así como la proporción de individuos con virus en sangre 

o con anticuerpos a cada día experimental fueron comparadas entre grupos mediante la prueba 

de Chi cuadrado (X
2
) (corrección de Fisher para tamaños muestrales pequeños). El título 

medio de viremia a 3 dpi se comparó ente el grupo control y el vacunado con la rE mediante 

la prueba de Mann-Whitney. Los niveles medios de anticuerpos en plasma después de cada 

inmunización en los individuos vacunados con la rE fueron comparados mediante análisis de 

la varianza (ANOVA) de un factor, realizando comparaciones múltiples posteriores mediante 

pruebas post hoc. Finalmente, los niveles medios de anticuerpos en plasma en los días 3, 7, 10 

y 14 tras la inoculación de WNV fueron comparados entre los tres grupos de inmunización 

mediante ANOVA con medidas repetidas, tras lo cual se realizaron comparaciones múltiples 

de los efectos intra e inter-sujetos. Las diferencias fueron consideradas significativas cuando 
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el nivel de significación (p) fue menor de 0,05 (p < 0,05). Estos análisis se llevaron a cabo 

mediante el programa de análisis estadístico IBM
®

 SPSS
®
 Statistics versión 20 (IBM Corp.). 

 

3. Resultados  

3.1. Morbilidad y mortalidad 

Mientras que tres perdices del grupo control (33,3%) mostraron debilidad, depresión, 

postración y plumas erizadas 24 horas antes de ser encontradas muertas los días 2, 7 y 8 pi, 

ninguna de las perdices vacunadas con la rE mostró signos o fue encontrada muerta durante el 

experimento, por lo que la morbilidad y la mortalidad difirieron de forma estadísticamente 

significativa entre estos dos grupos (X
2 

= 5,7, gl = 1, p < 0,05). Una de las perdices vacunadas 

con DV (9%) fue encontrada con signos de depresión y plumas erizadas a 2 dpi y eutanasiada 

a 3 dpi al ser encontrada en decúbito lateral, por lo que consideramos a este individuo como 

un caso de mortalidad asociado a la infección por WNV y, por ello, esta vacuna no redujo la 

morbilidad o la mortalidad de manera significativa (p > 0,05). 

3.2. Viremia 

A 3 dpi, 11 de las 12 perdices control muestreadas (91,7%) mostraron viremia. El título medio 

fue 1,2 x 10
4 

UFP/ml plasma (rango entre 2,4 x 10
1 

y 9,6 x 10
4
), siendo significativamente 

mayor en las perdices encontradas muertas (media de 5,8 x 10
4
 UFP/ml) que en las 

eutanasiadas (media de 1,9 x 10
3
 UFP/ml) (Z = -4,1, p < 0,05). Por el contrario, sólo cuatro de 

las 20 perdices vacunadas con la rE (20%) mostraron viremia (X
2
 = 15,5, gl = 1, p < 0,05), 

cuyo nivel medio fue más bajo que en las perdices control (5 x 10
2 

UFP/ml plasma, rango 

entre 1,6 x 10
1
 y 1 x 10

3
) (Z= -2,1, p < 0,05). A 7 dpi no se detectó virus en plasma en ningún 

individuo muestreado, vacunado o no. No se determinó la viremia en los individuos 

vacunados con DV. 

3.3. Respuesta inmune humoral 

Ninguna de las perdices mostró anticuerpos (IgG) frente a WNV antes de la primera 

inmunización (Figura 1). Mientras que las perdices control y las vacunadas con DV no 

desarrollaron anticuerpos detectables por el ELISA hasta después de la infección con WNV, 

un 70% de las perdices vacunadas con la rE desarrollaron anticuerpos tras la segunda 

inmunización (X
2
 = 10,8, gl = 1, p < 0,05), cuyo nivel medio fue significativamente mayor 

después de la tercera dosis vacunal (F = 102,4, gl = 3, p < 0,05) (Figura 1). En el ANOVA de 

medidas repetidas encontramos diferencias significativas para el dpi (F = 72,5, gl= 2,3, p < 

0,05) y para la interacción dpi x grupo de inmunización (F = 8, gl = 4,6, p < 0,05). Tras la 
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inoculación de WNV, el nivel de anticuerpos aumentó en todos los grupos de forma 

significativa hasta el 10 dpi (52 días tras la primera inyección de la vacuna (dpv)), aunque a 

este día el nivel medio fue significativamente menor en las vacunadas con la rE (Figura 1). A 

10 dpi, el 100% de las perdices, vacunadas o no, presentaron anticuerpos (IgG) y al final del 

experimento todas las aves que sobrevivieron a la infección mostraron un nivel muy similar 

de anticuerpos en sangre periférica (Figura 1) (p > 0.05).  

 
 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

3.4. Lesiones macroscópicas 

En la necropsia, las perdices control, tanto las eutanasiadas (n = 6) como las encontradas 

muertas (n = 3), mostraron lesiones macroscópicas. Éstas estuvieron más distribuidas por los 

tejidos entre los días 7 y 10 pi y los órganos más afectados fueron el corazón, hígado, bazo y 

riñón. Fue característica la presencia de palidez del miocardio así como del parénquima 

hepático, esplénico y renal (3/9), esplenomegalia y hepatomegalia (2/9), y áreas multifocales 

amarillentas o rojizas en el hígado (2/9) (Figuras 2 y 3). Otras lesiones macroscópicas 

observadas fueron distensión de las asas intestinales (7/9) y distensión del buche, que en 

algunos casos presentó una pseudomembrana blanquecina cubriendo la mucosa (2/9). En las 

perdices vacunadas con la rE que fueron sometidas a necropsia (n = 7) se encontraron lesiones 

a nivel de la musculatura pectoral en la zona de inyección de la vacuna, consistentes en la 

presencia de nódulos o quistes de consistencia firme y de coloración blanquecina o 

Figura 1. Nivel medio (por grupo) de IgG en muestras de plasma, tomadas en diferentes días experimentales, de 

perdices rojas vacunadas con la proteína E recombinante (rE) de WNV (línea negra), la vacuna inactivada 

Duvaxyn®WNV (DV) (línea gris clara) o inyectadas con PBS (línea gris oscura) a nivel intramuscular. La línea 

discontinua horizontal representa el punto de corte para considerar positivo el resultado (P/N ≥ 2). Se muestran las 

barras de error con desviación estándar. 
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3 2 4 

amarillenta (4/7) (Figura 4). Además, se observaron otras lesiones como hepatomegalia (3/7) 

y distensión de las asas intestinales (4/7). En las perdices vacunadas con DV a las que se les 

realizó necropsia (n = 5) se encontró palidez de la musculatura pectoral (1/5) y distensión de 

los ciegos (4/5).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

3.5. Detección del virus en tejidos 

En el grupo control sólo el corazón de la perdiz encontrada muerta a 7 dpi y el encéfalo de 

una eutanasiada a 10 dpi fueron positivos en la RT-PCR en tiempo real. Mientras que no se 

detectó genoma de WNV en ningún tejido de las perdices vacunadas con rE, el encéfalo, 

hígado, bazo y riñón de la perdiz vacunada con DV y eutanasiada a 3 dpi fueron positivos.  

3.6. Lesiones microscópicas 

En los individuos no vacunados se encontraron lesiones microscópicas más o menos severas, 

fundamentalmente a partir del 7 dpi. Los tejidos más afectados fueron el encéfalo, la médula 

espinal y el corazón (Tabla 3). El bazo, hígado, riñón, páncreas y bolsa de Fabricio también se 

vieron moderadamente afectados en los individuos encontrados muertos (Tabla 3). Las 

lesiones más características fueron la presencia de infiltrados inflamatorios mononucleares, 

degeneración y necrosis celular, y hemosiderosis en el bazo y el hígado (Figuras 5 y 6). En el 

SNC encontramos, sobre todo, necrosis neuronal, infiltrados inflamatorios mononucleares, 

gliosis, satelitosis, fagocitosis neuronal y manguitos perivasculares (Figuras 7 y 8). La 

lesiones a este nivel fueron más severa entre los días 7 y 10 pi (Tabla 3), aunque a día 14 se 

Figura 2 Imagen macroscópica del corazón e hígado de una perdiz roja no vacunada encontrada muerta a 8 dpi. 

Hepatomegalia y congestión hepática. 

Figura 3. Imagen macroscópica del corazón e hígado de una perdiz roja no vacunada eutanasiada a 14 dpi. Palidez del 

miocardio y del parénquima hepático. 

Figura 4. Imagen macroscópica de la musculatura pectoral de una perdiz roja vacunada con la rE y necropsiada a 7 dpi (49 

días después de la primera inyección de la vacuna (dpv)). Nódulo de consistencia firme y coloración amarillenta en la parte 

inferior de la musculatura pectoral derecha (flecha). 
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encontró una gliosis moderada a nivel del cerebro, cerebelo y la zona del puente y la médula 

oblongada (Tabla 3). Las perdices encontradas muertas presentaron, además, depleción 

linfoide en timo, bazo y bolsa de Fabricio (Tabla 3). No se observaron lesiones en las tonsilas 

cecales, glándula adrenal, testículo, ovario, músculo pectoral o la piel. 

El 100% de las perdices vacunadas con la rE y necropsiadas mostraron lesiones 

microscópicas a nivel de la musculatura pectoral, donde se observó la formación de vacuolas 

(espacios ocupados por aceite mineral procedente del adyuvante de la vacuna) rodeadas por 

una pared de tejido conjuntivo e infiltrados inflamatorios mononucleares (en algunos casos 

severos), así como degeneración y necrosis de miofibrillas (Figura 9). En algunos individuos 

(4/7) se detectaron infiltrados inflamatorios mononucleares entre el tejido conjuntivo de la 

dermis situada cerca de la zona de inyección de la vacuna. También fue característica la 

presencia en el corazón de infiltrados inflamatorios mononucleares en el miocardio y/o 

pericardio (5/7) y degeneración de miofibrillas de carácter leve (3/7) (Tabla 3). Dos perdices, 

una eutanasiada a 10 dpi y otra a 14 dpi, presentaron lesiones microscópicas a nivel del 

encéfalo. Estas fueron más graves en el individuo eutanasiado a 10 dpi, el cual también 

mostró lesiones a nivel de la médula espinal (Tabla 3, figura 10). Otros órganos que 

presentaron lesiones leves, fundamentalmente infiltrados inflamatorios, en un escaso número 

de individuos (1 o 2) fueron el pulmón, hígado, riñón y páncreas (Tabla 3). En el bazo y el 

timo se detectó una granulocitosis difusa marcada. No se observaron lesiones en las tonsilas 

cecales, bolsa de Fabricio, glándula adrenal, testículo y ovario. 

El 100% los individuos vacunados con DV mostraron degeneración de las fibrillas de la 

musculatura pectoral caracterizada por un engrosamiento, un incremento de la eosinofilia y 

una pérdida de la estriación transversal (Figura 11). Sólo el individuo eutanasiado a 7 dpi 

mostró infiltrados inflamatorios mononucleares leves. Tres perdices presentaron infiltrados 

inflamatorios en la dermis. En el individuo eutanasiado a 3 dpi se observó degeneración de 

miofibrillas e infiltración de células inflamatorias en el corazón (Figura 12), infiltrados 

inflamatorios en el pulmón y riñón, necrosis de hepatocitos y depleción linfoide en el bazo, 

todo ello de carácter leve (Tabla 3). Además, se detectó la presencia de infiltrados 

inflamatorios perivasculares leves en el cerebro y una fagocitosis neuronal leve en cerebro y 

médula espinal (Tabla 3). A 14 dpi una perdiz presentó miocarditis leve y dos perdices 

infiltrados inflamatorios en el pulmón (Tabla 3). 
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3.7. Inmunohistoquímica 

En las perdices control, el antígeno detectado por IHQ fue escaso pero ampliamente 

distribuido por los tejidos, sobre todo a partir del 7 dpi (Tabla 3). Éste fue observado a nivel 

del citoplasma de miofibrillas cardiacas (Figura 13), células mesangiales y epiteliales 

tubulares del riñón, células acinares del páncreas, y algunas paredes vasculares en el bazo. En 

las perdices encontradas muertas el antígeno también fue detectado en hepatocitos y células 

de Kupffer del hígado (Figura 14), y en las perdices eutanasiadas en algunos macrófagos del 

bazo. A nivel del sistema nervioso, un individuo eutanasiado a 7 dpi mostró una célula 

inflamatoria intravascular positiva en el cerebro, dos perdices eutanasiadas a 10 dpi 

presentaron antígeno en el citoplasma y los axones de escasas células de Purkinje (Figura 15) 

y en alguna célula de la glía, y en una eutanasiada a 14 dpi se detectó una célula inflamatoria 

intravascular teñida a nivel de la médula espinal. 

En el grupo vacunado con la rE sólo se detectó el antígeno de WNV en una miofibrilla 

del corazón y dos axones de células de Purkinje del cerebelo de la perdiz eutanasiada a 10 dpi 

que mostró una encefalitis severa (Tabla 3, figura 16). No se detectó antígeno en ninguno de 

los tejidos analizados de las perdices vacunadas con DV. 

 

 

 

Figura 5. Imagen microscópica del miocardio de una perdiz roja no vacunada encontrada muerta a 8 dpi. Necrosis focal  

marcada y degeneración de miofibrillas caracterizadas por una fragmentación del núcleo (flechas) así como una 

fragmentación e incremento de la eosinofilia del citoplasma (estrellas). Infiltración multifocal de linfocitos, células 

plasmáticas e histiocitos. HE, x400. 

Figura 6. Imagen microscópica del hígado de una perdiz roja no vacunada encontrada muerta a 7 dpi. Necrosis difusa 

marcada de hepatocitos caracterizada por picnosis y fragmentación del núcleo así como degeneración del citoplasma 

(flechas). HE, x400. 

Figura 7. Imagen microscópica del cerebro de una perdiz roja no vacunada encontrada muerta a 8 dpi. Gliosis difusa 

moderada con infiltración perivascular de linfocitos e histiocitos (flechas), y degeneración y satelitosis neuronal multifocal 

moderada (puntas de flecha). HE, x200. 

Figura 8. Imagen microscópica del cerebelo de una perdiz roja no vacunada eutanasiada a 10 dpi. Necrosis focal moderada 

de células de Purkinje (estrella), así como gliosis focal moderada y degeneración de la capa molecular. HE, x400. 

Figura 9. Imagen microscópica de la musculatura pectoral de una perdiz roja vacunada con la rE y necropsiada a 3 dpi (45 

dpv). Presencia de vacuolas intrafibrilares multifocales rodeadas por una pared de tejido conjuntivo e infiltrados de linfocitos 

e histiocitos (flechas). Degeneración multifocal marcada de miofibrillas caracterizada por un incremento en la eosinofilia y 

una pérdida de la estriación transversal (estrellas). HE, x100. 

Figura 10. Imagen microscópica de la sustancia blanca de la médula espinal de una perdiz roja vacunada con la rE y 

necropsiada a 10 dpi (52 dpv). Gliosis multifocal marcada con infiltración perivascular de linfocitos, células plasmáticas e 

histiocitos (flechas), y necrosis y fagocitosis neuronal multifocal moderada (puntas de flecha). HE, x200. 

Figura 11. Imagen microscópica de la musculatura pectoral de una perdiz roja vacunada con DV y necropsiada a 10 dpi (52 

dpv). Degeneración multifocal marcada de miofibrillas, caracterizada por un engrosamiento, incremento en la eosinofilia y 

una pérdida de la estriación transversal (estrellas), e infiltración multifocal leve de linfocitos (flechas). HE, x200. 

Figura 12. Imagen microscópica del miocardio de una perdiz roja vacunada con DV y necropsiada a 3 dpi (45 dpv). 

Degeneración de miofibrillas multifocal leve las cuales han sido remplazadas por una infiltración multifocal moderada de 

linfocitos, células plasmáticas e histiocitos (flechas). HE, x200. 
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Figura 13. Imagen microscópica del miocardio de una perdiz roja no vacunada encontrada muerta a 8 dpi. Antígeno de WNV 

en el citoplasma de varias miofibrillas cardiacas. Técnica IHQ para la detección de WNV, contratinción con hematoxilina de 

Mayer, x400. 

Figura 14. Imagen microscópica del hígado de una perdiz roja no vacunada encontrada muerta a 7 dpi. Antígeno de WNV en 

el citoplasma de hepatocitos y células de Kupffer. Técnica IHQ para la detección de WNV, contratinción con hematoxilina de 

Mayer, x400. 

Figura 15. Imagen microscópica del cerebelo de una perdiz roja no vacunada eutanasiada a 10 dpi. Antígeno de WNV en el 

citoplasma de una célula de Purkinje y los axones de varias de ellas. Técnica IHQ para la detección de WNV, contratinción 

con hematoxilina de Mayer, x400. 

Figura 16. Imagen microscópica del cerebelo de una perdiz roja vacunada con la rE y necropsiada a 10 dpi (52 dpv). 

Antígeno de WNV en los axones de varias células de Purkinje (flechas). Técnica IHQ para la detección de WNV, 

contratinción con hematoxilina de Mayer, x200. 
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4. Discusión 

En este trabajo hemos demostrado, por una parte, que la perdiz roja, una especie 

euromediterránea endémica, es susceptible a la infección experimental con una cepa 

norteamericana de WNV, desarrollando viremia, lesiones, signos clínicos y mortalidad. Por 

otro lado, que dos vacunas distintas, una elaborada a partir de la proteína de la envoltura de 

WNV recombinante y otra a partir de virus completo inactivado, tienen una eficacia 

protectora diferente frente a la infección experimental de esta especie con este flavivirus. 

La perdiz roja pertenece a la familia Phasianidae del orden Galliformes. Generalmente, 

las aves de este orden son consideradas poco susceptibles a la infección por WNV (Komar et 

al., 2003; Guy y Malkinson, 2008), ya que la mayoría no muestra signos clínicos ni 

mortalidad, si bien desarrollan viremia y producen anticuerpos frente al virus (Senne et al., 

2000; Swayne et al., 2000; Langevin et al., 2001). Sin embargo, la infección por WNV ha 

dado lugar a casos de mortalidad esporádica en algunas especies de este orden (Steele et al., 

2000; Naugle et al., 2004; Zhang et al., 2006) y en Norteamérica provocó un brote de elevada 

mortalidad que afectó a granjas de perdiz chukar (Alectoris chukar) y faisanes reales 

(Lophophorus impeyanus) (Wünschmann y Ziegler, 2006). La perdiz roja además ha 

demostrado ser susceptible a la infección experimental con otras cepas de WNV, sufriendo 

una mortalidad de entre el 30% y el 70% (Sotelo et al., 2011).   

En el presente trabajo, casi todas las perdices control desarrollaron viremia, cuya 

concentración media a 3 dpi, como era de esperar, fue significativamente mayor en las 

perdices que sucumbieron a la infección que en las que fueron eutanasiadas. En una de las 

perdices la concentración de virus en sangre alcanzó 9,6 x 10
4
 UFP/ml, lo que está muy 

cercano al nivel necesario para infectar a un mosquito y tener, por tanto, capacidad para 

mantener el ciclo de transmisión (Turell et al., 2001). No obstante, este nivel queda muy por 

debajo del obtenido en un trabajo experimental previo en el que la viremia media desarrollada 

por las perdices fue de hasta 10
7,2 

UFP/ml (Sotelo et al., 2011).  

La mayoría de las perdices control desarrollaron lesiones macroscópicas y 

microscópicas muy similares a las que se observan en otras aves infectadas con el mismo 

flavivirus (Steele et al., 2000). El SNC y el corazón se vieron especialmente afectados, 

fundamentalmente a partir del 7 dpi. Un resultado similar se obtuvo al infectar halcones 

híbridos con la misma cepa (Busquets et al., 2012). Sin embargo, sólo se detectó material 

genético del virus por RT-PCR en dos individuos, precisamente en estos tejidos, y la cantidad 

de antígeno detectado por IHQ fue escaso. Todos estos hallazgos parecen indicar que se 



21 

 

produjo una escasa replicación del virus en los tejidos y una rápida eliminación del mismo por 

parte de la respuesta inmune del hospedador. Esta respuesta a su vez contribuyó, al menos en 

parte, al desarrollo de las lesiones microscópicas encontradas en los distintos órganos. 

Hasta la fecha no existe ninguna vacuna con licencia para proteger frente a la infección 

por WNV a las aves, a pesar de los numerosos estudios que se han realizado. El uso de la 

proteína E recombinante ha demostrado ser eficaz en algunas especies de aves (Jarvi et al., 

2008; Fassbinder-Orth et al., 2009); sin embargo, las diferencias en el sistema de producción 

de la vacuna o el adyuvante utilizado, en el esquema de administración de la misma, así como 

en la especie inmunizada o la cepa de WNV utilizada para infectar, hacen difícil la 

comparación entre estudios. La vacuna utilizada en nuestro trabajo fue previamente testada en 

ratones (Alonso-Padilla et al., 2011) y, al igual que en el presente estudio, ninguno de los 

ratones vacunados mostró signos clínicos o murió tras la inoculación de WNV. Sin embargo, 

mientras que en los ratones se consideró que la inmunidad conferida fue esterilizante, en 

nuestro trabajo un 20% de las perdices vacunadas mostraron viremia a 3 dpi y un incremento 

en el título de anticuerpos hasta alcanzar, al final del experimento, un nivel medio muy 

similar al de los individuos no vacunados, lo que indica que el virus consiguió replicarse. No 

obstante, el título medio de la viremia de las perdices vacunadas con la rE fue 

significativamente menor al de las perdices no vacunadas y quedó por debajo de lo que sería 

necesario para infectar a mosquitos (Turell et al., 2001). Unos resultados similares a estos han 

sido obtenido en gansos domésticos (Anser anser) y pollos de gallina doméstica (Gallus 

gallus) inmunizados con vacunas similares (Jarvi et al., 2008; Fassbinder-Orth et al., 2009). 

Tal y como se ha encontrado en otros trabajos realizados en aves y primates (Jarvi et al., 

2008; Fassbinder-Orth et al., 2009; Lieberman et al., 2009; Sá E. Silva et al., 2013), una sola 

inmunización con la rE no fue suficiente para inducir la producción de anticuerpos IgG. Sin 

embargo, el 70% de las perdices fue ELISA positivo tras la segunda inyección de la vacuna y 

el nivel de IgG aumentó de forma significativa hasta después de la tercera dosis vacunal. Tras 

la inoculación de WNV, el nivel medio de anticuerpos incrementó de forma menos acusada 

que en los otros dos grupos, pero al final del experimento (14 dpi), este nivel fue muy similar 

entre los tres grupos de inmunización. Este hallazgo es muy similar al encontrado en otros 

trabajos, aunque no con el mismo candidato vacunal (Redig et al., 2011; Wheeler et al., 

2011). 

A pesar de que la supervivencia de las perdices vacunadas con la rE fue del 100%, 

encontramos lesiones macroscópicas y microscópicas en los órganos de muchas de las aves a 
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las que se les realizó la necropsia, que afectaron sobre todo al músculo pectoral y al corazón 

y, en menor número de individuos, al SNC, pulmón, hígado y riñón. Es muy probable que las 

lesiones encontradas a nivel del SNC de la perdiz eutanasiada a 10 dpi, en la que además se 

detectó antígeno de WNV por IHQ en los axones de varias células de Purkinje, hubiesen 

comprometido la supervivencia de la misma en caso de que no hubiese sido eutanasiada o el 

experimento hubiese progresado. Por otro lado, no sabemos cómo habrían evolucionado las 

lesiones encontradas en el corazón de cinco de los individuos eutanasiados a diferentes dpi. 

No obstante, en términos generales, la rE redujo la severidad de las lesiones y el número de 

individuos con lesiones o con antígeno en tejidos; sin embargo, y dado el bajo número de 

perdices necropsiadas a cada dpi, es difícil llegar a una conclusión clara sobre la eficacia de 

esta vacuna para contribuir a reducir estos aspectos. Las lesiones encontradas a nivel de la 

musculatura pectoral muy probablemente estuvieron relacionadas con el adyuvante de la 

vacuna. La mayoría de vacunas inactivadas suelen formularse con adyuvantes con la finalidad 

de potenciar la respuesta inmune del hospedador (Cox y Coulter, 1997). De acuerdo al 

fabricante, el adyuvante Stimune potencia la respuesta de los linfocitos B y tan sólo da lugar a 

una ligera degeneración muscular en la zona de inyección. En nuestro trabajo, las lesiones que 

presentaron las perdices fueron bastante severas, no obstante, hemos comprobado que 

disminuyendo el volumen administrado por punto e incrementando el número de puntos de 

inyección se reduce la severidad de las mismas (Gamino et al., 2012b). Desconocemos las 

consecuencias de estas lesiones para la supervivencia de las perdices, aunque no encontramos 

signos clínicos asociados a la vacunación. Sin embargo, y en caso de que esta vacuna se 

utilizase para inmunizar individuos destinados al consumo humano, habría que realizar 

estudios para determinar si es posible la reversión de estas lesiones y el tiempo que esto 

supondría, así como una posible reformulación de la vacuna. Aunque los depósitos de aceite 

mineral se destruyen durante el cocinado de la carne, las lesiones podrían producir rechazo en 

el consumidor, siendo necesaria la eliminación de las zonas afectadas con las consecuentes 

pérdidas económicas para el productor (Droual et al., 1990).  

La vacuna Duvaxyn
®
WNV por su parte ha sido utilizada en numerosos estudios 

experimentales (bajo el nombre de West Nile Innovator
™

 (Fort Dodge Animal Health, Fort 

Dodge (IA), EEUU)), ya que es la primera que se comercializó para su uso en caballos 

(USDA-APHIS). El fabricante recomienda inyectar a caballos 1 ml de la vacuna vía 

intramuscular en dos dosis separadas 3-5 semanas, revacunado con una dosis anual. En 

nuestro trabajo redujimos la dosis a 0,2 ml y realizamos la inmunización tres veces a 
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intervalos de dos semanas, sin conseguir que ninguna de las perdices desarrollara anticuerpos 

detectables por el ELISA antes de la inoculación de WNV. Aunque el nivel medio de 

anticuerpos en estas aves incrementó en respuesta a la infección, el perfil fue muy similar al 

de las perdices no vacunadas, alcanzando a 14 dpi unos niveles similares al de los otros dos 

grupos. Esto indica, por un lado, que la producción de IgG por las perdices vacunadas con DV 

en respuesta a la infección con WNV fue muy similar a la de las no vacunadas y, por otro 

lado, que dicha inmunidad no fue esterilizante. Lamentablemente no pudimos determinar el 

nivel de viremia alcanzado en estas aves. 

A 2 dpi uno de los individuos vacunados con DV fue encontrado con signos 

compatibles con la infección por WNV y tuvo que ser eutanasiado a 3 dpi, por lo que 

consideramos que esta vacuna no fue capaz de reducir la morbilidad ni la mortalidad de 

manera significativa. Sin embargo, el número de individuos en estudio fue relativamente bajo, 

por lo que es difícil llegar a conclusiones claras. En la perdiz anteriormente citada además se 

detectó material genético del virus por RT-PCR en el encéfalo, bazo, hígado y riñón, y se 

observaron lesiones microscópicas. No obstante, en términos generales, la vacuna DV, al 

igual que la rE, redujo la severidad de las lesiones así como el número de individuos con 

lesiones y antígeno en tejidos pero, de nuevo, debido al bajo número de individuos analizados 

a cada dpi, es difícil determinar la eficacia real de esta vacuna para reducir estos aspectos. En 

este caso, y a diferencia de lo que ocurrió en las perdices vacunadas con la rE, las lesiones 

macroscópicas en el músculo pectoral no fueron tan llamativas, siendo más leves también a 

nivel microscópico. 

 

5. Conclusión 

En conclusión, en este estudio hemos confirmado por primera vez la susceptibilidad de la 

perdiz roja a la infección con una cepa de WNV aislada en Norteamérica y, por tanto, su 

potencial uso como modelo experimental de bajo coste y fácil manejo para estudiar la 

enfermedad asociada a la infección por este flavivirus. No obstante, y dado los resultados 

obtenidos, hemos visto que la cepa infectante (a pesar del elevado título utilizado para 

infectar, 10
7
 UFP/ml) tiene una virulencia moderada para esta especie. Por otro lado, hemos 

demostrado que ninguna de las vacunas estudiadas tiene una eficacia del 100% para proteger 

a las perdices frente a la infección por WNV. No obstante, la rE es capaz de inducir la 

producción de anticuerpos que permiten una reducción en la morbilidad, la mortalidad, el 

nivel de viremia y el número de individuos con virus en sangre de manera significativa. La 
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reducción en el nivel de viremia es importante para la interrupción del ciclo de transmisión; 

sin embargo, si el objetivo es usar esta vacuna para la protección de especies amenazadas o de 

alto valor económico, se debería optimizar al máximo su capacidad de reducir el número de 

individuos con lesiones o la severidad de las mismas. La vacuna DV por su parte, a pesar de 

que tiene la capacidad de inducir una respuesta inmune tanto humoral como celular (Davis et 

al., 2008), no es lo suficientemente efectiva para proteger a la perdiz roja frente a la infección 

por WNV, al no inducir el desarrollo de anticuerpos IgG y no reducir de manera significativa 

ni la morbilidad ni la mortalidad. 

Por todo esto, consideramos que es necesario realizar futuros estudios con un mayor 

número de individuos con la finalidad de optimizar el proceso de vacunación (formulación 

con el adyuvante, dosis o protocolo de inmunizaciones), determinar la capacidad de reducción 

de la severidad o el número de individuos con lesiones así como virus en tejidos, y determinar 

la duración máxima de la protección. Todo esto nos ayudará a demostrar si alguna de estas 

vacunas es un candidato comercial para proteger a las aves frente a la infección por WNV. 
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