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CAPÍTULO	1	
	
	

INTRODUCCIÓN	
	
	

La	Unión	Internacional	para	la	Conservación	de	la	Naturaleza	(IUCN,	por	sus	
siglas	en	inglés)	ha	estimado	que	el	30%	de	todas	las	especies	de	anfibios	están	en	
peligro	de	extinción,	y	que	al	menos	484	especies	están	en	grave	peligro	de	extinción	
(http://www.iucnredlist.org).	El	principal	factor	contribuyente	de	la	drástica	disminución	
de	la	población	anfibia	es	la	enfermedad	quitridiomicosis	causada	por	el	hongo	quítrido	
anfibio,	específicamente	Batrachochytrium	dendrobatidis	y	Batrachochytrium	
salamandrivorans.	Este	hongo,	diseminado	por	medios	antropogénicos,	puede	reducir	la	
biodiversidad	anfibia	en	nuevos	lugares	en	períodos	de	tiempo	alarmantes,	por	lo	tanto,	
entender	y	controlar	enfermedades	infecciosas	tales	como	la	quitridiomicosis	se	ha	
vuelto	el	enfoque	principal	de	los	esfuerzos	conservacionistas	de	los	anfibios	tanto	in	
situ	como	ex	situ	a	nivel	global.		

	
Con	el	objetivo	de	tener	una	respuesta	a	la	crisis	global	de	extinción	de	anfibios,		

la	Comisión	para	la	Supervivencia	de	las	Especies	(SSC,	por	sus	siglas	en	ingles)	de	la	
IUCN	convocó	a	un	grupo	internacional	de	los	principales	biólogos	de	anfibios	en	la	
Cumbre	de	Conservación	Anfibia,	lo	cual	dió	como	resultado	el	Plan	de	Acción	para	la	
Conservación	de	los	Anfibios	(ACAP,	por	sus	siglas	en	inglés;	este	documento	está	
disponible	para	descargar	en	http://www.amphibians.org).	El	ACAP	llegó	a	la	conclusión	
de	que	la	crisis	de	extinción	de	los	anfibios	"requiere	una	respuesta	global	sin	
precedentes	por	parte	de	gobiernos,	corporaciones,	sociedad	civil	y	comunidad	
científica".	Ésta,	además,	llama	a	la	creación	de	colonias	de	supervivencia	que	reúnan	a	
representantes	de	especies	de	anfibios	en	grave	peligro	de	extinción	para	mantenerlas	a	
salvo	en	cautiverio.	A	pesar	de	que	solucionar	los	factores	que	contribuyen	a	la	extinción	
de	las	especies	es	preferible	a	mantenerlas	en	cautiverio,	es	probable	que	a	la	velocidad	
con	la	que	éstas	están	disminuyendo	se	pierdan	innumerables	especies	antes	de	que	se	
descubran	nuevas	soluciones.	Por	lo	tanto,	estas	colonias	de	supervivencia	tienen	el	
importante	rol	de	preservar	a	las	especies	para	reintroducirlas	a	su	hábitat	natural	en	el	
futuro.	Quien	coordina	este	esfuerzo	global	para	desarrollar	tales	programas	es	el	Arca	
de	los	Anfibios	(AArk,	por	sus	siglas	en	inglés),	un	esfuerzo	en	conjunto	de	la	Asociación	
Mundial	de	Zoológicos	y	Acuarios	(WAZA,	por	sus	siglas	en	ingles),	la	IUCN/SSC,	el	Grupo	
Especialista	en	Cría	en	Cautiverio	(CBSG,	por	sus	siglas	en	inglés)	y	el	Grupo	de	
Especialistas	de	Anfibios	(www.amphibianark.org).	El	AArk	estima	que	500	especies	de	
anfibios	requieren	intervención	inmediata	ex	situ	mediante	la	creación	de	colonias	de	
supervivencia.	Esto	es	un	gran	proyecto	que	necesita	los	recursos	de	una	amplia	
variedad	de	instituciones,	entre	las	cuales	se	encuentran	zoológicos,	acuarios,	jardines	
botánicos,	museos	de	historia	natural,	agencias	gubernamentales	y	universidades.	Pero,	



aunque	las	instituciones	se	preparan	para	el	"llamado	a	la	acción"	del	AArk	y	la	IUCN,	la	
realidad	es	que,	en	general,	el	campo	del	cuidado	de		anfibios	aún	está	en	su	infancia	y	
la	experiencia	en	el	control	de	enfermedades	anfibias	está	limitada	a	muy	pocas	
instituciones	globalmente.	

	
Dada	la	rápida	expansión	de	colonias	de	supervivencia	de	anfibios	alrededor	del	

mundo,	se	elaboraron	pautas	para	mejores	prácticas	en	cuarentenas	permanentes	y	
bioseguridad	de	las	instalaciones	como	parte	del	Taller	de	Planeación	de	Conservación	
Ex	Situ	llevado	a	cabo	por	WAZA	y	CBSG	en	El	Valle,	Panamá	en	el	año	2006	(resúmenes	
disponibles	en	http://www.amphibianark.org/downloads.htm).	Además,	en	el	informe	
final	del	taller	de	Panamá	se	establecieron	Medidas	de	Acción	adicionales	para	crear	
protocolos	para	exámenes	médicos,	tratamiento	profiláctico	de	enfermedades	
infecciosas	importantes,	y	vigilancia	de	enfermedades	en	colecciones	de	anfibios	
cautivos.	Partes	de	estas	Medidas	de	Acción	ya	se	han	llevado	a	cabo	desde	el	2006	en	
medio	de	una	avalancha	de	nueva	información	en	la	literatura	de	anfibios	respecto	a	
pruebas	de	detección	de	enfermedades,	protocolos	de	control	de	enfermedades,	y	el	
desarrollo	de	enfoques	creativos	para	cumplir	con	estrictas	pautas	de	bioseguridad	en	
instalaciones	institucionales	ex	situ	y	cultivo.	Este	manual	tiene	como	objetivo	abordar	
formalmente	estas	medidas	de	acción,	recolectando	recomendaciones	de	expertos	en	
cuidado	y	veterinarios	con	experiencia	en	medicina	de	anfibios	y	evaluación	de	riesgo	de	
las	enfermedades,	con	el	objetivo	de	consolidar	la	nueva	información	para	crear	
protocolos	que	pueden	ser	fácilmente	adaptados	por	la	amplia	variedad	de	instituciones	
que	mantienen	anfibios	cautivos.			

	
	 Este	manual	tiene	como	propósito	servir	como	un	recurso	de	"ventanilla	única"	
para	recomendaciones	con	respecto	a	cuarentena,	necropsia,	bioseguridad	de	las	
instalaciones,	higiene	y	tratamiento	de	enfermedades	en	las	instalaciones,	y	revisión	y	
vigilancia	de	las	enfermedades	de	anfibios.		Estas	recomendaciones	deben	ser	vistas	
como	pautas	a	seguir	y	no	como	mandatos	o	requerimientos,	esto	ya	que	ningún	
manual	puede	recopilar	todas	las	necesidades	específicas	de	cada	programa.	Más	
importante	aún,	este	manual	no	pretende	ser	un	reemplazo	de	un	texto	completo	de	
medicina	veterinaria	de	anfibios	(como	por	ejemplo:	Amphibian	Medicine	and	Captive	
Husbandry,	by	K.	M.	Wright	&	B.	R.	Whitaker,	Malabar	Publ.,	2001).	Asimismo,	aunque	
los	temas	de	nutrición	y	el	cuidado	básico	se	discuten	a	lo	largo	de	este	manual,	éste	
tiene	como	propósito	ser	solo	un	complemento	a	textos	existentes	del	cuidado	de	
anfibios,	tales	como	Amphibian	Husbandry	Resource	Guide,	Edition	1.0	(Association	of	
Zoos	and	Aquariums	Publ.,	2008)	o	protocolos	específicos	para	especies	como	el	de	la	
Rana	Dorada	Panameña	(http://www.ranadorada.org/species-info.html).	Este	manual	
tiene	como	propósito	servir	como	un	recurso	técnico	detallado	para	veterinarios	y	
personal	experimentado	en	ex	situ	o	programas	de	conservación,	guiarlos	mientras	
desarrollan	programas	anfibios	nuevos	o	adicionales,	diseñar	protocolos	de	revisión	
rutinarios	o	encontrar	problemas	con	enfermedades	infecciosas	en	sus	colecciones	
actuales,	o	mover	animales	entre	colecciones	o	reintroducirlos	a	la	naturaleza.	Este	



manual	será	iterativo	y	se	harán	disponibles	ediciones	posteriores	tras	un	taller	
adicional	planeado	para	el	2011,	y	ocasionalmente	después.	
	 Esperamos	que	usuarios	de	todas	las	áreas	encuentren	este	manual	útil	como	un	
recurso	primario	y,	más	importante	aún,	que	éste	sea	considerado	un	portal	a	la	
literatura	primaria	acerca	de	la	ciencia	veterinaria	de	anfibios	y	sus	enfermedades.	Los	
anfibios	del	mundo	necesitan	considerable	ayuda	para	evitar	más	extinciones,	y	
esperamos	que	este	manual	facilite	algo	de	esa	ayuda.		
	
	 	 	 	 	 	 	 	 Allan	P.	Pessier	
	 	 	 	 	 	 	 	 Joseph	R.	Mendelson	III	
	 	 	 	 	 	 	 	 25	de	Diciembre,	2009	



CAPÍTULO	2	
	

LISTA	DE	CONTRIBUYENTES	
	
	 Las	siguientes	personas	contribuyeron	directamente	al	contenido	final	que	
aparece	en	esta	versión	del	manual.	La	mayoría	de	ellos/as	participaron	en	el	taller	que	
se	llevó	a	cabo	en	el	Zoológico	de	San	Diego	en	febrero	de	2009,	y	aportaron	
importantes	comentarios	a	borradores	de	varios	capítulos	que	estaban	por	terminarse.		
		
Diane	Barber,	Fort	Worth	Zoo	
Eric	Baitchman;	Zoo	New	England		
Don	Boyer,	San	Diego	Zoo	
Onnie	Byers,	UICN	Grupo	Especialista	en	Cría	en	Cautiverio	
Leigh	Ann	Clayton,	National	Aquarium	Baltimore	
Josh	Cook,	University	of	Georgia		
Ann	Duncan,	Detroit	Zoo	
Ryan	DeVoe,	North	Carolina	Zoo		
Shannon	Ferrell,	Fort	Worth	Zoo		
Ron	Gagliardo,	Amphibian	Ark	&	Zoo	Atlanta	
Michael	Garner,	Northwest	ZooPath	
Richard	Gibson,	Amphibian	Ark	&	Chester	Zoo	
Andrea	Johnson,	San	Diego	Zoo	
Megan	Jones,	San	Diego	Zoo	
Kim	Lovich,	San	Diego	Zoo	
Bob	Mailloux,	Sandfire	Dragon	Ranch	
Denise	McAloose,	Wildlife	Conservation	Society-Bronx	Zoo	
Joseph	Mendelson,	Zoo	Atlanta		
Pat	Morris,	San	Diego	Zoo		
Isamara	Navarrete,	San	Diego	Zoo	
R.	Andrew	Odum,	Toledo	Zoo	
Brad	Lock,	Zoo	Atlanta	
Samuel	Rivera,	Zoo	Atlanta	
Allan	Pessier,	San	Diego	Zoo	
Jennifer	Pramuk,	Wildlife	Conservation	Society-Bronx	Zoo		
Michael	Ready,	Sandfire	Dragon	Ranch		
Oliver	Ryder,	San	Diego	Zoo		
Danna	Schock,	University	of	Calgary	
Mark	Schrenzel,	San	Diego	Zoo		
Lee	Skerratt,	James	Cook	University	
Edythe	Sonntag,	Michigan	State	University	
Simone	Vitali,	Perth	Zoo		
Carmel	Witte,	San	Diego	Zoo		
Kevin	Wright,	Arizona	Exotic	Animal	Hospital		
Kevin	Zippel,	Amphibian	Ark
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Capítulo	3	
	

EVALUACIÓN	DE	RIESGOS	Y	REVISIÓN	DE	ENFERMEDADES	PARA	
PROGRAMAS	DE	REINTRODUCCIÓN	DE	ANFIBIOS	A	LA	

NATURALEZA.	
	
3.0	INTRODUCCIÓN	
	 El	reconocimiento	de	que	la	devastadora	disminución	de	la	población	anfibia	global	
podría	estar	ligada	al	movimiento	antropogénico	del	hongo	quítrido,	Batrachochytrium	
dendrobatidis	y Batrachochytrium	salamandrivorans,	resalta	la	necesidad	de	considerar	a	
las	enfermedades	infecciosas	en	el	funcionamiento	de	los	programas	de	cría	en	cautiverio	y	
reintroducción	a	la	naturaleza.	Una	importante	lección	que	puede	ser	aprendida	del	
ejemplo	de	la	quitridiomicosis	anfibia	es	que	todas	las	instalaciones	que	contienen	anfibios,	
para	cualquier	propósito	(como	por	ejemplo:	educación,	comercio,	investigaciones	de	
laboratorio	o	conservación),	deberían	responsabilizarse	de	implementar	vigilancia	de	
enfermedades	infecciosas	y	medidas	de	control	que	prevengan	la	introducción	de	agentes	
patógenos	anfibios	a	nuevas	ubicaciones	o	poblaciones	(vea	la	sección	4.	3).	
	 Un	informe	publicado	recientemente	describe	la	introducción	del	hongo	quítrido	
anfibio	a	poblaciones	silvestres	del	ferreret	mallorquín	como	resultado	de	un	programa	de	
reintroducción	de	especies	(Walker	y	colaboradores,	2008).	Aún	más,	muchos	biólogos	
recuerdan	anecdóticamente	instancias	en	que	podrían	haber	sido	trasladadas	a	nuevos	
lugares,	enfermedades	de	anfibios	como	resultado	de	reintroducciones	o	translocaciones	
bien	intencionadas	de	animales	silvestres	desde	un	lugar	a	otro.		En	muchos	de	estos	casos,	
simples	métodos	de	vigilancia	o	prevención	de	enfermedades	hubieran	sido	invaluables	
para	prevenir	la	introducción	de	enfermedades.	
	 Este	capítulo	entrega	un	resumen	de	prácticas	de	vigilancia,	evaluación	de	riesgo	y	
control	de	enfermedades	que	pueden	ser	aplicadas	a	programas	de	cría	en	cautiverio,	
reintroducción	y	translocación	de	anfibios	con	el	objetivo	de	reducir	el	riesgo	de	
enfermedades.	Cada	programa	de	conservación	de	anfibios	es	único	y	no	existen	
recomendaciones	que	se	apliquen	a	cada	circunstancia.	En	lugar	de	eso,	se	darán	ejemplos	
de	situaciones	comunes	señaladas	por	los	participantes	de	los	talleres.	Con	esto,	se	espera	
proveer	un	marco	conceptual	como	base	para	el	desarrollo	de	nuevos	programas	y	
prácticas.		Si	bien	los	enfoques	de	este	capítulo	son	las	enfermedades	quitridiomicosis	y	por	
ranavirus,	nuestra	comunidad	debe	permanecer	alerta	y	atenta	a	agentes	patógenos	que	
aún	no	han	sido	documentados	o	de	los	cuales	no	se	sospecha.			
	
3.1	RECOMENDACIONES	GENERALES	PARA	PROGRAMAS	DE	REINTRODUCCIÓN	Y	

TRANSLOCACIÓN		
	 El	mantenimiento	de	anfibios	en	programas	de	cría	en	cautiverio	antes	de	
reintroducirlos	a	su	hábitat	natural	y	la	translocación	de	animales	silvestres	desde	un	lugar	
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hacia	otro	tiene	como	riesgo	inherente	la	introducción	de	enfermedades	infecciosas	a	
nuevos	lugares	o	poblaciones.		
	

• Es	imposible	crear	programas	que	estén	libres	de	riesgo	de	enfermedad.			
• Cada	parte	interesada,	por	ejemplo,	autoridades	de	vida	silvestre,	biólogos	

silvestres,	veterinarios,	conservadores	de	programas	de	zoológico,	entre	otros,	debe	
determinar	qué	nivel	de	riesgo	es	aceptable	en	los	programas	que	elijan.		

• En	algunas	situaciones,	el	riesgo	de	enfermedad	en	una	reintroducción	o	
translocación	es	tan	alto	que	se	deben	reconsiderar	algunas	decisiones	de	los	
programas,	por	ejemplo,	tomar	la	decisión	de	no	reintroducir	a	los	animales	porque	
el	riesgo	de	enfermedad	es	muy	alto.		

• Afortunadamente,	el	riesgo	de	enfermedad	en	las	reintroducciones	o	
translocaciones	se	puede	reducir	considerablemente	si	se	planea	cuidadosamente	y	
se	siguen	recomendaciones	que	ayuden	a	disminuir	riesgos.	

	
Las	preocupaciones	respecto	a	la	introducción	de	enfermedades	infecciosas	a	las	
poblaciones	silvestres	como	resultado	de	los	programas	de	reintroducción	y	translocación	
de	especies	no	están	limitadas	a	los	anfibios.	Para	calmar	estas	preocupaciones,	se	han	
desarrollado	recomendaciones	para	guiar	a	veterinarios	y	cuidadores	de	animales	a	través	
de	un	proceso	de	evaluación	de	riesgo	de	enfermedades.		
	

• El	Grupo	Especialista	en	Cría	en	Cautiverio	de	la	UICN/SSC	publicó	un	manual	
titulado	Animal	Movements	and	Disease	Risk	disponible	para	descargar	de	forma	
gratuita	en:	www.cbsg.org/cbsg/content/files/Disease_Risk/disease.risk_manual.pdf	

	
Algunas	sugerencias	específicas	para	la	mitigación	del	riesgo	de	enfermedades	en	
programas	de	anfibios	y	discutidas	en	el	taller	de	control	de	enfermedades	son:		
	

• Cuando	sea	posible,	los	programas	de	translocación	o	reintroducción	de	anfibios	
deben	operar	dentro	del	rango	nativo	de	las	especies.		Los	programas	que	
mantengan	a	especies	de	anfibios	fuera	de	su	rango	nativo,	por	ejemplo,	anfibios	
de	Panamá	conservados	en	Estados	Unidos,	tienen	mayor	riesgo	de	enfermedades	
que	los	programas	operando	dentro	del	rango	nativo	de	las	especies.	Estos	riesgos	
pueden	incluir	la	posibilidad	de	introducir	agentes	patógenos	no	nativos	al	
ambiente	alrededor	de	las	instalaciones	que	contienen	a	los	anfibios	y	la	
posibilidad	de	introducir	nuevos	agentes	patógenos	locales	a	los	anfibios	
importados	(vea	la	sección	4.	3).	

• Los	anfibios	en	programas	de	translocación	o	reintroducción	a	la	naturaleza	deben	
mantenerse	en	aislamiento	a	largo	plazo	de	otros	anfibios	que	no	sean	parte	del	
rango	natural	de	la	especie	que	será	reintroducida	a	la	naturaleza.	Este	proceso	de	
aislamiento	es	especialmente	importante	para	los	zoológicos	que	desean	formar	
parte	de	programas	de	conservación	de	anfibios	pero	que	poseen	colecciones	de	
anfibios	mezcladas	o	cosmopolitas,	por	ejemplo,	anfibios	de	diferentes	ubicaciones	
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geográficas	almacenados	en	una	sola	instalación.	Detalles	del	proceso	de	
aislamiento	permanente	se	encuentran	en	la	sección	4.	7.	En	el	caso	de	las	
translocaciones,	el	tiempo	que	los	anfibios	pasan	en	cautiverio	debería	ser	
reducido.	

• Los	programas	de	reintroducción	a	la	naturaleza	y	translocación	deberían	
recolectar	información	relacionada	a	las	enfermedades	y	la	salud	de	la	población	
cautiva	que	va	a	ser	reintroducida	y,	además,	de	la	población	silvestre	(y	de	las	
especies	de	anfibios	simpátricos)	que	esté	ubicada	en	el	área	en	que	ocurrirá	la	
reintroducción.	Poseer	un	conocimiento	de	las	enfermedades	y	los	problemas	que	
estas	causan	en	ambas	poblaciones	permite	un	mejor	análisis	del	riesgo	de	
enfermedad	que	plantea	la	liberación	de	animales	cautivos.	

• Algunos	de	los	métodos	utilizados	para	desarrollar	una	base	de	datos	de	
poblaciones	cautivas	y	silvestres	son:	

o Efectuar	necropsias	(Incluida	la	histopatología)	en	todos	los	animales	que	
mueran	(ver	el	capítulo	9).	La	necropsia	es	útil	para	detectar	enfermedades	
infecciosas,	nuevas	o	inesperadas,	que	no	han	sido	ya	detectadas	por	
pruebas	específicas	para	el	hongo	quítrido	anfibio	como,	por	ejemplo,	la	
reacción	en	cadena	de	la	polimerasa,	PCR	por	sus	siglas	en	inglés.	

o La	vigilancia	en	la	necropsia	no	está	limitada	a	animales	que	mueran	
naturalmente,	esta	también	puede	incluir	sacrificios	(mediante	selección)	
de	anfibios	de	poblaciones	para	obtener	muestras	para	investigaciones	de	
laboratorio.	

o Pruebas	específicas	necesarias	para	encontrar	agentes	patógenos	anfibios,	
por	ejemplo,	hongo	quítrido	anfibio	y	ranavirus,	en	poblaciones	silvestres	y	
cautivas	(vea	el	capítulo	7).	

• Se	debe	hacer	un	seguimiento	de	las	enfermedades	en	las	poblaciones	antes	de	su	
liberación	y	después	de	que	ya	han	sido	reintroducidas	a	la	naturaleza.	Todos	los	
eventos	de	mortalidad	en	la	población	silvestre	deben	ser	investigados	y	
documentados.	

• Pruebas	adicionales	de	detección	de	enfermedades	específicas,	como	el	hongo	
quítrido	anfibio	y	el	ranavirus,	pueden	ser	necesarias	previas	a	la	liberación	o	
translocación	de	animales	cautivos.	

	
3.2	MITIGACIÓN	DEL	RIESGO	DE	ENFERMEDADES	PARA	CRÍA	EN	CAUTIVERIO	Y	

PROGRAMAS	DE	REINTRODUCCIÓN		
	 PROGRAMAS	
	 Los	programas	que	ponen	a	anfibios	de	poblaciones	amenazadas	en	poblaciones	
cautivas	de	seguridad	para	cría	en	cautiverio,	y	que	luego	liberan	a	la	descendencia	de	
vuelta	a	su	hábitat	natural	son	considerados	una	buena	estrategia	de	conservación	de	
anfibios.	A	continuación	se	discuten	estrategias	para	la	revisión	y	mitigación	del	riesgo	de	
enfermedades	de	las	poblaciones	previo	a	la	liberación	de	los	animales	a	la	naturaleza	para	
situaciones	de	bajo,	mediano	y	alto	riesgo:			
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Situaciones	de	bajo	riesgo	
	 La	situación	de	riesgo	más	baja	que	se	puede	dar	en	la	Introducción	de	una	
enfermedad	infecciosa	a	poblaciones	anfibias	como	resultado	de	un	programa	de	
reintroducción	es	cuando	las	poblaciones	cautivas	de	seguridad	están	ubicadas	dentro	del	
país	nativo	o	el	conjunto	de	la(s)	especies	y	la	instalación	solo	mantiene	a	anfibios	
pertenecientes	al	país	local.	Algunos	ejemplos	de	poblaciones	cautivas	de	seguridad	para	
anfibios	son	El	Centro	de	Conservación	de	Anfibios	de	El	Valle,	Panamá	y	el	programa	de	
conservación	de	anfibios	Balsa	de	los	Sapos	de	la	Universidad	Católica	(Pontificia	
Universidad	Católica	del	Ecuador)	en	Ecuador.		
	
Estrategias	para	la	mitigación	de	riesgos:		
	

1. Las	instalaciones	están	ubicadas	en	el	rango	nativo	del	conjunto	de	la(s)	especie(s)	y	
solo	albergan	anfibios	de	su	rango	nativo.		

	
2. Las	instalaciones	mantienen	las	"buenas	prácticas"	de	bioseguridad.	Estas	prácticas	

son	discutidas	en	detalle	en	la	sección	4.5).	
	
3. Hay	un	programa	de	cuarentena	para	nuevos	animales	que	ingresan	a	la	instalación	

(vea	el	capítulo	6).	
	
4. Los	principales	eventos	de	morbi/mortalidad	son	investigados	mediante	necropsias	

e	histopatologías	(vea	el	capítulo	9).	Se	recomienda	investigaciones	rutinarias	de	
todas	o	la	mayoría	de	las	muertes	para	construir	una	base	de	datos	de	salud	y	para	
ser	capaces	de	detectar	problemas	de	enfermedades	infecciosas	inesperados.	

	
5. Se	debe	considerar	el	desarrollo	de	poblaciones	específicas	libres	de	agentes	

patógenos,	por	ejemplo,	el	hongo	quítrido	anfibio	o	el	ranavirus	(vea	la	sección	8.3).	
	
6. Los	animales	son	liberados	exclusivamente	en	el	rango	natural	de	las	especies	(de	

preferencia	su	lugar	de	origen)	
	
	Pruebas	de	detección	de	enfermedades	y	tratamientos	previos	a	la	liberación	a	la	
naturaleza:	
	 Los	animales	que	son	criados	solo	en	su	rango	natural	y	que	nunca	han	sido	
expuestos	a	animales	ajenos	a	su	rango	natural	por	lo	general	no	tienen	necesidad	de	pasar	
por	pruebas	de	detección	de	enfermedades	previo	a	liberarlos	a	la	naturaleza.	Con	algunas	
excepciones,	se	presume	que	los	agentes	patógenos	presentes	en	estos	animales	ya	se	
encuentran	presentes	en	la	población	silvestre.	Las	pautas	a	seguir	para	diseñar	protocolos	
de	pruebas	de	detección	de	enfermedades	y	tratamientos	previos	a	su	liberación	incluyen:	
	

1. Si	durante	una	necropsia	e	histopatología	rutinaria	de	la	población	cautiva	se	
detecta	una	enfermedad	infecciosa	se	recomienda	lo	siguiente:	
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• Si	se	identifica	un	agente	patógeno	tratable,	como	el	hongo	quítrido	anfibio,	
se	recomienda	un	tratamiento	si	el	patógeno	puede	ser	eliminado	(vea	el	
capítulo	8).	

o El	tratamiento	es	de	extrema	importancia	si	el	agente	patógeno	
detectado	puede	causar	morbi/mortalidad	significativa	en	la	
población	cautiva	(como	el	hongo	quítrido	anfibio).	

o Un	método	de	prueba	confiable	debe	estar	disponible	para	
confirmar	que	los	animales	están	libres	de	infección	antes	de	su	
liberación	a	lo	naturaleza.	

o Algunos	parásitos	y/o	agentes	patógenos	son	difíciles	de	eliminar	
o	es	preferible	mantener	niveles	bajos	de	infección	en	organismos	
que	seden	naturalmente	en	poblaciones	silvestres	(especialmente	
parásitos).	Vea	la	sección	8.4.	

• Se	debe	definir	el	impacto	potencial	del	patógeno	en	la	población	silvestre.	
Esto	se	puede	lograr	por	medio	de	la	vigilancia	de	enfermedades	en	las	
poblaciones	silvestres	y	otras	especies	vulnerables.		

o Si	el	patógeno	está	presente	tanto	en	la	población	silvestre	como	
en	la	cautiva,	entonces	la	presencia	de	éste	puede	no	tener	
impacto	en	la	decisión	de	liberar	animales	de	cautiverio	a	la	
naturaleza.	Determinar	si	los	patógenos	son	idénticos	no	es	
siempre	fácil.	Por	ejemplo,	existen	varias	especies	de	ranavirus	
que	parecen	idénticas	en	métodos	de	revisión	PCR.	Son	
necesarios	métodos	de	laboratorio	avanzados	para	determinar	la	
especie	del	ranavirus	(vea	la	sección	7.4).		

o Algunos	agentes	patógenos	anfibios	son	patógenos	oportunistas,	
por	ejemplo,	micobacteria,	y	usualmente	son	enfermedades	que	
se	dan	en	el	cuidado	de	animales	cautivos	más	que	en	las	
poblaciones	silvestres.	

	
2. Se	deben	considerar	pruebas	previas	a	la	liberación	de	los	animales	para	detectar	

agentes	patógenos	que	puedan	ser	relevantes	para	las	poblaciones	de	anfibios	
silvestres,	por	ejemplo,	el	hongo	quítrido	y	el	ranavirus.		

• Las	pruebas	pueden	no	ser	necesarias	si	está	disponible	un	historial	médico	
completo	de	la	población	cautiva	que	incluya	análisis	de	necropsias	e	
histopatología	de	la	mayoría	de	los	animales	que	mueran	(como	ya	fue	
mencionado),	y	que	presente	evidencia	de	que	la	causa	de	las	muertes	no	ha	
ocurrido	a	causa	de	quitridiomicosis	o	infección	del	Ranavirus.	Se	debe	haber	
llevado	a	cabo	una	vigilancia	por	un	período	extendido	de	tiempo	(al	menos	
1	o	2	años).	Para	detalles	de	cómo	crear	poblaciones	de	anfibios	libres	de	
patógenos	específicos	(LPE)	ver	la	sección	8.3.		

	
3. Los	animales	que	estén	enfermos	o	los	miembros	de	una	población	cautiva	que	este	

experimentando	un	evento	de	mortalidad	nunca	deberían	ser	liberados	hasta	
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después	de	la	identificación	y	resolución	de	la	enfermedad.	Esto	se	debe	seguir	
incluso	si	el	patógeno	es	conocido	por	aparecer	en	las	poblaciones	silvestres.	

	
Situaciones	de	riesgo	moderado	

	 Una	situación	de	riesgo	moderado	que	se	puede	dar	en	la	introducción	de	una	
enfermedad	infecciosa	a	poblaciones	de	anfibios	como	resultado	de	un	programa	de	
reintroducción	es	cuando	las	poblaciones	cautivas	pueden	estar	expuestas	a	anfibios	que	no	
pertenecen	al	rango	nativo	de	las	especies.	Esto	ocurre	en	las	instalaciones	que	están	
dentro	de	su	país	de	origen,	por	ejemplo,	una	instalación	que	contiene	especies	alemanas	
operando	en	Alemania	pero	que	también	contiene	anfibios	de	Asia	o	de	los	Estados	Unidos,	
y	también	cuando	las	poblaciones	cautivas	de	seguridad	están	ubicadas	fuera	del	país	de	
origen,	por	ejemplo,	anfibios	alemanes	en	los	Estados	Unidos.	
	
Estrategias	para	la	mitigación	de	riesgos:		
	

1. Las	instalaciones	mantienen	a	las	especies	de	anfibios	que	serán	reintroducidos	a	la	
naturaleza	en	aislamiento	a	largo	plazo	(vea	la	sección	4.7).		

	
2. Se	necesita	un	programa	de	cuarentena	para	nuevos	animales	que	ingresan	a	la	

instalación	(vea	el	capítulo	6).	
	
3. Los	principales	eventos	de	morbi/mortalidad	son	investigados	mediante	necropsias	

e	histopatologías	(vea	el	capítulo	9).	Se	recomienda	investigaciones	rutinarias	de	
todas	o	la	mayoría	de	las	muertes	para	construir	una	base	de	datos	de	salud	(vea	la	
sección	6.2)	y	para	ser	capaces	de	detectar	problemas	de	enfermedades	infecciosas	
inesperados.	

	
4. Se	debe	considerar	el	desarrollo	de	poblaciones	específicas	libres	de	agentes	

patógenos,	por	ejemplo,	el	hongo	quítrido	anfibio	o	el	ranavirus	(ver	sección	8.3).	
	
Pruebas	de	detección	de	enfermedades	y	tratamientos	previos	a	la	liberación	a	la	
naturaleza:	
	 En	situaciones	de	riesgo	moderado,	algunas	de	las	pautas	a	seguir	para	diseñar	
pruebas	de	detección	de	enfermedades	previas	a	la	liberación	y	protocolos	de	tratamientos	
para	las	poblaciones	son:	
	

1. Si	durante	una	necropsia	e	histopatología	rutinaria	de	la	población	cautiva	se	
detecta	una	enfermedad	infecciosa	se	recomienda	lo	siguiente:	

• Si	se	identifica	un	agente	patógeno	tratable,	como	el	hongo	quítrido	anfibio,	
se	recomienda	un	tratamiento	si	el	patógeno	puede	ser	eliminado	(vea	el	
capítulo	8).	

o El	tratamiento	es	de	extrema	importancia	si	el	agente	patógeno	
detectado	puede	causar	morbi/mortalidad	significativa	en	la	
población	cautiva	(como	el	hongo	quítrido	anfibio).	
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o Debe	estar	disponible	un	método	de	prueba	confiable	para	
confirmar	que	los	animales	están	libres	de	infección	antes	de	su	
liberación	a	la	naturaleza.	

o Algunos	parásitos	y/o	agentes	patógenos	son	difíciles	de	eliminar	
o	es	preferible	mantener	niveles	bajos	de	infección	en	organismos	
que	se	den	naturalmente	en	poblaciones	silvestres	
(especialmente	parásitos).	Vea	la	sección	8.4.	

• Se	debe	definir	el	impacto	potencial	del	patógeno	en	la	población	silvestre.	
Esto	se	puede	lograr	por	medio	de	la	vigilancia	de	enfermedades	en	las	
poblaciones	silvestres	y	otras	especies	vulnerables.		

o Si	el	patógeno	está	presente	tanto	en	la	población	silvestre	como	
en	la	cautiva,	entonces	la	presencia	de	éste	puede	no	tener	
impacto	en	la	decisión	de	liberar	animales	cautivos	a	la	
naturaleza.	Determinar	si	los	agentes	patógenos	son	idénticos	no	
es	siempre	fácil.	Por	ejemplo,	existen	varias	especies	de	ranavirus	
que	parecen	idénticas	en	métodos	de	revisión	PCR.	Son	
necesarios	métodos	de	laboratorio	avanzados	para	determinar	la	
especie	del	ranavirus.	Vea	la	sección	7.4.	

o Algunos	agentes	patógenos	anfibios	son	oportunistas,	por	
ejemplo,	micobacteria,	y	usualmente	son	enfermedades	que	se	
dan	en	el	cuidado	de	animales	cautivos	más	que	en	las	
poblaciones	silvestres.	

	
2. Se	deben	llevar	a	cabo	pruebas	previas	a	la	liberación	de	los	animales	para	detectar	

agentes	patógenos	que	puedan	ser	relevantes	para	las	poblaciones	de	anfibios	
silvestres,	por	ejemplo,	el	hongo	quítrido	y	el	ranavirus.	Sacrificar	a	un	subconjunto	
de	animales	para	llevar	a	cabo	pruebas	para	detectar	patógenos	específicos	puede	
ser	útil.	Las	pruebas	específicas	pueden	no	ser	necesarias	si	está	disponible	un	
historial	médico	completo	de	la	población	cautiva	que	incluya	análisis	de	necropsias	
e	histopatología	de	la	mayoría	de	los	animales	que	mueran	(como	ya	fue	
mencionado),	y	que	presente	evidencia	de	que	la	causa	de	las	muertes	no	fue	
quitridiomicosis	o	infección	del	Ranavirus.	Idealmente,	se	debe	haber	llevado	a	cabo	
una	vigilancia	por	un	período	extendido	de	tiempo	(al	menos	1	o	2	años),	a	estas	
poblaciones	de	anfibios	se	les	consideraría	libre	de	patógenos	específicos	(vea	la	
sección	8.3).	

	
3. Los	animales	que	estén	enfermos	o	los	miembros	de	una	población	cautiva	que	esté	

experimentando	un	evento	de	mortalidad	nunca	deberían	ser	liberados	hasta	
después	de	la	identificación	y	resolución	de	la	enfermedad.	Esto	se	debe	seguir	
incluso	si	el	patógeno	es	conocido	por	aparecer	en	las	poblaciones	silvestres.	

	
Situaciones	de	alto	riesgo	

	 Una	situación	de	riesgo	alta	que	se	puede	dar	en	la	introducción	de	una	enfermedad	
infecciosa	a	poblaciones	de	anfibios	silvestres	como	resultado	de	un	programa	de	
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reintroducción	es	cuando	la	población	cautiva	de	seguridad	está	expuesta	a	anfibios	de	
fuera	del	rango	nativo	de	la	especie	o	si	está	expuesta	a	animales	con	enfermedades	
infecciosas	que	no	están	presentes	en	la	población	cautiva.	Se	dan	situaciones	de	riesgo	alto	
cuando	la	población	cautiva	se	encuentra	afuera	de	una	bioseguridad	apropiada	por	
cualquier	período	de	tiempo	(vea	el	capítulo	4).	
	
Por	lo	general,	los	anfibios	que	han	sido	expuestos	a	situaciones	sin	prácticas	de	
bioseguridad	apropiadas	no	son	aptos	para	usar	en	programas	de	reintroducción.	Se	
pueden	hacer	excepciones	si	la	especie	esta	extinta	en	su	estado	silvestre	y	no	existen	
poblaciones	cautivas	cuidadas	bajo	medidas	apropiadas	de	bioseguridad	en	ningún	otro	
lugar.	En	estas	situaciones,	es	necesario	un	proceso	muy	exhaustivo,	caro	y	largo	(desde	
meses	a	años)	de	revisión	y	evaluación	de	riesgos	de	enfermedades	antes	de	considerar	
reintroducir	animales	a	la	naturaleza.			
	
Estrategias	para	la	mitigación	de	riesgos:		
	

1. Poner	a	los	animales	en	aislamiento	a	largo	plazo	(sección	4.7).	La	liberación	de	los	
animales	solo	puede	ser	considerada	después	de	que	múltiples	generaciones	han	
sido	criadas	bajo	condiciones	de	aislamiento.	

	
2. Se	necesita	un	programa	de	cuarentena	para	nuevos	animales	que	ingresan	a	la	

instalación	(vea	el	capítulo	6).	
	
3. Los	principales	eventos	de	morbi/mortalidad	son	investigados	mediante	necropsias	

e	histopatologías	(vea	el	capítulo	9).	Se	recomienda	investigaciones	rutinarias	de	
todas	o	la	mayoría	de	las	muertes	para	ser	capaces	de	detectar	problemas	
inesperados	de	enfermedades	infecciosas	y	para	el	desarrollo	de	un	historial	médico	
grupal	completo.	El	historial	médico	grupal	debería	ser	recolectado	por	un	período	
extendido	de	tiempo	de	al	menos	1	o	2	años	de	recolección	de	datos.	

	
4. Desarrollar	poblaciones	cautivas	libres	de	patógenos	específicos	como	el	hongo	

quítrido	anfibio	y	ranavirus	(vea	la	sección	8.3).	
	
5. Considerar	crear	una	nueva	población	de	animales	procedentes	de	huevos	o	larvas	

producto	de	la	cría	de	poblaciones	originales	de	cautiverio.	Esta	medida	es	
importante	para	reducir	el	riesgo	de	agentes	patógenos	nuevos	que	no	son	
detectados	fácilmente	en	pruebas	rutinarias.	

	
6. Se	debe	reconocer	que	si	las	estrategias	para	mitigar	las	enfermedades	no	son	

efectivas,	los	animales	no	deben	ser	reintroducidos	a	la	naturaleza	bajo	ninguna	
circunstancia.	
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Pruebas	de	detección	de	enfermedades	y	tratamientos	previos	a	la	liberación	a	la	
naturaleza:	
	 El	nivel	de	revisión	de	enfermedades	necesario	para	liberar	animales	de	situaciones	
de	alto	riesgo	de	vuelta	a	su	estado	silvestre	puede	ser	extensivo.	
	

1. Si	durante	una	necropsia	e	histopatología	rutinaria	de	la	población	cautiva	se	
detecta	una	enfermedad	infecciosa,	se	recomienda	lo	siguiente:	

• Si	se	identifica	un	agente	patógeno	tratable,	como	el	hongo	quítrido	anfibio,	
se	recomienda	tratamiento	si	el	patógeno	puede	ser	eliminado	(vea	el	
capítulo	8).	

o El	tratamiento	es	de	extrema	importancia	si	el	agente	patógeno	
detectado	puede	causar	morbi/mortalidad	significativa	en	la	
población	cautiva	(como	el	hongo	quítrido	anfibio).	

o Un	método	de	prueba	confiable	debe	estar	disponible	para	
confirmar	que	los	animales	están	libres	de	infección	antes	de	su	
liberación	a	la	naturaleza.	

• Se	debe	definir	el	impacto	potencial	del	patógeno	en	la	población	silvestre.	
Esto	se	puede	lograr	por	medio	de	la	vigilancia	de	enfermedades	en	las	
poblaciones	silvestres	y	otras	especies	vulnerables.		

o Si	el	patógeno	está	presente	tanto	en	la	población	silvestre	como	
en	la	cautiva,	entonces	la	presencia	de	este	puede	no	tener	
impacto	en	la	decisión	de	liberar	animales	cautivos	a	la	
naturaleza.	Determinar	si	los	agentes	patógenos	son	idénticos	no	
es	siempre	fácil.	Por	ejemplo,	existen	varias	especies	de	ranavirus	
que	parecen	idénticas	en	métodos	de	revisión	PCR.	Son	
necesarios	métodos	de	laboratorio	avanzados	para	determinar	la	
especie	del	ranavirus	(vea	la	sección	7.4).		

o Algunos	agentes	patógenos	anfibios	son	oportunistas,	por	
ejemplo,	micobacteria,	y	usualmente	son	enfermedades	que	se	
dan	en	el	cuidado	de	animales	cautivos	más	que	un	riesgo	alto	
para	las	poblaciones	anfibias	silvestres.	

	
2. Si	se	identifican	enfermedades	infecciosas	que	no	pueden	ser	tratadas	o	eliminadas	

fácilmente,	se	debe	crear	una	nueva	población	de	animales	(rederivación)	de	la	
siguiente	forma:	

• Remover	los	huevos	de	la	población	original	y	dejar	que	los	renacuajos	
eclosionen	en	aislamiento	permanente,	separados	de	la	población	de	origen.	
Para	las	especies	que	son	vivíparas	(como	el	Sapo	de	Aerosol	de	Kihansi)	se	
debe	investigar	la	viabilidad	de	realizar	cesáreas	y	la	posterior	crianza	de	
renacuajos	en	aislamiento	permanente.	

• Puede	ser	necesaria	la	rederivación	de	múltiples	generaciones	con	pase	
seriado	y	la	crianza	de	éstas	en	entornos	de	aislamiento	permanente.	
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• Se	puede	considerar	la	desinfección	de	huevos	o	masas	de	huevecillos	antes	
de	la	crianza	en	aislamiento	permanente	si	se	puede	identificar	un	método	
que	no	interfiera	con	el	desarrollo	o	la	viabilidad	de	los	renacuajos.		

	
3. Se	deben	llevar	a	cabo	experimentos	en	donde	animales	de	cautiverio	que	van	a	ser	

liberados	son	alojados	con	especies	de	anfibios	simpátricos	que	están	presentes	en	
la	ubicación	o	región	donde	serán	liberados	los	animales.		

• Los	animales	simpátricos	serán	monitoreados	para	detectar	si	hay	desarrollo	
de	enfermedades	y	se	llevaran	a	cabo	necropsias	con	histopatología	en	todos	
los	que	mueran.		

• Los	que	sobrevivan	hasta	el	final	del	experimento	serán	sacrificados	y	luego	
se	llevaran	a	cabo	necropsias	e	histopatologías	en	estos.	

• Cuando	se	lleve	a	cabo	la	necropsia	se	debe	recolectar	tejido	de	todos	los	
animales	para	el	uso	de	éste	en	pruebas	de	diagnóstico	para	detectar	
agentes	patógenos	de	interés	(se	deben	mantener	congeladas	muestras	del	
hígado	y	el	riñón	para	hacer	pruebas	PCR	del	Ranavirus).			

• Los	experimentos	deben	ser	llevados	a	cabo	por	lo	menos	unos	60	o	90	días	
para	permitir	la	manifestación	de	enfermedades	infecciosas	significativas.	

	
4. Es	necesario	el	sacrificio	y	la	eutanasia	de	un	subconjunto	de	las	poblaciones	en	

cautiverio	para	llevar	a	cabo	necropsia	e	histopatología	y	también	para	hacer	
pruebas	de	detección	de	agentes	patógenos	específicos	de	interés	(como	el	PCR	
para	el	ranavirus)	antes	de	liberarlas	a	la	naturaleza.		

	
5. Se	debe	revisar	un	historial	médico	de	1	o	2	años	de	duración	de	la	población	que	

será	liberada	a	la	naturaleza,	el	cual	debe	incluir	reportes	de	necropsias	e	
histopatologías	de	todos	o	la	mayoría	de	los	animales	que	mueran.	Los	animales	que	
presenten	evidencia	de	tener	una	enfermedad	infecciosa	no	deben	ser	liberados	a	la	
naturaleza.	

	
3.3	TRANSLOCACIÓN	
	 Las	translocaciones	ocurren	cuando	animales	silvestres	son	trasladados	entre	
diferentes	lugares	con	poca	o	ninguna	intervención	en	cautiverio	(por	ejemplo,	moverlos	
entre	charcas	o	cañones;	animales	que	son	parte	de	la	misma	metapoblación).	Algunos	
riesgos	de	enfermedades	en	las	translocaciones	son:	
	

• El	movimiento	de	un	agente	patógeno	anfibio	significativo	(como	el	hongo	quítrido	
anfibio)	desde	un	lugar	a	otro.	

• Que	los	anfibios	en	cautiverio	adquieran	patógenos	(si	es	que	los	animales	están	en	
cautiverio	durante	el	proceso	de	translocación)	
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Estrategias	para	la	mitigación	de	riesgos:		
	

1. Si	los	animales	se	encuentran	en	cautiverio	antes	de	la	translocación,	estos	deberían	
mantenerse	en	aislamiento	a	largo	plazo	de	otros	anfibios	silvestres	(vea	la	sección	
4.7).		Las	prácticas	de	bioseguridad	de	aislamiento	deben	estar	presentes	durante	
toda	la	duración	del	transporte	y	cautiverio.	

	
2. Las	muertes	durante	las	translocaciones	deben	ser	investigadas	por	medio	de	

necropsia	e	histopatología	(vea	el	capítulo	9)	para	identificar	problemas	inesperados	
de	enfermedades.	

	
3. Antes	de	la	translocación,	si	es	posible,	lleve	a	cabo	estudios	de	vigilancia	de	salud	

de	las	poblaciones	silvestres	de	origen	y	destino.	Estos	estudios	pueden	incluir:	
necropsia	y	vigilancia	de	histopatología,	y	también	pruebas	específicas	para	detectar	
agentes	patógenos	importantes	como	el	hongo	quítrido	anfibio	y	ranavirus.	Éstos	
estudios	definirían	los	riesgos	de	enfermedades	de	la	translocación.	

	
4. Si	se	de	identifican	agentes	infecciosos,	se	debe	definir	el	impacto	potencial	de	éstos	

en	la	población	silvestre.		
• Si	se	detecta	el	mismo	agente	infeccioso	tanto	en	las	poblaciones	de	

origen	y	de	destino,	la	presencia	del	agente	patógeno	no	debería	
impactar	el	proceso	de	translocación.	Determinar	si	los	agentes	
patógenos	son	idénticos	no	es	siempre	fácil.	Por	ejemplo,	existen	varias	
especies	de	ranavirus	que	parecen	idénticas	en	métodos	de	detección	de	
PCR.	Son	necesarios	métodos	de	laboratorio	avanzados	para	determinar	
la	especie	del	ranavirus	(vea	la	sección	7.4).		

• Si	el	agente	infeccioso	está	presente	solo	en	la	población	de	origen,	será	
necesario	más	planeación	y	evaluación	de	riesgos	antes	de	la	
translocación.		

• Se	puede	considerar	un	corto	período	de	cautiverio	para	el	tratamiento	
de	enfermedades	infecciosas	curables	(como	la	quitridiomicosis)	en	la	
población	de	origen.	El	tratamiento	podría	no	ser	necesario	o	deseado	si	
el	mismo	agente	patógeno	está	presente	tanto	en	la	población	de	origen	
como	en	la	de	destino.	

	
3.4	LITERATURA	CITADA	
Walker,	S.	F.,	J.	Bosch,	T.	Y.	James,	A.	P.	Litvintseva,	J.	A.	Oliver-Valls,	S.	Piña,	G.	García,	G.	A.	

Rosa,	A.	A.	Cunningham,	S.	Hole,	R.	Griffiths,	and	M.	C.	Fisher.	2008.	Invasive	
pathogens	threaten	species	recovery	programs.	Current	Biology	18:R853–R854.	
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CAPÍTULO	4	
	

BIOSEGURIDAD	Y	AISLAMIENTO	PERMANENTE	DE	POBLACIONES	
DE	CONSERVACIÓN	EX	SITU		

	
4.0	INTRODUCCIÓN	
	 La	necesidad	de	mejor	bioseguridad	en	las	instalaciones	que	albergan	anfibios	
cautivos	ha	sido	resaltada	por	ejemplos	como	el	de	la	quitridiomicosis,	una	enfermedad	
infecciosa	introducida	globalmente	por	medios	antropógenos	que	dio	como	resultado	
devastadoras	disminuciones	de	las	poblaciones	anfibias.	Los	anfibios	son,	rutinariamente,	
trasladados	globalmente	para	su	uso	como	sujetos	de	estudio	de	laboratorio,	mascotas,	
animales	de	uso	educacional	o	de	muestra	y	como	parte	de	programas	de	conservación	y	
crianza	de	animales.	Estos	traslados	pueden	aumentar	el	riesgo	de	que	agentes	patógenos	
anfibios	sean	esparcidos	a	nuevos	lugares,	como	ya	ha	sido	demostrado	en	estudios	
recientes	que	tratan	de	importaciones	y	traslados	de	anfibios	(Fisher	and	Garner,	2007;	
Schloegel	y	colaboradores,	2009;	Schloegel	y	colaboradores,	2010;	Martel	y	colaboradores,	
2014)	y	en	la	introducción	del	hongo	quítrido	anfibio	(Batrachochytrium	dendrobatidis)	a	
poblaciones	silvestres	del	ferreret	mallorquín	a	causa	de	las	actividades	de	un	programa	de	
cría	en	cautiverio	(Walker	y	colaboradores,	2008).	
	 La	implementación	de	prácticas	de	bioseguridad	que	reduzcan	la	potencial	
Introducción	de	enfermedades	infecciosas	anfibias	a	nuevos	lugares	son	responsabilidad	de	
todas	las	instituciones	que	alberguen	o	muevan	a	anfibios	cautivos.	Además,	las	buenas	
prácticas	de	bioseguridad	ayudan	a	reducir	el	riesgo	que	plantean	las	enfermedades	
infecciosas	en	el	éxito	y	la	sostenibilidad	de	los	programas	de	anfibios	cautivos.	
	
Los	conceptos	más	importantes	de	la	bioseguridad	anfibia	son:	
	

• Existen	riesgos	de	enfermedades	infecciosas	asociados	a	programas	que	albergan	
anfibios	en	cautiverio	fuera	del	rango	geográfico	nativo	de	o	el	conjunto	de	las	
especies,	por	ejemplo,	sapos	de	Panamá	llevados	a	los	Estados	Unidos).	Riesgos	
similares	ocurren	cada	vez	que	animales	de	múltiples	regiones	geográficas	son	
mezclados	en	la	misma	instalación	de	anfibios	cautivos	(una	colección	mezclada	o	
cosmopolita).	

• La	forma	más	simple	y	barata	de	reducir	estos	riesgos	es	mantener	a	anfibios	
cautivos	dentro	del	rango	nativo	de	la	especie	y	evitar	la	creación	de	colecciones	
cosmopolitas.		

• Las	prácticas	de	bioseguridad	que	reduzcan	el	riesgo	de	transmisión	de	
enfermedades	son	necesarias	si	los	anfibios	cautivos	deben	estar	fuera	de	su	
distribución	nativa	o	dentro	de	una	colección	cosmopolita.			

• Los	programas	de	cría	en	cautiverio	o	las	colonias	de	resguardo	que	pretendan	
reintroducir	anfibios	a	su	hábitat	natural	deberían	mantener	a	esos	animales	en	
aislamiento	permanente	(en	edificios	o	habitaciones	dedicados)	lejos	de	los	anfibios	
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cuyo	origen	no	esté	dentro	de	la	distribución	nativa	de	las	especies.	Prácticas	
zootécnicas	como	el	uso	de	calzado	dedicado,	ropa	protectora,	equipo	y	
herramientas	dedicadas,	y	el	seguimiento	de	pautas	de	trabajo	específicas	reducen	
el	riesgo	de	introducir	agentes	patógenos	no	nativos	a	colecciones	de	anfibios.		Las	
instalaciones	ubicadas	dentro	de	la	distribución	natural	de	las	especies	y	que	no	
albergan	anfibios	ajenos	a	la	distribución	natural	son	el	mejor	ejemplo	de	
aislamiento	permanente	y	requieren	la	menor	cantidad	de	gastos	y	esfuerzo.		

• El	uso	de	prácticas	y	rutinas	zootécnicas	relativamente	simples	reducen	el	riesgo	de	
introducir	y	esparcir	enfermedades	infecciosas	dentro	de	las	instalaciones	de	
anfibios.	Esto	sin	importar	el	propósito	de	las	especies,	por	ejemplo,	para	educar,	
como	mascota	o	para	población	de	resguardo).	

• Se	deben	tener	en	cuenta	procedimientos	para	la	eliminación	de	residuos	sólidos	y	
aguas	residuales	en	las	instalaciones	de	anfibios,	cuando	los	anfibios	cautivos	se	
encuentran	fuera	de	la	distribución	nativa	de	las	especies	o	cuando	estos	se	
encuentran	alojados	en	una	colección	cosmopolita	que	alberga	anfibios	de	
diferentes	regiones	geográficas	(dentro	o	fuera	de	su	distribución	nativa).	

• Las	fuentes	de	agua	y	alimento	de	las	instalaciones	deben	ser	escudriñadas	por	su	
potencial	para	introducir	agentes	patógenos	anfibios.	

• Idealmente,	las	instalaciones	son:	a	prueba	de	pestes;	a	prueba	de	anfibios	(para	
evitar	el	escape	de	estos	o	para	evitar	la	entrada	y/o	contacto	con	anfibios	nativos	
en	libertad);	diseñadas	para	tener	alimentación,	irrigación	y	limpieza	automática	y	
fáciles	de	limpiar	y	mantener.		

• Idealmente,	las	instalaciones	proveen	las	necesidades	ambientales	únicas	de	los	
anfibios	en	lo	que	respecta	a	temperatura,	humedad,	iluminación	y	calidad	del	agua	
del	medio	ambiente.	Estas	normas	son	esenciales	para	la	salud	de	los	anfibios	y	son	
materia	de	varias	revisiones	de	expertos	(Browne	y	colaboradores,	2007;	Pramuk	y	
Gagliardo,	2008),	

		
4.1			¿QUE	ES	LA	"BIOSEGURIDAD"?	
	 La	bioseguridad	puede	ser	definida	como	"La	protección	del	medio	ambiente	y	sus	
especies	nativas	de	agentes	patógenos".	Sin	embargo,	el	cuidado	de	poblaciones	de	anfibios	
ex	situ	con	propósitos	de	conservación	requiere	consideraciones	adicionales.	Por	lo	tanto,	
en	este	documento	la	bioseguridad	se	refiere	a	las	medidas	que:	
	

• Protejan	a	las	especies	nativas	en	su	hábitat	natural	de	anfibios	cautivos	que	porten	
agentes	patógenos,	sobre	todo	si	las	especies	cautivas	se	encuentran	fuera	de	su	
rango	de	distribución	original	o	si	están	expuestas	a	otros	anfibios	ajenos	a	su	rango	
de	distribución.	

• Protejan	a	los	especímenes	cautivos	de	agentes	patógenos	que	estén	presentes	en	
los	anfibios	nativos,	ya	sea	si	la	instalación	está	dentro	del	rango	de	distribución	
original	o	fuera	de	este.	

• Protejan	a	los	especímenes	cautivos	de	agentes	patógenos	presentes	en	otros	
anfibios	cautivos	dentro	de	la	colección.		
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Nunca	se	logrará	un	100%	de	bioseguridad	en	ninguna	población	anfibia	ex	situ.		
	

• Las	oportunidades	para	que	los	agentes	patógenos	se	muevan	pueden	reducirse	
significativamente	identificando	a	portadores	y	prácticas	zootécnicas	que	presenten	
riesgos	potenciales	y	diseñando	protocolos	para	remover	o	reducir	estos	riesgos.		

• La	implementación	y	mantención	de	la	bioseguridad	es	un	proceso	sin	fin	de	
evaluación	de	riesgos	(un	ejemplo	de	esto	es	la	probabilidad	de	que	un	agente	
patógeno	sea	transferido	por	un	portador	o	práctica	ya	identificados	contra	la	
severidad	de	las	consecuencias	que	la	transferencia	causaría)	y	posterior	reducción	
de	riesgos.	

	
Un	nivel	realista	de	bioseguridad	puede	ser	alcanzado	poniendo	en	práctica	protocolos	que	
son	simples	y	baratos.	Las	inversiones	grandes	en	cuanto	a	instalaciones	y	equipamiento	
son	solo	necesarias	si	se	quiere	alcanzar	el	nivel	más	alto	de	bioseguridad,	por	ejemplo,	
cuando	éstas	operan	fuera	del	rango	de	distribución	original	de	las	especies	que	van	a	ser	
reintroducidas	a	la	naturaleza.		
	
4.2	DEFINICIONES	DE	BIOSEGURIDAD	
Programas	ubicados	dentro	del	rango	de	distribución	original	de	las	especies:	La	o	las	

instalaciones	que	albergan	especies	de	anfibios	o	conjuntos	de	especies	tienen	su	
ubicación	física	dentro	de	la	distribución	geográfica	de	las	especies.		Ejemplos:	1)	Un	
edificio	o	contenedor	de	transporte	modificado	con	sapos	aerosol	de	Kihansi	
(Nectophrynoides	asperginis)	ubicado	en	el	borde	de	la	Garganta	de	Kihansi	en	
Tanzania;	2)	Una	colección	de	múltiples	especies	de	anfibios	capturados	localmente	
alojados	en	un	centro	educacional	para	visitantes	dentro	de	un	parque	nacional	o	
reserva	natural.		

	
Programas	ubicados	fuera	del	rango	de	distribución	original	de	las	especies:	La	o	las	

instalaciones	que	albergan	especies	de	anfibios	o	conjuntos	de	especies	tienen	su	
ubicación	física	fuera	de	la	distribución	geográfica	de	las	especies.		Ejemplos:	1)	
Sapos	aerosol	de	Kihansi	(Nectophrynoides	asperginis)	ubicados	en	un	zoológico	en	
USA;	2)	Salamandras	capturadas	en	libertad	del	sur	de	México	(por	ejemplo,	el	
Estado	de	Chiapas)	siendo	mantenidas	en	una	instalación	de	México	central	(por	
ejemplo,	el	Estado	de	Michoacán).	

	 	 		
Instalaciones	o	instituciones	cosmopolitas:	Cualquier	instalación,	ya	sea	habitación	o	

edificio,	o	institución,	como	universidades	o	zoológicos,	que	alberguen	especies	de	
anfibios	de	diferentes	regiones	geográficas,	por	ejemplo,	especies	que	no	coexisten	
en	la	naturaleza.	La	realidad	es	que	la	mayoría	de	los	programas	de	anfibios	en	el	
mundo	califican	como	"cosmopolitas",	pero	esto	no	quiere	decir	que	no	pueden	
desarrollar	programas	lo	suficientemente	seguros	para	la	conservación	y	
reintroducción	de	anfibios.	
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Instalación	o	institución	aislada:	Cualquier	instalación,	ya	sea	habitación	o	edificio,	o	

institución,	como	universidades	y	zoológicos,	que	esté	dedicada	a	solo	una	especie	o	
grupo	de	especies	de	anfibios	que	coexisten	en	la	naturaleza.		Este	tipo	de	
programas	usualmente	están	enfocados	en	una	sola	especie,	por	ejemplo,	la	
instalación	para	el	sapo	de	Wyoming	(Anaxyrus	bacteri)	del	Servicio	de	Pesca	y	Vida	
Silvestre	de	los	Estados	Unidos	en	el	Criadero	Nacional	de	Peces	en	Saratoga.	En	
algunos	casos	específicos,	este	concepto	puede	ser	aplicado	a	poblaciones	
diferentes	en	vez	de	a	especies	propiamente	dichas.			

	
4.3			COLECCIONES	COSMOPOLITAS	Y	RIESGOS	DE	ENFERMEDADES	PARA	

ANFIBIOS	SILVESTRES		
	 Los	agentes	patógenos	que	son	nativos,	o	endémicos,	de	una	población	de	anfibios	
con	regularidad	causan	enfermedades	leves	o	incluso	indetectables	en	esos	animales.	Esto	
es	porque	la	población	ha	sido	expuesta	al	agente	patógeno	a	lo	largo	del	tiempo	y	ha	
desarrollado	adaptaciones	para	limitar	los	efectos	dañinos	del	patógeno.	Sin	embargo,	
cuando	estos	patógenos	no	nativos	son	introducidos	a	poblaciones	anfibias	nuevas,	tienen	
el	potencial	de	causar	enfermedades	más	serias.	
	 Las	colecciones	tradicionales	de	anfibios	en	zoológicos	son	típicamente	
cosmopolitas,	ya	que	albergan	animales	de	diferentes	ubicaciones	geográficas	y	de	
diferentes	fuentes,	por	ejemplo,	capturadas	en	el	medio	silvestre,	nacidas	en	cautiverio	u	
obtenidas	de	comercializadores	de	animales,	dentro	de	la	misma	instalación.	Estas	
colecciones	incrementan	el	riesgo	de	introducir	agentes	patógenos	anfibios	no	nativos	a	
especies	y	ubicaciones	geográficas	ajenas	a	estos	patógenos	por	las	siguientes	razones:	
	

• El	contacto	directo	o	indirecto	entre	animales	de	colecciones	cosmopolitas	puede	
facilitar	la	transmisión	de	agentes	patógenos	entre	animales	de	diferentes	
ubicaciones,	por	ejemplo,	ranas	de	América	Central	que	son	expuestas	a	ranas	de	
Australia	y	son	infectadas	por	un	patógeno	exclusivo	de	las	ranas	australianas.		

• Si	los	animales	infectados	con	un	agente	patógeno	no	nativo	son	reintroducidos	a	la	
naturaleza,	estos	introducirán	el	patógeno	no	nativo	a	su	nueva	ubicación,	por	
ejemplo,	ranas	de	América	Central	infectadas	con	un	patógeno	australiano	que	son	
reintroducidas	a	la	naturaleza	en	América	Central.		

• Los	anfibios	traídos	a	una	nueva	ubicación	geográfica	pueden	introducir	agentes	
patógenos	anfibios	no	nativos	a	los	anfibios	de	la	nueva	ubicación,	por	ejemplo,	
ranas	de	América	Central	infectadas	con	un	patógeno	nativo	de	América	Central	que	
son	llevadas	a	los	Estados	Unidos.		

	
Por	estas	razones,	debe	procurarse	asegurar	que	los	programas	que	albergan	anfibios	en	
cautiverio	no	estén	contribuyendo	al	movimiento	de	agentes	patógenos	de	anfibios.	

	
Las	formas	más	simples	y	baratas	de	reducir	el	riesgo	de	enfermedades	y	de	mover	agentes	
patógenos	anfibios	no	nativos	a	nuevos	lugares	son:	
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• Establecer	y	mantener	poblaciones	anfibias	cautivas	(ex	situ)	dentro,	o	lo	más	cerca	

posible,	de	la	distribución	nativa	y	hábitat	de	la	especie	que	es	parte	de	un	programa	
de	conservación,	por	ejemplo,	mantener	a	las	especies	hondureñas	en	Honduras	y	a	
las	especies	australianas	en	Australia).	

• Evitar	establecer	programas	de	cría	en	cautiverio	de	anfibios	que	serán	
reintroducidos	a	la	naturaleza	dentro	de	una	colección	cosmopolita	de	anfibios	(ya	
sea	dentro	o	fuera	del	rango	de	distribución	original	de	la	especie).	

	
Ya	que	esto	no	es	siempre	posible,	son	necesarias	medidas	para	incrementar	la	
bioseguridad	en	muchos	programas	de	cautiverio	anfibio.	
	
4.4			NIVELES	DE	BIOSEGURIDAD		
	 Las	medidas	de	seguridad	son	procedimientos	específicos	zootécnicos,	de	personal,	
flujo	de	trabajo	y	veterinarios,	que	reducen,	pero	no	eliminan	completamente,	los	riesgos	
de	enfermedades	infecciosas	dentro	de	una	instalación	anfibia.		
	
Las	razones	por	las	cuales	se	implementan	prácticas	de	bioseguridad	en	instalaciones	de	
anfibios	en	cautiverio	son:	
	

• Prevenir	que	agentes	patógenos	anfibios	no	nativos	salgan	de	una	instalación	de	
cautiverio	y	evitar	su	introducción	a	nuevos	lugares.	Esto	puede	ocurrir	cuando	los	
anfibios	han	sido	removidos	de	su	distribución	nativa	por	cualquier	motivo.	

• Prevenir	que	agentes	patógenos	anfibios	entren	a	una	población	de	cautiverio	o	que	
sean	transmitidos	entre	animales	dentro	de	una	instalación.	Por	ejemplo,	no	es	
deseable	introducir	el	hongo	quítrido	anfibio	a	una	colección	anfibia	saludable	o	
propagar	la	infección	del	hongo	a	lo	largo	de	una	colección	anfibia.	

	
Los	tipos	de	prácticas	de	bioseguridad	necesarios	para	alcanzar	estas	metas	son	
determinados	individualmente	para	cada	instalación	anfibia	y	para	cada	programa	de	
conservación	de	anfibios.	En	las	colecciones	cosmopolitas	de	anfibios,	las	prácticas	de	
bioseguridad	son	determinadas	para	cada	especie	alojada	en	la	instalación.		
	 En	este	manual,	se	definen	pautas	para	dos	niveles	de	bioseguridad	basadas	en	el	
grado	y	el	tipo	de	riesgos	de	enfermedades	infecciosas	que	se	identifiquen	dentro	de	un	
programa	de	cautiverio	de	anfibios.		

• El	protocolo	básico	es	"Las	Buenas	Prácticas",	las	cuales	no	requieren	equipamiento	
o	instalaciones	especiales,	sino	que	describe	simples	prácticas	de	sentido	común	
para	la	higiene	y	prevención	de	la	propagación	de	enfermedades	para	todos	los	
anfibios	cautivos.			

• Para	las	poblaciones	ex	situ	que	eventualmente	serán	usadas	en	programas	de	
reintroducción	a	la	naturaleza,	se	requieren	unas	pocas	medidas	extra	de	
bioseguridad	para	reducir	el	riesgo	de	introducir	agentes	patógenos	a	la	naturaleza.	
Este	protocolo	es	denominado	simplemente	"Aislamiento",	ya	que	el	simple	acto	de	
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separar	físicamente	a	una	población	de	animales	reduce	en	gran	medida	la	mayoría	
de	los	riesgos	de	propagación	de	enfermedades	entre	los	animales	cautivos.		

	
La	decisión	de	usar	los	protocolos	de	"Las	Buenas	Prácticas"	o	"Aislamiento"	es	facilitada	
por	una	simple	evaluación	de	riesgos	y	un	árbol	de	decisiones	(ver	más	abajo).			
	

Árbol	de	decisiones	de	evaluación	de	riesgos	para	la	bioseguridad	
Información	Requerida	

	 El	árbol	de	decisiones	para	la	evaluación	de	riesgos	de	bioseguridad	(imagen	4.1)	
requiere	3	tipos	de	información:		
	

1. El	rol	de	una	especie	o	grupo	de	especies	dentro	de	un	programa	de	
conservación		

2. La	ubicación	de	la	instalación	en	relación	al	origen	geográfico	de	la	especie	o	
grupo	de	especies	

3. La	instalación	de	cautiverio	es	cosmopolita	o	aislada	(vea	la	sección	4.2)	
	
Estos	criterios	son	explicados	en	detalle	abajo	(después	del	árbol	de	decisiones).		
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1.	El	"rol"	de	la	especie	o	grupo	de	especies	
	 Los	roles	más	comunes	de	las	especies	de	anfibios	en	cautiverio,	como	fueron	
definidos	por	el	Taller	de	Planeación	de	Conservación	Ex	Situ	de	Anfibios	del	CBSG	y	la	
WAZA	(Zippel,	Lacy	y	Byers	2006)	y	el	Arca	de	los	Anfibios,	son	listados	a	continuación,	con	
una	categoría	para	operaciones	comerciales	a	larga	escala.			
	
Roles	para	anfibios	cautivos:	

• Arca,	rescate	o	suplementación		
• Investigación	sobre	la	conservación	
• Educación	sobre	la	conservación	
• Cultivo	y	producción	en	masa	de	anfibios	

	
Arca,	rescate,	o	suplementación:		
	 Todas	estas	categorías	tienen	la	intención	de	reintroducir	a	los	animales	o	su	
descendencia	a	la	naturaleza.		
	
	 Arca—Una	especie	de	anfibio	que	se	encuentra	extinta	en	la	naturaleza	(localmente	
o	globalmente)	y	que	se	habría	extinguido	por	completo	sin	el	manejo	ex	situ	de	esta.	
	
	 Rescate—Una	especie	de	anfibio	que	se	encuentra	en	peligro	inminente	de	
extinción	(localmente	o	globalmente)	y	que	requiere	manejo	ex	situ	como	partes	de	las	
acciones	de	conservación	recomendadas.		
	
	 Suplementación—Una	especie	de	anfibio	cuya	población	silvestre	se	ve	beneficiada	
del	manejo	ex	situ	a	través	de	la	crianza	para	la	liberación	a	la	naturaleza	como	parte	de	un	
plan	de	conservación	recomendado.	

	
Investigación	sobre	la	conservación:		
	 Estos	animales	no	tienen	posibilidades	de	reintroducción	a	la	naturaleza,	pero	son	
usados	para	proyectos	de	investigación	que	contribuyen	a	la	conservación	de	su	especie	o	
una	especie	relacionada	(sustituta)	en	la	naturaleza.		

	
Algunos	ejemplos	de	este	tipo	de	investigación	son:	
	

• El	desarrollo	de	técnicas	para	la	cría	en	cautiverio.	
• Investigaciones	sobre	enfermedades,	por	ejemplo,	el	control	o	tratamiento	de	la	

quitridiomicosis.	
• Nutrición	y	desarrollo	de	dietas	para	anfibios	en	cautiverio.	

	
Educación	sobre	la	conservación:		
	 Estos	animales	no	tienen	posibilidades	de	volver	a	la	naturaleza.	Estas	son	especies	
anfibias	usadas	solo	con	propósitos	educacionales	(principalmente	en	zoológicos	y	acuarios)	
para	inspirar	y	educar	a	los	visitantes	y	para	promover	un	cambio	de	actitud	positivo.	Estos	
animales	son	aquellos	que	normalmente	se	encuentran	en	una	colección	cosmopolita	del	
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zoológico,	pero	también	pueden	incluir	a	anfibios	que	son	especies	"emblemas"	o	
"embajadoras"	usadas	para	crear	conciencia	respecto	a	las	cuestiones	de	conservación	de	
anfibios,	por	ejemplo,	remover	al	sapo	de	Wyoming	de	la	población	de	cría	en	cautiverio	
para	usarlo	como	animal	de	exhibición.	Ocasionalmente,	los	anfibios	utilizados	con	
propósitos	educacionales	son	liberados	a	de	vuelta	a	la	naturaleza.	En	este	caso,	los	
animales	deberían	ser	considerados	como	Arca,	Rescate	o	Suplementación	para	propósitos	
de	la	evaluación	de	riesgos.	

	
Cultivo	y	producción	en	masa	de	anfibios:	
	 Estos	animales	son	criados	intensamente	y	en	grandes	números	para	ser	utilizados	
como	comida,	animales	de	laboratorio	y	para	el	comercio	de	animales.	Este	grupo	de	
animales	tiene	riesgos	de	enfermedades	únicos	por	el	gran	número	de	animales	alojados	en	
un	mismo	lugar,	el	uso	de	recintos	exteriores	(lo	cual	permite	que	los	animales	escapen	y	
que	haya	contacto	entre	los	anfibios	nativos	y	los	criados)	y	el	potencial	de	transmisión	de	
agentes	patógenos	cuando	hay	situaciones	en	donde	las	especies	son	cosmopolitas,	por	
ejemplo,	una	tienda	de	anfibios	o	reptiles	que	vende	animales	de	diferentes	regiones	
geográficas.		
	
2.	La	ubicación	de	la	instalación	para	anfibios	
	 La	ubicación	de	la	instalación	que	alberga	a	anfibios	cautivos	es	un	importante	
componente	de	la	evaluación	de	riesgos	de	bioseguridad.	Las	consideraciones	más	
importantes	son	las	siguientes	dicotomías:	

	
• La	instalación	está	dentro	del	rango	geográfico	de	la	especie	o	su	grupo,	o	cerca	del	

sitio	de	recolección	original.	
O	

• La	instalación	está	fuera	del	rango	de	distribución	original	de	la	especie	o	grupo	de	
especies,	o	lejos	del	sitio	de	recolección	original.	

	
3.	¿La	instalación	es	cosmopolita	o	aislada?	

• La	instalación	se	limita	a	albergar	especies	o	grupos	de	especies	del	rango	geográfico	
natural	(aisladas).	

O	
• La	instalación	alberga	especies	o	grupos	de	especies	de	fuera	del	rango	de	

distribución	original	de	estas,	por	ejemplo,	una	colección	cosmopolita	de	zoológico.	
	

Ejemplos	usando	el	árbol	de	decisiones	de	evaluación	de	riesgos	
	 Las	siguientes	situaciones	son	para	guiar	a	los	lectores	en	el	uso	del	árbol	de	
decisiones	de	evaluación	de	riesgo	para	la	bioseguridad	(imagen	4.1).	
	
Ejemplo	1:	
Las	ranas	toro	americanas	(Lithobates	catesbeianus)	alojadas	en	una	exhibición	de	zoológico	
en	los	Estados	Unidos	que	educa	al	público	acerca	de	los	ecosistemas	de	humedales.	No	
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existen	planes	para	criar	a	esta	especie	en	cautiverio	o	para	liberar	a	sus	crías	a	la	
naturaleza.	
	
¿Cómo	usar	esta	información	en	el	árbol	de	decisiones?:	
	

• Estas	ranas	toro	no	son	parte	de	un	programa	de	cría	en	cautiverio	o	investigación	
sobre	la	conservación	y	estas	ranas,	o	sus	crías,	nunca	serán	liberadas	a	la	
naturaleza.	Por	lo	tanto,	tienen	un	rol	EDUCACIONAL.	

• Los	animales	cuya	especie	tiene	un	rol	EDUCACIONAL	son	manejados	en	cautiverio	
usando	el	nivel	de	“BUENAS	PRÁCTICAS”	de	bioseguridad.	

• Las	pautas	de	bioseguridad	"BUENAS	PRÁCTICAS"	(vea	la	sección	4.4)	incluyen	
información	de	cómo	prevenir	la	Introducción	de	enfermedades	infecciosas	que	
portan	las	ranas	toro	a	poblaciones	locales	de	anfibios	silvestres	o	a	otros	anfibios	
que	sean	parte	de	la	colección	del	zoológico.	Esto	también	valdría	si	la	exhibición	
mencionada	en	este	ejemplo	estuviera	ubicada	fuera	de	los	Estados	Unidos,	por	
ejemplo,	Europa	o	Australia,	sin	embargo,	dados	los	riesgos	significativos	asociados	a	
la	introducción	de	agentes	patógenos	anfibios	"no	nativos"	a	nuevos	lugares	(ver	vea	
la	sección	4.3),	se	requiere	un	estudio	detallado	acerca	de	las	prácticas	de	
bioseguridad	para	la	eliminación	de	residuos	y	aguas	residuales	(ver	secciones	4.14–
4.15)	y	de	los	aspectos	relacionados	al	diseño	de	instalaciones	para	prevenir	el	
escape	de	animales	cautivos	o	la	entrada	de	anfibios	silvestres	a	estas	(vea	la	sección	
4.18).	

	
Ejemplo	2:	
	 Los	sapos	de	Wyoming	(Anaxyrus	baxteri)	son	una	especie	en	peligro	de	extinción	
del	oeste	de	los	Estados	Unidos	que	forman	parte	de	un	programa	de	cría	en	cautiverio	que	
produce	renacuajos	para	su	posterior	reintroducción	a	la	naturaleza.	Una	de	las	
instalaciones	del	programa	de	cría	en	cautiverio	es	un	zoológico	ubicado	a	20	millas	(32	km)	
de	un	lago	en	el	cual	el	sapo	está	presente	naturalmente.	El	zoológico	es	una	institución	
cosmopolita	que	también	alberga	un	pequeño	número	de	otras	especies	de	anfibios	de	
alrededor	del	mundo	con	propósitos	educacionales.		
	
¿Cómo	usar	esta	información	en	el	árbol	de	decisiones:?	
	

• Los	sapos	de	Wyoming	son	parte	de	un	programa	de	cría	en	cautiverio	cuyo	objetivo	
es	reintroducir	a	los	animales	de	vuelta	a	la	naturaleza.	Por	lo	tanto,	estos	sapos	
tienen	un	rol	de	Arca,	Rescate	o	de	Suplementación.	

• El	zoológico	de	este	ejemplo	está	dentro	de	la	distribución	nativa	del	sapo	de	
Wyoming.	

• El	zoológico	es	una	instalación	"mezclada",	ósea	que	alberga	especies	de	anfibios	
ajenas	al	rango	de	distribución	original	del	sapo	de	Wyoming.	

• Los	animales	con	un	rol	de	Arca,	Rescate	o	de	Suplementación	que	estén	alojados	en	
una	instalación	o	institución	mezclada	son	mantenidos	en	un	nivel	de	bioseguridad	
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de	AISLAMIENTO.	En	esta	situación	esto	es	cierto,	aunque	los	animales	estén	
alojados	en	una	instalación	que	está	dentro	de	la	distribución	nativa	del	sapo.Es	de	
gran	ayuda	tomar	precauciones	adicionales	en	el	nivel	de	bioseguridad	de	
“AISLAMIENTO”	(vea	la	sección	4.4),	para	asegurarse	que	los	sapos	que	serán	
liberados	a	la	naturaleza	no	han	sido	expuestos	a	agentes	patógenos	"no	nativos"	
que	circulen	en	otros	anfibios	alojados	en	la	instalación	mezclada.	

	
Una	segunda	instalación	del	programa	de	cría	en	cautiverio	del	sapo	de	Wyoming	está	
ubicada	a	15	millas	(24	km)	de	un	lago	en	el	cual	el	sapo	está	presente	naturalmente.	Esta	
instalación	está	dedicada	solo	a	la	crianza	de	sapos	de	Wyoming	y	alberga	a	otros	anfibios.	
	

• Dado	que	la	instalación	en	este	ejemplo	está	dentro	de	la	distribución	nativa	del	
sapo	de	Wyoming	y	ya	que	está	dedicada	(o	aislada)	al	sapo	de	Wyoming,	los	
animales	pueden	estar	bajo	el	nivel	de	bioseguridad	de	“BUENAS	PRÁCTICAS”	(vea	la	
sección	4.4).	Aun	así,	el	nivel	de	bioseguridad	de	“BUENAS	PRÁCTICAS”	incluye	
recomendaciones	de	"sentido	común"	para	reducir	el	riesgo	de	que	agentes	
patógenos	anfibios	importante,	como	el	hongo	quítrido	anfibio,	no	sean	
introducidos	o	propagados	a	las	poblaciones	cautivas.	

	
Ejemplo	3:	
Los	sapos	aerosol	de	Kihansi	(Nectophrynoides	asperginus)	se	encuentran	extintos	en	la	
naturaleza,	más	específicamente	su	distribución	nativa	al	sur	de	las	Montañas	Udzungwa	de	
Tanzania.	Han	sido	establecidas	en	un	zoológico	de	los	Estados	Unidos	poblaciones	de	
resguardo	en	cautiverio	del	sapo	aerosol.	Existen	planes	a	futuro	para	usar	a	las	crías	de	la	
población	cautiva	para	la	reintroducción	del	sapo	aerosol	a	Tanzania	después	de	la	
mitigación	de	factores	ambientales	en	la	distribución	nativa	del	sapo.	
	
¿Cómo	usar	esta	información	en	el	árbol	de	decisiones?:	
	

• Los	sapos	aerosol	son	parte	de	un	programa	de	cría	en	cautiverio	cuyo	objetivo	es	
reintroducir	a	los	animales	de	vuelta	a	la	naturaleza.	Por	lo	tanto,	estos	sapos	tienen	
un	rol	de	Arca,	Rescate	o	de	Suplementación.	

• La	instalación	de	crianza	para	el	sapo	aerosol	se	encuentra	considerablemente	
afuera	de	la	distribución	nativa	de	la	especie.	En	esta	situación,	el	nivel	de	
bioseguridad	de	“AISLAMIENTO”	es	necesario	para	prevenir	la	introducción	de	
agentes	patógenos	"no	nativos"	a	las	poblaciones	de	sapos	aerosol.	Si	se	introducen	
agentes	patógenos	no	nativos	a	los	sapos	aerosol,	hay	una	posibilidad	de	que,	como	
resultado	del	esfuerzo	para	la	reintroducción	a	la	naturaleza	del	sapo	aerosol,	estos	
patógenos	también	sean	introducidos	de	vuelta	a	las	poblaciones	de	anfibios	
silvestres	en	Tanzania.	
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4.5			RESUMEN	DE	BUENAS	PRÁCTICAS	Y	NIVELES	DE	“AISLAMIENTO”	DE	
SEGURIDAD		

Buenas	Prácticas	
	 Las	“BUENAS	PRÁCTICAS”	son	recomendadas	para	todos	los	anfibios	en	cautiverio,	
sobre	todo	para	aquellos	que:		
	

• Se	encuentren	en	aislamiento	a	largo	plazo	porque	tienen	un	rol	de	Arca,	Rescate	o	
de	Suplementación,	pero	son	mantenidos	en	una	instalación	que	está	dentro	de	la	
distribución	nativa	de	la	especie	o	grupo	de	especies	y	que	no	mantiene	o	tiene	
contacto	con	anfibios	ajenos	a	su	distribución	nativa.	

O	
• Tienen	un	rol	de	INVESTIGACIÓN	SOBRE	LA	CONSERVACIÓN	o	de	CONSERVACIÓN	Y	

EDUCACIÓN	sin	intenciones	de	devolver	a	los	animales	o	su	descendencia	a	la	
naturaleza.	Estos	animales	pueden	estar	dentro	o	fuera	de	la	distribución	nativa.	Si	
estos	animales	serán	devueltos	a	la	naturaleza	deberían	tener	un	rol	de	Arca,	
Rescate	o	de	Suplementación.	

	
Las	“BUENAS	PRÁCTICAS”	reducirán	los	siguientes	riesgos	de	enfermedades	infecciosas	de	
una	colección:			
	

• Adquisición	de	enfermedades	infecciosas	que:	
o Tienen	un	impacto	negativo	en	la	salud	de	animales	individuales.	
o Interfieren	con	el	éxito	de	un	programa	de	cría	en	cautiverio	o	la	

sostenibilidad	de	un	programa	de	anfibios	en	cautiverio.	
o Tienen	un	impacto	negativo	en	la	validez	de	cualquier	investigación	que	

se	lleve	a	cabo	respecto	a	una	especie.		
• La	introducción	involuntaria	de	un	agente	patógeno	anfibio	no	nativo	a	una	nueva	

ubicación,	por	ejemplo,	ranas	de	los	Estados	Unidos	llevadas	a	una	instalación	en	
Australia	introducen	un	ranavirus	no	nativo	a	Australia.	

	
Aislamiento	

	 Las	normas	de	“AISLAMIENTO”	son	recomendadas	a	aquellos	animales	que:	
	
Tienen	roles	de	Arca,	Rescate	o	de	Suplementación	y	que	tienen	posibilidades,	o	las	crías	de	
estos,	de	ser	devueltos	a	la	naturaleza		

Y	
	

• Han	sido	removidos	de	su	distribución	nativa	para	esfuerzos	conservacionistas	ex	
situ,	por	ejemplo,	que	son	nativos	de	India	e	incorporados	a	programas	de	
conservación	ex	situ	en	Australia.	

O	
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• Están	en	programas	de	conservación	ex	situ	dentro	de	su	distribución	nativa,	pero	
pueden	ser	expuestos	a	anfibios	de	fuera	de	su	distribución	nativa,	por	ejemplo,	un	
zoológico	en	Alemania	que	tiene	un	programa	de	conservación	ex	situ	para	especies	
nativas	alemanas,	pero	que	también	alberga	anfibios	de	otras	regiones	como	Kenia	o	
los	Estados	Unidos.	

	
	 La	mezcla	de	individuos	que	vienen	de	diferentes	poblaciones	alopátricas	de	la	
misma	especie	también	puede	requerir	“AISLAMIENTO”	bajo	ciertas	circunstancias.	Por	
ejemplo,	tenga	en	cuenta	los	mapas	de	distribución	(abajo)	de	la	rana	hylidae	Anotheca	
spinosa	y	la	salamandra	de	la	familia	pletodóntidos	Aneides	lugubris.	Estos	son	ejemplos	de	
especies	que	naturalmente	aparecen	en	poblaciones	dispersas.	En	tales	casos,	uno	debe	
considerar	con	especial	cuidado	el	concepto	de	"dentro"	y	"fuera"	cuando	se	habla	del	
rango	de	las	especies,	tomando	en	cuenta	a	las	poblaciones	separadas	que	pueden	poseer	
perfiles	de	enfermedades	diferentes	en	la	naturaleza.	Asimismo,	en	aquellos	casos,	es	
aconsejable	mantener	en	aislamiento	a	las	colonias	que	deriven	de	porciones	diferentes	o	
separadas	del	rango	de	distribución	general	de	la	especie.	
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(Fuente:	www.iucnredlist.org)	
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El	“AISLAMIENTO”	reducirá	los	siguientes	riesgos	de	enfermedades	infecciosas	de	una	
colección:			
	

• Todos	los	riesgos	que	cubren	las	“BUENAS	PRÁCTICAS”	
• Garantías	adicionales	para	asegurar	que	los	animales	involucrados	en	roles	de	Arca,	

Rescate	o	de	Suplementación	no	se	infecten	con	agentes	patógenos	no	nativos.	Los	
grandes	riesgos	presentados	por	los	agentes	patógenos	anfibios	no	nativos	son	
discutidos	en	la	sección	4.3.	

	
Cambio	en	el	nivel	de	bioseguridad	

	 Los	animales	deben	ser	mantenidos	en	el	nivel	de	bioseguridad	apropiado	para	su	
rol.	Es	aconsejable	mantener	a	los	animales	en	el	nivel	más	alto	de	bioseguridad	(“BUENAS	
PRÁCTICAS”	O	“AISLAMIENTO”)	necesario	para	el	o	los	roles	actuales	y	futuros	de	la	
población	cautiva.			
	

• Esto	es	más	importante	para	los	animales	que	son	conservados	en	“AISLAMIENTO”	
porque	ellos	o	su	descendencia	serán	devueltos	a	la	naturaleza.	Si	estos	animales,	o	
su	descendencia,	son	mantenidos	bajo	las	“BUENAS	PRÁCTICAS”,	tendrán	un	riesgo	
más	alto	de	adquirir	un	agente	patógeno	anfibio	no	nativo	y	de	introducir	este	
patógeno	a	poblaciones	anfibias	silvestres.	

• Si	el	rol	de	la	especie	cambia	(por	ejemplo,	de	Arca,	Rescate	o	de	Suplementación	a	
Conservación,	Investigación	o	Educación),	se	puede	disminuir	nivel	de	bioseguridad	
(por	ejemplo,	de	“AISLAMIENTO”	a	“BUENAS	PRÁCTICAS”),	pero	no	sería	apropiado	
cambiar	el	rol	de	estos	animales	de	vuelta	a	Arca,	Rescate	o	de	Suplementación	en	el	
futuro.	

Si	animales	que	previamente	eran	mantenidos	con	“BUENAS	PRÁCTICAS”	van	a	ser	
considerados	para	un	rol	de	Arca,	Rescate	o	de	Suplementación,	el	proceso	de	evaluación	
de	riesgo	de	enfermedades	será	complicado,	caro	y	tomará	mucho	tiempo,	también,	podría	
no	resultar	en	animales	que	sean	aptos	para	liberar	a	la	naturaleza	(vea	el	capítulo	3).	
	
4.6			PRÁCTICAS	DE	BIOSEGURIDAD	
	 	Más	abajo,	en	la	tabla	4.1,	se	entrega	un	resumen	de	prácticas	específicas	para	las	
“BUENAS	PRÁCTICAS”	y	“AISLAMIENTO”	y	detalles	de	estas	prácticas	pueden	ser	
encontrados	en	las	secciones	subsiguientes.	La	diferencia	más	grande	entre	las	“BUENAS	
PRÁCTICAS”	y	“AISLAMIENTO”	es	el	simple	acto	de	aislar	a	los	animales.	El	proceso	de	
aislamiento	a	largo	plazo	se	describe	en	detalle	en	la	sección	4.8.	
	
Las	prácticas	zootécnicas	específicas	descritas	en	secciones	subsiguientes	logran	uno	o	más	
de	los	siguientes	objetivos:	
	

• Prevenir	que	agentes	patógenos	anfibios	no	nativos	sean	introducidos	a	nuevas	
ubicaciones	geográficas	y	poblaciones	anfibias	("nada	debe	salir").	Esto	protege	a	
poblaciones	de	anfibios	silvestres	de	nuevos	riesgos	de	enfermedades	infecciosas.		
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• Prevenir	que	agentes	patógenos	anfibios	sean	introducidos	a	poblaciones	saludables	
de	anfibios	cautivos	("nada	debe	entrar").	Esto	es	importante	para	la	sostenibilidad	
de	las	poblaciones	cautivas,	el	éxito	de	programas	de	cría	en	cautiverio	y	de	rescate	
y	para	mantener	los	niveles	de	bienestar.	

• Prevenir	que	agentes	patógenos	anfibios	sean	transmitidos	entre	diferentes	
animales	dentro	de	una	instalación	de	anfibios	en	cautiverio	("Nada	se	mueve	en	el	
interior").	Estas	prácticas	zootécnicas	pueden	minimizar	el	número	de	animales	que	
se	verán	afectados	en	caso	de	que	ocurra	un	brote	de	enfermedades	infecciosas	
dentro	de	una	instalación.				

	
Tabla	4.1—Resumen	de	prácticas	zootécnicas	para	las	“BUENAS	PRÁCTICAS”	y	
“AISLAMIENTO”.	
	

Práctica	 Buenas	
Prácticas	

Aislamiento	

Aislamiento	a	largo	plazo	de	la	
especie	o	grupo	de	especies	
(vea	la	sección	4.8)	

	 +	

Calzado	especializado	para	cada	
habitación	de	aislamiento	a	
largo	plazo	(sección	4.10)	

	 +	

Ropa	especializada	para	cada	
habitación	de	aislamiento	a	
largo	plazo	(sección	4.10)	

	 +	

Los	animales	en	aislamiento	a	
largo	plazo	deben	ser	atendidos	
al	comienzo	del	día	(sección	
4.11)	

	 +	

Herramientas	especializadas	
para	cada	habitación	de	
aislamiento	a	largo	plazo	
(sección	4.13)	

	 +	

Calzado	y	ropa	especializados	
para	cada	edificio	(sección	4.10)	

+	 +	

Se	deben	lavar	las	manos	o	usar	
guantes	entre	cada	recinto	
(sección	4.10)	

+	 +	

Seguir	una	rutina	zootécnica	
que	reduzca	el	potencial	de	
transmisión	de	enfermedades	
(sección	4.11)		

+	 +	

Limpiar	y	desinfectar	
herramientas	entre	recintos	

+	 +	
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diferentes	(sección	4.13)	
Determinar	necesidades	para	el	
trato	especial	de	aguas	
residuales	(sección	4.14)	

+	 +	

Determinar	la	necesidad	de	
eliminación	de	residuos	sólidos	
(sección	4.15)	

+	 +	

Fuentes	de	agua	y	alimentos	
libres	de	enfermedades	
(secciones	4.16	y	4.17)		

+	 +	

Automatización	de	prácticas	
zootécnicas	si	existe	la	
posibilidad	(sección	4.18)	

+	 +	

Período	de	cuarentena	para	
nuevos	animales	entrando	a	
una	colección	(capítulo	6)	

+	 +	

Vigilancia	de	enfermedades	y	
necropsias	de	los	animales	que	
mueran	en	la	colección	
(capítulo	9)	

+	 +	

	
4.7			CAPACITACIÓN	DEL	PERSONAL	E	IMPLEMENTACIÓN	DE	PRÁCTICAS	DE	
BIOSEGURIDAD	
	 Uno	de	los	medios	(portadores)	más	importantes	por	los	cuales	las	enfermedades	
infecciosas	pueden	ser	transmitidas	en	una	instalación	para	anfibios	son	el	personal	
zootécnico,	por	lo	tanto,	los	mejores	métodos	para	el	control	y	la	prevención	de	los	
problemas	de	enfermedades	infecciosas	en	los	programas	de	conservación	de	anfibios	en	
cautiverio	son	el	entrenamiento	adecuado	del	personal	y	buenos	procedimientos	
operacionales	estandarizados.		
	 Algunas	de	las	sugerencias	que	pueden	ayudar	al	personal	zootécnico	a	llevar	a	cabo	
las	prácticas	de	bioseguridad	y	que	minimizan	la	posibilidad	de	errores	son:		
	

• El	desarrollo	y	la	adhesión	a	Procedimientos	de	Operación	Estándar	(SOP,	por	sus	
siglas	en	inglés)	escritos	y	fáciles	de	usar	que	provean	una	descripción	de	las	
prácticas	de	bioseguridad.	Estos	procedimientos	deberían	hacerse	a	medida	para	
cada	instalación	anfibia.	Los	SOP	deberían	ser	accesibles	a	todos	los	miembros	del	
personal.	Los	SOP	deberían	ser	prácticos	y	desarrollados	tomando	en	cuenta	las	
necesidades	zootécnicas	de	cada	instalación	y	de	la	especie	anfibia	siendo	alojada.	

• Se	deben	revisar	las	prácticas	de	bioseguridad	con	los	nuevos	miembros	del	personal	
antes	de	que	empiecen	a	trabajar	con	animales.	También	se	recomienda	una	
revisión	anual	de	las	prácticas	de	bioseguridad	con	todo	el	personal	de	cuidado	de	
animales.	
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• Realizar	programas	de	entrenamiento	con	especialistas	para	cuidadores	de	anfibios	
puede	promover	un	entrenamiento	avanzado	en	medidas	de	bioseguridad	y	buenas	
prácticas	zootécnicas	para	anfibios.	Por	ejemplo,	la	Asociación	Americana	de	
Zoológicoss	y	Acuarios	tiene	un	curso	modelo	de	Manejo	y	Biología	de	Anfibios,	su	
objetivo	es	"proveer	una	base	sólida	para	la	biología	de	anfibios	ya	que	ésta	se	
relaciona	a	los	programas	zootécnicos,	de	crianza,	de	conservación	y	de	
cooperación."	(http://www.aza.org/prodev/Amphibians/).	

• Provea	al	personal	zootécnico	con	las	herramientas	y	el	equipo	necesario	para	el	
manejo	de	poblaciones	de	anfibios	cautivao	en	niveles	de	bioseguridad	apropiados	
para	el	rol	de	la	especie	que	están	cuidando.	

• Es	probable	que	se	produzcan	errores	en	las	prácticas	de	bioseguridad.	Usted	debe	
fomentar	un	ambiente	laboral	en	el	cual	los	miembros	del	personal	se	sientan	
cómodos	reportando	estos	errores	tan	pronto	ocurran.	Mientras	más	temprano	se	
identifiquen	los	errores	más	se	puede	hacer	para	minimizar	su	impacto.		

• Cuando	este	formulando	los	SOP,	diseñe	procedimientos	que	reduzcan	el	contacto	
que	tiene	el	personal	con	los	anfibios	(a	través	de	la	automatización).	Al	mismo	
tiempo,	estos	procedimientos	deben	permitir	al	personal	observar	regularmente	
para	detectar	señales	sutiles	de	enfermedades	o	comportamiento	anormal.	El	
personal	debe	asumir	que	todos	los	recintos	pueden	contener	animales	con	
enfermedades	infecciosas	y	debe	seguir	rutinas	que	minimicen	la	posibilidad	de	
transmisión	de	enfermedades	(vea	la	sección	4.11).	

	
4.8			AISLAMIENTO	A	LARGO	PLAZO	DE	ANFIBIOS	DESTINADOS	A	LA	

REINTRODUCCIÓN	A	LA	NATURALEZA		
	 Los	anfibios	en	programas	de	conservación,	cuyo	objetivo	es	reintroducir	a	los	
animales	cautivos	o	a	la	descendencia	de	estos	a	la	naturaleza,	deben	estar	
permanentemente	separados	y	protegidos	de	otros	anfibios	en	un	zoológico	cosmopolita	o	
de	colecciones	de	anfibios	en	aislamiento	a	largo	plazo.	Los	mejores	ejemplos	de	
aislamiento	a	largo	plazo	son	los	programas	que	han	sido	establecidos	dentro	del	rango	del	
país	de	la	especie	o	grupo	de	la	especie	que	ha	sido	mantenida	dentro	de	la	instalación	y	
que	no	alberga	otros	anfibios	de	fuera	del	rango	del	país.		
	

• El	aislamiento	a	largo	plazo	también	ha	sido	llamado	"cuarentena	permanente"	por	
el	Taller	de	Planeación	de	Conservación	Ex	Situ	de	Anfibios	llevado	a	cabo	por	WAZA	
y	CBSG	del	año	2006	(Zippel	y	colaboradores,	2006)	o	"Cuarentena	1"	y	"Cuarentena	
2"	por	la	Guía	de	Recursos	Zootécnicos	de	la	Asociación	de	Zoológicos	y	Acuarios	del	
2008	(Kast	y	Hanna,	2008).		
	

• En	este	manual,	el	término	"aislamiento	a	largo	plazo"	es	usado	para	distinguir	la	
"cuarentena	permanente"	de	la	cuarentena	usada	al	momento	de	agregar	nuevos	
animales	a	una	colección	(vea	el	capítulo	6).	

	
El	aislamiento	a	largo	plazo	puede	ser	logrado	de	la	siguiente	forma:	
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• Albergando	solo	a	una	especie	o	grupo	de	especies	(un	grupo	faunístico	anfibio	que	

se	da	naturalmente	junto	en	el	país	de	origen)	en	un	edificio	independiente	o	dentro	
de	una	habitación	o	habitaciones	aisladas	dentro	del	edificio.		Los	detalles	para	crear	
instalaciones	de	aislamiento	a	largo	plazo	son	discutidos	abajo.	
	

• Mientras	más	aislada	se	encuentre	una	especie	o	grupo	de	especies	de	una	colección	
cosmopolita	anfibia,	más	simple	es	establecer	y	mantener	el	aislamiento	a	largo	
plazo	y	las	prácticas	de	bioseguridad	efectivas	(por	ejemplo,	un	edificio	separado	
para	el	aislamiento	a	largo	plazo	es	mejor	que	tener	habitaciones	separadas	dentro	
del	edificio).			

	
↑	Separación	de	poblaciones	aisladas	=	↓	dificultad	para	mantener	la	bioseguridad	
	
• Los	animales	en	aislamiento	a	largo	plazo	nunca	son	alojados	en	la	misma	habitación	

con	anfibios	ajenos	a	su	rango	de	distribución	nativa,	por	ejemplo,	una	rana	gopher	
de	Mississippi	de	los	Estados	Unidos	no	debería	estar	en	la	misma	habitación	que	un	
sapo	aerosol	de	Kihansi	de	Tanzania.		

• Se	debe	prevenir	el	contacto	indirecto	de	anfibios	de	fuera	de	la	distribución	nativa	
por	medio	de	portadores	potenciales	como	el	personal	de	cuidado	animal,	recintos,	
sustrato,	sistemas	de	agua,	o	herramientas.	En	otras	palabras,	todo	lo	que	haya	
tenido	contacto	con	anfibios	ajenos	a	la	distribución	nativa	no	debe	tener	contacto	
con	los	animales	en	aislamiento	a	largo	plazo.	Para	lograr	esto,	es	necesario	
implementar	prácticas	de	bioseguridad	específicas,	las	cuales	son	discutidas	en	
detalle	a	las	secciones	4.10,	4.11	y	4.13	más	abajo.	

	
4.9			INSTALACIONES	PARA	EL	AISLAMIENTO	A	LARGO	PLAZO	

Habitaciones	aisladas	dentro	del	edificio	
	 Un	método	rentable	para	lograr	el	estándar	de	“AISLAMIENTO”	para	poblaciones	
cautivas	anfibias	es	desarrollar	habitaciones	dedicadas	para	el	aislamiento	a	largo	plazo	
dentro	de	una	instalación	cosmopolita	de	anfibios.		Este	enfoque	es	rentable,	pero	no	es	
ideal,	esto	porque	existen	más	posibilidades	de	que	existan	casos	de	contaminación	cruzada	
cuando	ocurran	fugas	de	agua,	inundaciones,	o	simples	violaciones	involuntarias	de	la	
cuarentena.		
		

• Usar	habitaciones	dedicadas	incrementa	la	posibilidad	de	errores	en	la	bioseguridad	
de	las	instalaciones.	El	personal	zootécnico	debe	estar	comprometido	al	concepto	y	
a	la	práctica	de	las	pautas	de	“AISLAMIENTO”	para	el	flujo	de	trabajo,	ropa	y	calzado	
y	el	uso	de	herramientas	del	personal.	

	
Las	habitaciones	usadas	para	el	aislamiento	a	largo	plazo	pueden	ser	construidas	a	partir	
de	habitaciones	ya	existentes	dentro	de	la	instalación	para	anfibios	o	pueden	
construirse	especialmente.	A	partir	de	la	experiencia	del	Zoológico	Henry	Dorly	de	
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Omaha	(Krebs,	2008;	ver	apéndice	3)	se	han	descrito	detalladamente	métodos	para	la	
construcción	especial	y	relativamente	económica	(Aproximadamente	$7000	USD)	de	
habitaciones	modulares	de	aislamiento	a	largo	plazo	en	espacios	desocupados	dentro	
de	un	zoológico.	Las	habitaciones	de	aislamiento	a	largo	plazo	deben	ser	consideradas	
unidades	individuales	con	modificaciones	que	prevengan	la	entrada	o	salida	de	agentes	
patógenos	anfibios.		
	
Algunas	especificaciones	para	reducir	el	riesgo	de	transmisión	de	enfermedades	de	las	
habitaciones	son:	

	
• Las	habitaciones	deben	ser	selladas	para	prevenir	el	escape	de	agua	o	residuos	de	

anfibios	a	las	habitaciones	adyacentes	(vea	la	sección	4.18).	
• Las	habitaciones	deberían	ser	a	prueba	de	escapes	y	a	prueba	de	pestes	(vea	la	

sección	4.18).	
• Las	habitaciones	y	los	pasillos	circundantes	deberían	ser	diseñadas	para	cumplir	los	

requisitos	de	“AISLAMIENTO”	con	respecto	a	el	flujo	de	trabajo,	ropa	y	calzado	de	
los	trabajadores	(sección	4.18).		

• Si	se	construyen	habitaciones	modulares,	deberían	hacerse	planes	para	el	
mantenimiento	regular	de	estas	para	prevenir	el	deterioro	de	los	materiales	de	
construcción,	por	ejemplo,	se	deben	usar	sellantes	como	barrera	para	el	agua	entre	
las	paredes	y	el	piso.	

• Se	debe	tener	en	consideración	el	control	y	el	movimiento	del	aire	dentro	de	la	
instalación	(sección	4.18).	

	
Edificios	de	aislamiento	a	largo	plazo	separados	

	 Como	ya	fue	mencionado,	el	desarrollo	y	la	construcción	de	edificios	de	aislamiento	
a	largo	plazo	separados	reducen	más	el	riesgo	de	enfermedades.	Un	enfoque	exitoso	
desarrollado	por	el	Centro	de	Investigaciones	de	Anfibios	de	Australia	para	crear	edificios	
económicos	de	aislamiento	a	largo	plazo	involucra	el	uso	de	contenedores	de	embarque	
modificados.	Los	detalles	para	la	construcción	de	estos	contenedores	pueden	ser	
encontrados	en	línea	(http://frogs.org.au/arc/container.php).	Los	contenedores	de	carga	
van	desde	los	6	a	los	12	metros	de	longitud	y	están	equipados	con	calefacción	y	
enfriamiento	de	aire	independiente,	sistemas	eléctricos	y	de	agua,	y	están	diseñados	para	
utilizar	el	espacio	de	cuidado	animal	de	manera	eficiente.	Es	posible	modernizar	los	
contenedores	antes	de	su	instalación	en	el	sitio	y,	por	lo	tanto,	estos	pueden	ser	instalados	
con	menos	apoyo	a	la	construcción	comparados	con	la	construcción	de	nuevos	edificios.	
Estas	características	hacen	que	los	contenedores	de	carga	sean	una	opción	económica	y	
flexible	para	muchos	programas	anfibios.	Las	unidades	también	pueden	ser	construidas	con	
ventanas	para	propósitos	de	exposición	en	caso	de	querer	aumentar	el	apoyo	del	público,	
las	oportunidades	de	financiación	y	las	oportunidades	educacionales	para	el	público	
general.		
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	4.10	HIGIENE	Y	ROPA	PROTECTORA	DEL	PERSONAL	DE	MANEJO		
	 Los	procedimientos	para	la	higiene	y	la	ropa	protectora	del	personal	zootécnico	de	la	
instalación	para	anfibios	son	importantes	para	el	éxito	de	los	protocolos	de	bioseguridad.	
Esta	sección	formula	recomendaciones	para	los	anfibios	mantenidos	bajo	los	estándares	de	
“BUENAS	PRÁCTICAS”	o	para	los	animales	en	“AISLAMIENTO”.	Generalmente,	no	se	deben	
fomentar	las	visitas	a	áreas	bioseguras.	Cuando	éstas	sean	necesarias,	los	visitantes	deben	
seguir	las	mismas	pautas	que	los	miembros	regulares	del	personal.		
	

Calzado	y	baños	desinfectantes	para	pies	
	

• Las	“BUENAS	PRÁCTICAS”	indican	que	el	calzado	dedicado	es	un	requisito	para	cada	
edificio	que	albergue	anfibios	cautivos.	Es	importante	que	el	personal	zootécnico	o	
los	visitantes	no	entren	a	las	áreas	de	cuidado	animal	usando	calzado	que	ha	sido	
usado	fuera	de	la	instalación	de	cautiverio,	por	ejemplo,	en	sus	casas	o	al	aire	libre.	

• En	“AISLAMIENTO”,	es	necesario	el	calzado	dedicado	para	cada	habitación	de	
aislamiento	a	largo	plazo.	Las	botas	o	zapatos	dedicados	pueden	ser	almacenados	
dentro	de	la	habitación	aislada.	El	objetivo	es	evitar	el	seguimiento	de	material	
orgánico	o	agentes	patógenos	anfibios	desde	una	habitación	de	aislamiento	a	largo	
plazo	(que	albergue	a	una	especie	o	grupo	de	especies	diferentes)	a	otra,	o	desde	
áreas	de	“BUENAS	PRÁCTICAS”	a	áreas	de	“AISLAMIENTO”.	Una	alternativa	al	
calzado	dedicado	es	el	uso	de	cubiertas	plásticas	desechables	para	los	pies,	por	
ejemplo,	las	cubiertas	de	la	marca	ShubeesTM.	

• Los	baños	desinfectantes	para	pies	son	usados	en	algunas	instalaciones	para	
animales	para	limpiar	el	calzado	entre	las	habitaciones	de	los	animales.	Los	baños	
solo	son	efectivos	si	el	calzado	está	hecho	de	material	fácil	de	desinfectar	(como	las	
botas	de	caucho),	si	no	está	muy	contaminado	con	tierra	u	otros	materiales	
orgánicos,	y	si	el	calzado	está	expuesto	al	desinfectante	por	el	tiempo	de	contacto	
requerido.	Hay	disponibles	análisis	del	uso	de	baños	desinfectantes	para	pies	
(Morley	y	colaboradores,	2005;	Dunowska	y	colaboradores,	2006)	

o Los	baños	para	pies	requieren	un	alto	nivel	de	mantención	para	evitar	la	
acumulación	de	materiales	orgánicos	que	puedan	desactivar	a	los	
desinfectantes	y	para	evitar	la	evaporación	de	la	solución	desinfectante.		

o Los	baños	de	pies	son	útiles	cuando	están	ubicados	en	la	entrada	y	salida	de	
las	áreas	bioseguras	para	remover	materia	prima	y	para	recordarle	al	
personal	de	que	están	entrando	a	un	área	biosegura	y	que	deben	estar	
pendientes	de	los	protocolos	de	bioseguridad.		

o Algunos	de	los	desinfectantes	que	se	utilizan	en	los	baños	para	pies	son	el	
hipoclorito	sódico	(cloro),	Virkon	y	F10.	El	Virkon	tiene	ventajas	cuando	se	
utiliza	en	baños	para	pies	porque	mantiene	más	actividad	cuando	hace	
contacto	con	materiales	orgánicos.	(vea	el	capítulo	5).	

o En	la	mayoría	de	las	situaciones,	el	uso	de	calzado	dedicado	en	lugar	de	los	
baños	para	pies	es	preferible,	esto	ya	que	los	desinfectantes	solo	pueden	
eliminar	ciertos	agentes	patógenos	(esto	depende	del	agente	usado	y	de	su	
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concentración).	Además,	los	baños	para	pies	pueden	presentar	un	riesgo	
para	los	animales	en	la	instalación	ya	que	existe	una	posibilidad	de	que	los	
animales	(por	ejemplo,	prófugos)	puedan	entrar	en	contacto	con	material	
residual	desinfectante	en	el	piso.	También	no	existen	efectos	perjudiciales	
para	el	ambiente	por	la	descarga	de	desinfectantes	si	se	usa	calzado	
dedicado.			

	
Ropa	dedicada	

	
• Para	lograr	el	estándar	de	“BUENAS	PRÁCTICAS”	se	requiere	ropa	dedicada	para	

cada	edificio	que	albergue	anfibios	cautivos.	Es	importante	que	el	personal	
zootécnico	o	los	visitantes	no	entren	a	las	áreas	de	cuidado	animal	usando	ropa	que	
ha	sido	usado	fuera	de	la	instalación	de	cautiverio,	por	ejemplo,	en	sus	casas	o	al	
aire	libre.	Es	suficiente	el	uso	de	uniformes	especiales	para	las	instalaciones	que	
sean	lavados	regularmente.	Si	los	uniformes	se	mojan	o	se	contaminan	demasiado	
con	material	orgánico	deben	ser	cambiados.	

• En	“AISLAMIENTO”,	la	ropa	dedicada	es	necesaria	para	cada	habitación	de	
aislamiento	a	largo	plazo.	En	la	mayoría	de	los	casos	será	suficiente	tener	una	bata	
de	laboratorio	a	parte	o	alguna	prenda	de	protección	para	usar	sobre	la	ropa	
habitual	de	los	miembros	del	personal.	Si	la	ropa	habitual	está	húmeda,	sucia	o	se	
contaminó	de	alguna	forma	con	material	de	fuera	de	la	habitación	de	aislamiento	a	
largo	plazo,	se	debe	hacer	un	cambio	de	ropa	completo	antes	de	entrar	a	la	
habitación.	La	alternativa	es	el	uso	de	ropa	protectora	desechable	para	cada	
habitación	de	aislamiento	a	largo	plazo,	por	ejemplo,	ropa	quirúrgica	o	monos	para	
vestir	de	la	marca	Tyvek®.	

	
Lavado	de	manos	y	uso	de	guantes	protectores	

	
• Se	les	recomienda	a	los	miembros	del	personal	zootécnico	el	lavado	frecuente	de	

manos	y	brazos	(hasta	la	altura	de	los	codos)	con	jabón	desinfectante.	Lavarse	las	
manos	y	los	brazos	es	especialmente	importante	en	las	siguientes	situaciones:		

o Antes	de	entrar	a	cada	habitación	o	instalación	de	“AISLAMIENTO”.	
o Cuando	esté	trabajando	entre	recintos	diferentes	como	un	procedimiento	

estándar	de	los	protocolos	“BUENAS	PRÁCTICAS”	y	“AISLAMIENTO”.	
• Se	deben	usar	guantes	desechables	cuando	se	esté	manipulando	anfibios	o	

limpiando	algún	recinto.		
o Se	debe	usar	un	par	de	guantes	nuevos	para	cada	recinto.		
o Antes	de	manipular	a	los	animales	se	deben	usar	guantes	sin	talco	o	guantes	

enjuagados	minuciosamente.	
o Un	estudio	reciente	(Cashins	y	colaboradores,	2008)	sugiere	que	los	guantes	

de	látex	y	de	nitrilo	pueden	ser	tóxicos	para	algunos	renacuajos.	También	se	
observó	que	los	guantes	de	vinilo	pueden	ser	tóxicos	si	no	son	enjuagados	
con	agua	antes	de	exponerlos	a	los	animales.	En	las	observaciones	de	la	
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toxicidad	relacionada	con	el	uso	de	guantes	no	se	ha	visto	una	consistencia	y	
se	han	publicado	recomendaciones	para	referirse	a	este	problema	(Greer	y	
colaboradores,	2009).	

o La	toxicidad	relacionada	al	uso	de	guantes	no	ha	sido	observada	en	animales	
postmetamórficos.			 	

o Un	estudio	experimental	muestra	que	el	hongo	quítrido	de	anfibios	
(Batrachochytrium	dendrobatidis)	sobrevive	por	más	tiempo	en	manos	
desnudas	que	han	sido	lavadas	con	etanol	y	agua	(Mendez	y	colaboradores,	
2008).		Las	implicaciones	para	la	transmisión	de	enfermedades	en	un	
escenario	natural	no	son	claras	y	se	observó	que	el	lavado	de	manos	era	
preferible	a	la	reutilización	de	guantes	desechables.	

	
4.11	RUTINAS	DE	MANEJO		
	 Las	rutinas	y	modelos	de	flujos	de	trabajo	zootécnicos	usadas	por	el	personal	
zootécnico	son	importantes	para	minimizar	las	posibilidades	de	transmisión	de	agentes	
patógenos	dentro	de	una	instalación	de	anfibios	cautivos,	algunas	de	estas	posibilidades	
son:	
	

• La	transmisión	de	agentes	patógenos	entre	animales	alojados	en	diferentes	niveles	
de	bioseguridad.	

• La	transmisión	de	agentes	patógenos	entre	recintos	para	anfibios.	
• La	transmisión	de	agentes	patógenos	entre	animales	en	cuarentena	(vea	el	capítulo	

6)	y	los	animales	en	una	colección	de	anfibios	establecida	o	alojados	en	el	nivel	de	
bioseguridad	de	“AISLAMIENTO”.	

	
Los	animales	que	se	encuentran	bajo	“AISLAMIENTO”	deberían	ser	atendidos	al	principio	
del	día	antes	de	cuidar	a	los	animales	que	se	encuentran	bajo	las	“BUENAS	PRÁCTICAS”.	
Esto	también	aplica	cuando	los	animales	destinados	a	“AISLAMIENTO”	son	llevados	a	
cuarentena	(vea	el	capítulo	6).	Los	animales	bajo	“AISLAMIENTO”	nunca	deben	ser	alojados	
en	la	misma	habitación	de	cuarentena	que	los	animales	ajenos	a	la	distribución	nativa	de	la	
especie	en	cuestión.	
	 La	automatización	de	algunas	tareas	zootécnicas	tales	como	alimentación	y	limpieza	
puede	reducir	el	tiempo	contacto	directo	con	los	anfibios,	lo	cual	minimizaría	las	
posibilidades	de	transmisión	de	enfermedades.	Sugerencias	para	la	automatización	son	
proporcionadas	en	la	sección	4.18.	
	 Es	altamente	recomendada	una	rutina	sistemática	y	organizada	para	el	cuidado	
diario	de	una	colección.	La	rutina	debe	ser	específica	al	punto	de	que,	si	ocurre	un	
problema,	cada	paso	pueda	ser	reproducido	para	así	eliminar	las	áreas	de	riesgo,	y	
determinar	exactamente	donde	ocurrió	el	error	o	donde	fue	introducido	el	agente	
patógeno.	Por	ejemplo,	cuando	se	esté	haciendo	el	mantenimiento	de	una	habitación	
siempre	se	debe	empezar	desde	el	fondo	de	esta	y	trabajar	camino	hacia	la	puerta,	o	
siempre	trabajar	en	el	sentido	de	las	agujas	del	reloj	alrededor	de	la	habitación.	De	
preferencia,	debe	haber	una	lista	concisa	que	indique	la	dirección	en	la	cual	se	debe	
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proceder	con	las	prácticas	zootécnicas	de	rutina,	esta	lista	debe	tener	indicaciones	claras	y	
estar	disponible	para	que	todos	los	miembros	que	manejen	animales	puedan	verla	y	
entenderla.	Por	ejemplo,	las	peceras	podrían	ser	etiquetadas	secuencialmente,	y	los	
procedimientos	podrían	dictar	que	se	debe	trabajar	en	este	orden:	
	

Recinto	A	→	Recinto	B	→	Recinto	C	
	

• Los	recintos	que	alberguen	a	anfibios	con	pocas	probabilidades	de	ser	infectados	
con	agentes	patógenos	de	preocupación,	por	ejemplo,	los	animales	que	han	estado	
en	cautiverio	por	un	largo	tiempo	o	los	animales	que	han	dado	resultados	negativos	
para	Bd	(Batrachochytrium	dendrobatidis)	u	otras	enfermedades	importantes,	
deberían	estar	organizados	de	forma	que	sean	atendidos	primeros	en	una	secuencia	
direccional	(por	ejemplo,	los	Tanques	A	y	D,	de	un	total	de	15	tanques).	

• Los	recintos	y	el	equipo	de	estos	(como	la	iluminación	y	las	unidades	de	filtración)	
deben	estar	etiquetados	para	identificar	claramente	cada	unidad	en	la	secuencia	de	
recintos.	

• Si	durante	la	rutina	de	cuidado	zootécnico	se	encuentran	animales	muertos	o	
enfermos,	estos	deben	ser	removidos	inmediatamente	del	recinto.	Los	animales	
muertos	deben	ser	presentados	para	necropsia	(vea	el	capítulo	9).	Los	animales	
enfermos	deben	ser	retirados	para	atención	veterinaria.	Como	mínimo,	los	
miembros	del	personal	deberían	lavarse	las	manos	antes	de	completar	el	
mantenimiento	direccional	en	esa	habitación	o	instalación.		

• Debe	incorporar	estos	procedimientos	a	los	Procedimientos	Operacionales	
Estandarizados	(vea	la	sección	4.7)	de	la	instalación	y	proveer	entrenamiento	
estandarizado	para	la	implementación	de	estos	por	parte	del	personal	zootécnico.		

	
4.12	HIGIENE	DEL	RECINTO	
	 La	limpieza	regular	de	los	recintos	para	anfibios	es	esencial	en	todos	los	niveles	de	
bioseguridad	para	reducir	la	acumulación	de	materiales	orgánicos	que	puedan	incrementar	
el	riesgo	de	enfermedades	parasitarias	e	infecciosas	en	las	poblaciones	cautivas.	Algunos	
conceptos	generales	de	higiene	en	los	recintos	que	son	importantes	desde	el	punto	de	vista	
de	la	bioseguridad	son:	

	
• La	frecuencia	con	la	que	los	recintos	para	anfibios	deben	ser	limpiados	incrementa	si	

la	biomasa	(cantidad	de	animales)	y	la	alimentación	de	anfibios	aumentan.	
• La	frecuencia	de	los	cambios	de	agua	depende	de	muchos	factores,	como	la	

disponibilidad	y	el	uso	de	sistemas	de	filtración.	
• Las	peceras	deben	estar	hechas	de	materiales	que	permitan	su	fácil	limpieza	y	

desinfección.	Se	recomiendan	los	materiales	no	porosos	como	el	vidrio,	la	fibra	de	
vidrio	o	el	plástico.	Antes	de	albergar	a	cualquier	anfibio,	las	peceras	deben	ser	
limpiadas,	desinfectadas,	enjuagadas	y	secadas	minuciosamente.	Se	debe	seguir	el	
mismo	procedimiento	al	momento	de	vaciar	y	almacenar	una	pecera.	En	el	capítulo	
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5	se	entregan	recomendaciones	acerca	de	qué	desinfectantes	usar	en	las	peceras	y	
el	equipamiento.		

• El	equipo	como	los	estantes,	repisas,	mostradores,	e	incluso	pisos,	deberían	ser	
construidos	a	partir	de	materiales	que	sean	fáciles	de	desinfectar,	enjuagar,	lavar	y	
fregar.	Es	necesario	un	horario	regular	de	limpieza	y	desinfección	de	todas	las	
superficies	expuestas.	

• Para	los	animales	que	se	encuentran	en	"AISLAMIENTO",	es	importante	que	el	
equipo	y	los	recintos	solo	sean	lavados	en	fregaderos	o	áreas	que	hayan	sido	
desinfectadas	y	que	estén	libres	de	materiales	contaminados	de	otros	animales	de	la	
colección	anfibia.	Esto	incluye	materiales	de	otros	animales	alojados	en	bioseguridad	
de	"AISLAMIENTO"	que	son	nativos	de	una	región	geográfica	diferente,	por	ejemplo,	
las	peceras	usadas	por	animales	de	Panamá	en	"AISLAMIENTO"	no	deberían	
limpiarse	en	el	mismo	fregadero	en	el	que	se	limpian	las	peceras	de	animales	en	
"AISLAMIENTO"	nativos	de	los	Estados	Unidos	sin	antes	hacer	una	desinfección	
completa.	Como	alternativa,	las	habitaciones	bajo	"AISLAMIENTO"	pueden	
construirse	con	fregaderos	dedicados	para	cada	una.		

	
4.13	EQUIPO,	SUSTRATO	Y	DECORACIÓN	DEL	RECINTO	
	 Las	herramientas,	el	equipo	y	los	sustratos	del	recinto	usados	en	una	instalación	
para	anfibios	pueden	ser	portadores	importantes	en	la	introducción	de	nuevos	agentes	
patógenos	a	poblaciones	cautivas	o	en	la	transmisión	de	agentes	patógenos	entre	recintos	y	
diferentes	grupos	de	animales.				
	
Algunas	de	las	recomendaciones	para	reducir	estos	riesgos	son:	
	

• Las	habitaciones	en	"AISLAMIENTO"	deben	tener	un	conjunto	dedicado	de	equipo,	
por	ejemplo,	redes,	fórceps,	tubos	de	succión,	cepillos	para	fregar,	esponjas,	etc.	El	
equipo	nunca	debe	ser	sacado	de	la	habitación	individual	de	aislamiento	y	nunca	
debe	ser	usado	en	un	grupo	diferente	de	animales.	

• Tanto	en	el	protocolo	de	"BUENAS	PRÁCTICAS"	como	en	el	de	"AISLAMIENTO",	el	
personal	zootécnico	debe	asumir	que	todos	los	anfibios	y	los	recintos	para	anfibios	
son	una	fuente	potencial	de	agentes	patógenos	que	pueden	ser	transmitidos	a	otros	
recintos.	Esto	sin	importar	la	salud	que	se	presuma	de	los	animales.	Por	ejemplo,	un	
anfibio	puede	verse	muy	saludable,	pero	aun	así	puede	actuar	como	portador	del	
hongo	quítrido	anfibio.		

o Las	herramientas	y	el	equipo	son	limpiados	y	desinfectados	después	de	
su	uso	entre	diferentes	recintos	(por	ejemplo,	una	red	utilizada	en	el	
Recinto	A	debe	ser	desinfectada	antes	de	usarla	en	el	Reciento	B),	o	
como	alternativa,	las	redes	u	otras	herramientas	menores	pueden	ser	
exclusivas	de	cada	recinto.		

o Son	necesarios	múltiples	conjuntos	de	equipo,	de	forma	que	un	conjunto	
pueda	ser	desinfectado	mientras	el	otro	está	en	uso.	Las	herramientas	
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están	etiquetadas	según	sus	peceras	o	habitaciones	correspondientes	
para	reconocerlas	fácilmente.		

o Pautas	para	la	desinfección	de	herramientas	y	equipo	se	entregan	en	la	
sección	5.5.	Se	debe	tener	cuidado	de	no	limpiar	o	desinfectar	recintos	o	
equipo	de	un	grupo	de	animales	en	el	mismo	fregadero	u	área	en	el	que	
se	limpia	el	equipo	de	un	grupo	diferente	de	animales	sin	antes	limpiar	y	
desinfectar	el	fregadero	u	área	de	limpieza.	

• Los	sustratos	de	los	recintos	y	las	decoraciones	y	amueblado	de	los	albergues	(por	
ejemplo,	plantas	y	rocas)	de	cualquier	tipo	no	deben	ser	movidos	desde	un	recinto	a	
otro	sin	su	previa	desinfección.	Algunos	sustratos	de	los	recintos	como	el	musgo	
sphagnum	o	la	tierra	deben	considerarse	desechables	y	no	ser	trasladados	entre	
recintos.	Los	materiales	porosos	como	la	madera	o	el	corcho	son	difíciles	de	
desinfectar.	En	la	sección	5.6	y	5.7	se	entregan	pautas	para	la	desinfección	de	los	
sustratos.		

• Cuando	sea	posible,	las	herramientas,	equipo	y	amueblado	de	los	albergues	deben	
estar	hechos	de	materiales	que	se	puedan	desinfectar	y	limpiar	fácilmente,	por	
ejemplo,	plástico,	metal	o	vidrio.				

• El	uso	de	materiales	naturales	(por	ejemplo,	tierra,	grava,	rocas	y	plantas)	en	
recintos	para	anfibios	puede	ser	importante	para	fomentar	el	comportamiento	
normal	(incluso	el	apareamiento),	reducir	el	estrés	y	para	la	decoración	de	recintos	
de	exposición	en	los	zoológicos.		

o Los	materiales	naturales	tienen	el	potencial	de	ser	contaminados	con	
agentes	patógenos	de	anfibios,	por	lo	tanto,	la	fuente	de	estos	materiales	
y	su	desinfección	deben	ser	considerados	cuidadosamente	antes	de	
usarlos	en	un	recinto.		

o Cuando	se	estén	eligiendo	materiales	naturales	para	su	uso	en	recintos,	
debe	considerarse	la	posibilidad	de	que	hayan	estado	expuestos	a	fauna	
anfibia	nativa	o	no	nativa,	por	lo	que	se	debe	considerar	el	uso	de	
desinfectantes.		

o Se	deben	evitar	los	materiales	provenientes	de	áreas	con	problemas	de	
enfermedades	anfibias	conocidas,	por	ejemplo,	plantas	de	un	sitio	donde	
haya	habido	una	epidemia	de	quitridiomicosis.	Las	plantas	cultivadas	por	
medios	hidropónicos	(en	agua)	o	en	un	invernadero	(que	no	tenga	una	
colonización	anfibia	nativa)	pueden	reducir	el	riesgo	de	enfermedades.	
También	se	puede	considerar	el	uso	de	plantas	plásticas	o	de	seda,	sobre	
todo	para	los	animales	bajo	"AISLAMIENTO".	

o Sugerencias	para	la	desinfección	o	esterilización	de	materiales	naturales	
se	encuentran	en	la	sección	5.6	

	
4.14	ELIMINACIÓN	DE	AGUAS	RESIDUALES	
	 La	eliminación	de	aguas	residuales	es	un	elemento	importante	de	la	bioseguridad	en	
el	desarrollo	y	la	gestión	de	instalaciones	de	cautiverio.s.	Las	"BUENAS	PRÁCTICAS"	
requieren	que	agentes	patógenos	no	sean	liberados	al	medio	ambiente.	El	problema	de	
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bioseguridad	más	importante	en	la	eliminación	de	aguas	residuales	es	la	posibilidad	de	
introducir	agentes	patógenos	anfibios	no	nativos	a	nuevas	ubicaciones	geográficas	a	través	
de	la	liberación	de	aguas	residuales	sin	tratar	al	medio	ambiente.			
	

• En	las	instalaciones	que	albergan	anfibios	ajenos	a	su	distribución	nativa	(por	
ejemplo,	anfibios	de	Panamá	alojados	en	los	Estados	Unidos)	o	que	llevan	a	cabo	
investigaciones	con	agentes	patógenos	anfibios,	son	necesarias	medidas	de	
bioseguridad	para	las	aguas	residuales	(detalles	abajo).	Esto	aplica	a	animales	ya	sea	
bajo	"BUENAS	PRÁCTICAS"	o	"AISLAMIENTO".	No	es	aceptable	la	liberación	de	aguas	
residuales	al	medio	ambiente	local.	

• Una	instalación	que	solo	alberga	a	anfibios	de	su	propia	distribución	nativa	(por	
ejemplo,	anfibios	del	sur	de	Japón	alojados	en	el	sur	de	Japón)	usualmente	no	
necesitará	considerar	medidas	de	bioseguridad	para	aguas	residuales.			

	
Implementar	medidas	de	bioseguridad	para	el	agua	puede	ser	complicado	y	costoso,	por	lo	
que	es	preferible	mantener	a	los	anfibios	cautivos	dentro	del	rango	de	distribución	original	
de	la	especie.	Desafortunadamente,	el	tema	de	la	bioseguridad	de	aguas	residuales	es	
controversial	porque	la	mayoría	de	la	información	y	evidencia	necesaria	para	hacer	
decisiones	no	está	disponible.	Es	sumamente	necesario	organizar	un	grupo	de	trabajo	para	
llevar	a	cabo	una	evaluación	de	riesgos	de	la	gestión	de	aguas	residuales.	El	grupo	de	
trabajo	debería	incluir	a	expertos	en	tratamiento	de	aguas	residuales	(específicamente	
expertos	en	acuicultura),	alcantarillados	sanitarios,	microbiología	ambiental,	enfermedades	
de	anfibios	y	diseño	y	cuidado	zootécnico	de	instalaciones	para	anfibios.			
	
Algunos	de	los	factores	que	se	deben	tener	en	cuenta	respecto	a	la	bioseguridad	de	las	
aguas	residuales	son:	
	

• La	cantidad	de	agua	que	debe	ser	tratada	(por	ejemplo,	una	instalación	para	la	cría	
en	cautiverio	puede	albergar	diferentes	métodos	de	tratamiento	del	agua	
comparada	con	una	instalación	comercial	grande	que	cría	a	ranas	como	alimento).	

• La	infraestructura	para	el	tratamiento	de	aguas	residuales	(alcantarillado)	para	una	
región	geográfica	o	un	país.		

• Los	recursos	disponibles,	ya	sean	financieros	u	otros.	
	

Hay	una	gran	variedad	de	opciones	para	la	desinfección	y	el	tratamiento	de	aguas	residuales	
disponibles	para	instalar	en	una	instalación	para	anfibios	en	cautiverio.	Cada	opción	tiene	
sus	propias	ventajas,	desventajas	y	requisitos.	Ninguna	de	las	opciones	es	totalmente	a	
prueba	de	fallas	al	momento	de	remover	agentes	patógenos	anfibios	potenciales,	y	las	
opciones	son	especialmente	limitadas	cuando	se	deben	tratar	grandes	cantidades	de	aguas	
servidas.				
	
Algunas	opciones	para	el	tratamiento	de	aguas	residuales	son:	
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• Modernos	sistemas	de	aguas	residuales	(alcantarillado	sanitario)	municipales.	Los	
sistemas	modernos	de	tratamiento	de	alcantarillado	sanitario	son	adecuados	para	la	
eliminación	de	aguas	residuales	de	muchas	pequeñas	y	medianas	instalaciones	para	
anfibios	sin	desinfecciones	adicionales	y	con	bajo	riesgo	para	las	poblaciones	
anfibias	silvestres.	Por	ejemplo,	en	muchas	áreas	es	aceptable	liberar	directamente	
desechos	infecciosos	líquidos	de	humanos	y	animales	domésticos	al	alcantarillado	
sanitario.	Sin	embargo,	la	opción	del	alcantarillado	sanitario	tiene	limitaciones	que	
deben	ser	consideradas:		

o No	es	aceptable	la	descarga	de	grandes	cantidades	de	desechos	o	agentes	
infecciosos	al	alcantarillado	sanitario	sin	antes	ser	desinfectados.	Las	
instalaciones	que	deberían	tomar	medidas	adicionales	para	desinfectar	el	
agua	antes	de	su	descarga	al	alcantarillado	sanitario	son	las	instalaciones	
anfibias	muy	grandes	(por	ejemplo,	granjas	para	sapos),	instalaciones	que	
estén	pasando	por	brotes	de	enfermedades	infecciosas,	instalaciones	que	
importan	grandes	cantidades	de	ranas	de	afuera	del	país	y	las	instalaciones	
que	lleven	a	cabo	investigaciones	respecto	a	las	enfermedades	infecciosas.	

o No	debe	asumir	automáticamente	que	los	sistemas	de	alcantarillados	
sanitarios	son	adecuados	para	la	bioseguridad.	Los	sistemas	locales	deberían	
ser	evaluados	de	forma	individual	para	probar	su	efectividad	y	fiabilidad.	Por	
ejemplo,	puede	que	la	instalación	sea	adecuada,	pero	que	las	tuberías	
(alcantarillas)	que	conectan	al	sistema	sean	propensas	a	fallas	y	liberen	
material	infeccioso	al	medio	ambiente	local.	En	otros	casos,	los	desagües	
pluviales	locales	están	conectados	a	los	desagües	de	aguas	servidas	y,	cuando	
llueve,	las	instalaciones	de	tratamiento	colapsan	a	causa	del	agua	de	la	
tormenta	y	deben	descargar	las	aguas	residuales	no	tratadas	al	medio	
ambiente.		

• Procesos	para	la	desinfección	o	esterilización	de	las	aguas	residuales	Existe	una	
amplia	variedad	de	opciones	para	el	tratamiento	de	aguas	residuales	con	propósito	
de	desactivar	agentes	infecciosos	antes	de	su	liberación	a	un	alcantarillado	sanitario	
o	al	medio	ambiente,	algunas	de	estas	opciones	son	el	uso	de	químicos	(hipoclorito	
sódico	"cloro"),	agentes	físicos	(calor	y	presión),	ozonificación	y	radiación	
ultravioleta.	Los	detalles	y	limitaciones	de	algunos	de	estos	métodos	se	entregan	en	
la	sección	5.8	y	en	el	apéndice	2.		

o Se	sugiere	la	automatización	de	los	métodos	de	desinfección	del	agua	en	las	
instalaciones.	La	automatización	minimiza	el	error	humano,	asegura	que	las	
concentraciones	de	desinfectantes	sean	las	apropiadas,	que	el	tiempo	de	
contacto	con	el	desinfectante	sea	el	adecuado,	y	hace	que	el	tratamiento	de	
aguas	residuales	sea	fácil	de	implementar	para	el	personal	zootécnico.	Un	
sistema	automatizado	para	la	desinfección	de	aguas	residuales	(AWWDS,	por	
sus	siglas	en	ingles)	en	instalaciones	de	cría	en	cautiverio	de	anfibios	(usando	
hipoclorito	sódico)	ha	sido	descrito	en	este	manual	(Robertson	y	
colaboradores,	2008).	También	se	han	descrito	(Krebs,	2008)	métodos	
manuales	para	la	desinfección	del	agua	usando	hipoclorito	sódico.		
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o Los	sistemas	y	protocolos	de	desinfección	del	agua	para	su	uso	en	la	
acuicultura	comercial	a	gran	escala	son	una	fuente	valiosa	de	información	
para	el	diseño	e	implementación	de	sistemas.	Muchos	de	estos	sistemas	se	
basan	en	la	ozonificación	de	las	aguas	residuales	(Schuur,	2003).	Las	
instalaciones	a	gran	escala	de	reproducción	para	anfibios	o		granjas	deberían	
seguir	las	pautas	de	la	Organización	Mundial	de	Sanidad	Animal	(OIE,	por	sus	
siglas	en	ingles),	para	la	desinfección	de	aguas	residuales	efluentes	en	
instalaciones	acuíferas	
(www.oie.int/eng/normes/fmanual/1.1.3_DISINFECTION.pdf).	

o Los	sistemas	de	desinfección	de	agua	deberían	ser	diseñados	de	forma	que	
minimicen	la	Introducción	de	contaminantes	químicos	tóxicos	(como	el	cloro	
o	las	cloraminas)	en	caso	de	que	las	aguas	residuales	sean	descargadas	
directamente	a	los	ambientes	locales.	Por	ejemplo,	el	cloro	puede	
neutralizarse	si	es	tratado	con	tiosulfato	de	sodio	(Browne	y	colaboradores,	
2007)	o	si	es	expuesto	a	la	radiación	UV	(Robertson	y	colaboradores,	2008).			

	 	
4.15	ELIMINACIÓN	DE	RESIDUOS	SÓLIDOS	
	 El	objetivo	de	bioseguridad	más	importante	de	las	instalaciones	de	cautiverio	anfibio	
respecto	a	los	procedimientos	para	la	eliminación	de	residuos	sólidos	es	el	mismo	que	para	
la	eliminación	de	las	aguas	residuales:	prevenir	la	Introducción	de	agentes	patógenos	
anfibios	no	nativos	a	nuevas	ubicaciones	geográficas.	Por	lo	tanto,	las	consideraciones	para	
la	eliminación	de	residuos	sólidos	son	más	importantes	en	instalaciones	que	albergan	a	
anfibios	ajenos	a	el	rango	de	las	instalaciones	o	que	llevan	a	cabo	investigaciones	con	
agentes	patógenos	anfibios.	Los	desechos	sólidos	de	estas	instalaciones	no	deben	ser	
vertidos	al	medio	ambiente	local	sin	antes	ser	tratados.	
	
Algunas	opciones	para	la	desinfección	o	esterilización	de	desechos	sólidos	antes	de	su	
eliminación	son:	
	

• Autoclave.	
• Incineración	(no	es	amistosa	con	el	medio	ambiente).	
• Hidrólisis	alcalina	(Tejidos	o	cadáveres	anfibios).	

	
Otras	opciones	viables	para	la	eliminación	de	desechos	sin	desinfección	es	enterrarlos	
profundamente	o	transferirlos	a	un	vertedero	moderno.	La	clave	es	la	contención	del	
material	infeccioso	y	prevenir	que	los	anfibios	nativos	se	vean	expuestos	a	este.	
	
4.16	FUENTES	DE	AGUA	
	 La	fuente	y	la	composición	del	agua	en	una	instalación	para	anfibios	son	
fundamental	para	el	éxito	de	cualquier	programa	de	conservación	de	anfibios	cautivos.	
Detalles	de	fuentes,	calidad	y	tratamiento	del	agua	para	las	instalaciones	anfibias	han	sido	
revisados	en	una	publicación	reciente	(Browne	y	colaboradores,	2007).	Algunos	de	los	
puntos	que	deben	ser	tratados	incluyen	el	pH,	dureza	del	agua,	oligoelementos,	la	presencia	



Cap.	4:	Bioseguridad—52	

de	metales	potencialmente	tóxicos	(por	ejemplo,	el	cobre)	y	la	presencia	aditivos	
potencialmente	tóxicos	(por	ejemplo,	cloro	o	cloraminas	en	suministros	de	agua	
municipales	o	contaminantes	ambientales	como	pesticidas).		
	

• Es	importante	que	el	agua	utilizada	en	una	instalación	para	anfibios	cautivos	se	
encuentre	libre	de	agentes	patógenos	anfibios	importantes.	Este	es	el	caso	tanto	
para	los	programas	de	"BUENAS	PRÁCTICAS"	y	"AISLAMIENTO".	Si	se	usan	
suministros	municipales	de	agua	modernos	como	fuente	inicial	para	el	agua	de	la	
instalación,	el	riesgo	de	introducir	enfermedades	es	muy	bajo.	Si	se	van	a	usar	
fuentes	naturales	de	agua,	debe	considerarse	la	desinfección	del	agua	antes	de	su	
uso	en	recintos	para	anfibios.	Algunos	métodos	de	desinfección	potenciales	
pueden	ser	la	aplicación	de	métodos	físicos	(por	ejemplo,	calor	y	presión)	y	la	
filtración	(vea	la	sección	5.8).	

	
4.17	FUENTES	DE	ALIMENTO		
	 Los	productos	alimenticios	que	se	le	dan	a	los	anfibios	en	instalaciones	de	cautiverio	
son	una	potencial	fuente	para	la	introducción	de	agentes	patógenos	a	una	población.	Esto	
es	un	problema	para	los	animales	que	se	encuentran	bajo	las	"BUENAS	PRÁCTICAS"	o	en	
"AISLAMIENTO"".	Es	desconocido	hasta	qué	punto	los	productos	alimenticios	pueden	ser	
una	fuente	de	agentes	patógenos	anfibios.	Lo	más	probable	es	que	los	productos	
alimenticios	actúen	solo	como	vectores	mecánicos	para	la	transmisión	de	enfermedades	
(por	ejemplo,	los	insectos	o	invertebrados	acuáticos	atrapados	en	la	naturaleza	usados	
como	alimento	están	mojados	y	llevan	consigo	agua	con	zoosporas	infecciosas	del	hongo	
quítrido	a	la	instalación	cautiva)	en	vez	ser	infectados	por	estos	patógenos	y	servir	como	
fuentes	de	infección	a	largo	plazo	para	las	poblaciones	anfibias	(Rowley	y	colaboradores,	
2007).	Una	fuente	limpia,	confiable	y	de	confianza	de	productos	alimenticios	es	ideal	para	
todas	las	instalaciones	que	albergan	a	anfibios	cautivos.	
	

• Cuando	sea	posible,	los	productos	alimenticios	invertebrados	deben	ser	cultivados	in	
situ	en	la	instalación	para	anfibios.	Los	productos	alimenticios	acuáticos	(por	
ejemplo,	dafnia	o	artemia)	deberían	ser	criados	desde	el	huevo	si	es	posible.			

• Si	los	productos	alimenticios	son	comprados	a	un	proveedor	comercial,	la	instalación	
para	anfibios	debe	asegurarse	de	que	se	usen	las	prácticas	para	reducir	los	riesgos	
de	enfermedades.	Idealmente,	los	productos	alimenticios	deberían	ser	criados	
puertas	adentro,	sin	estar	expuestos	a	los	elementos,	a	anfibios	de	cualquier	tipo	
(silvestres	o	cautivos)	o	a	insectos	silvestres.	La	instalación	del	proveedor	debe	estar	
limpia	y	esta	debe	usar	materiales	de	alta	calidad.		

• Existen	posibles	beneficios	al	alimentar	a	los	anfibios	cautivos	con	productos	
alimenticios	atrapados	en	la	naturaleza,	por	ejemplo,	estos	productos	poseen	más	
nutrientes	o	satisfacen	los	requerimientos	y	preferencias	de	la	dieta	de	la	especie	
anfibia.	Estos	beneficios	deben	ser	considerados	junto	a	los	riesgos	de	
enfermedades	cuando	se	tomen	decisiones	respecto	a	una	población	cautiva.	Los	
animales	bajo	"AISLAMIENTO"	no	deben	ser	alimentados	con	productos	alimenticios	
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capturados	naturalmente	fuera	de	su	distribución	nativa	(por	ejemplo,	ranas	de	
Panamá	en	una	población	de	resguardo	en	los	Estados	Unidos	no	deben	ser	
alimentadas	con	insectos	silvestres	de	los	Estados	Unidos).	

• Si	se	va	a	alimentar	a	los	anfibios	cautivos	con	productos	alimenticios	capturados	en	
la	naturaleza,	los	productos	solo	deben	ser	recolectados	de	áreas	que	estén	libres	de	
pesticidas	u	otros	químicos.	Algunos	pesticidas	pueden	continuar	en	el	medio	
ambiente	por	varios	años,	por	lo	que	es	recomendado	como	regla	general	que	los	
insectos	para	alimento	sean	recolectados	a	por	lo	menos	0.5	km	de	distancia	de	
cualquier	área	en	la	que	se	hayan	usado	pesticidas	en	los	últimos	3	años.	

• Los	productos	alimenticios	capturados	en	la	naturaleza	no	deben	ser	recolectados	
de	ubicaciones	en	las	que	se	sabe	que	hay	un	brote	de	enfermedades	infecciosas	
anfibias,	por	ejemplo,	no	debe	recolectar	invertebrados	acuáticos	de	arroyos	en	los	
cuales	los	anfibios	estén	muriendo	de	quitridiomicosis.			

	
4.18	DISEÑO	DE	LA	INSTALACIÓN	Y	ESPECIFICACIONES	DEL	EDIFICIO	
	 Los	anfibios	tienen	requerimientos	especiales	respecto	a	los	sistemas	de	agua	y	
filtración,	control	climático	e	iluminación	que	son	esenciales	para	la	salud	general	de	los	
animales	y	las	posibilidades	de	éxito	en	el	apareamiento	de	colonias	en	cautiverio.	
Recientemente	han	sido	publicados	resúmenes	completos	acerca	del	diseño	y	los	
estándares	zootécnicos	de	las	instalaciones	para	anfibios;	se	recomienda	consultar	estos	
recursos	al	momento	de	diseñar	o	renovar	una	instalación	(Browne	y	colaboradores,	2007;	
Pramuk	y	Gagliardo,	2008).		
	 	
Los	elementos	importantes	para	la	bioseguridad	en	el	diseño	de	las	instalaciones	se	resaltan	
abajo:	
	

• Las	instalaciones	deben	ser	a	prueba	de	plagas.	Las	plagas	silvestres	en	libertad	(por	
ejemplo,	cucarachas,	hormigas	o	roedores)	pueden	aparecer	en	cualquier	instalación	
para	anfibios	cautivos.	Algunos	de	los	peligros	que	causan	estas	plagas	son:	daño	
directo	o	muerte	de	los	anfibios;	la	destrucción	de	recintos,	lo	que	permite	el	escape	
de	los	anfibios;	y	la	transmisión	de	agentes	patógenos	de	anfibios	(ya	sea	entre	
anfibios	dentro	de	la	instalación	o	hacia	anfibios	silvestres	fuera	de	la	instalación).	
Algunas	de	las	funciones	en	el	diseño	de	instalaciones	para	minimizar	riesgos	son:	
apretar	y	sellar	juntas	de	puertas	y	ventanas,	puertas	que	se	cierren	
automáticamente	en	las	habitaciones	para	anfibios;	pantallas	en	los	drenajes	de	los	
suelos;	y	agregar	deflectores	a	las	unidades	de	aire	acondicionado.	El	uso	de	
métodos	físicos	para	el	control	de	plagas	dentro	de	las	instalaciones,	por	ejemplo,	
trampas	para	insectos	y	adhesivo	para	moscas.	Se	deben	evitar	los	métodos	
químicos	para	el	control	de	plagas	por	el	riesgo	de	envenenar	a	los	anfibios	de	la	
instalación.	

• Las	instalaciones	deben	ser	a	prueba	de	anfibios.	Las	instalaciones	y	recintos	deben	
ser	diseñados	para	prevenir	el	escape	de	anfibios	cautivos	y	prevenir	la	entrada	de	
anfibios	silvestres	ajenos	a	la	instalación.	Esto	es	importante	sobre	todo	para	
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anfibios	bajo	normas	de	"AISLAMIENTO".	El	riesgo	que	puede	causar	esta	situación	
es	que	los	anfibios	no	nativos	pueden	escapar	de	las	instalaciones	e	introducir	
agentes	patógenos	anfibios	no	nativos	a	anfibios	silvestres	nativos,	o	que	los	anfibios	
nativos	puedan	introducir	nuevos	agentes	patógenos	a	los	anfibios	no	nativos	
dentro	de	la	instalación.	Las	normas	de	"BUENAS	PRÁCTICAS"	dictan	que	los	anfibios	
nativos	aun	así	podrían	introducir	un	agente	patógeno	que	ha	sido	previamente	
controlado	o	eliminado	en	la	población	cautiva	(por	ejemplo,	la	población	cautiva	ha	
sido	tratada	y	se	ha	eliminado	la	infección	del	hongo	quítrido,	pero	los	anfibios	
locales	podrían	actuar	como	una	fuente	de	reinfección	para	los	animales	cautivos).	
Un	ejemplo	de	hacer	a	la	instalación	"aprueba	de	anfibios"	es	agregar	pantallas	que	
cubran	los	drenajes	en	las	habitaciones	de	los	anfibios.				

• Las	rutinas	de	cuidado	zootécnico	deberían	ser	automatizadas.	Para	minimizar	el	
contacto	entre	cuidadores	y	animales,	y	reducir	la	posibilidad	de	errores	humanos,	
se	recomienda	la	automatización	de	los	sistemas	para	drenar	recintos,	agregar	agua	
a	estos,	filtración	y	alimentar	a	los	animales.	La	automatización	es	una	medida	
importante	que	puede	reducir	el	potencial	de	transmisión	de	enfermedades	entre	
recintos.	Para	la	alimentación,	se	puede	colocar	un	embudo	a	través	de	la	cubierta	
de	cada	recinto	para	permitir	el	paso	de	las	presas	al	recinto	sin	la	necesidad	de	que	
los	cuidadores	abran	o	hagan	contacto	con	los	recintos.	El	cuello	del	embudo	debe	
ser	lo	suficientemente	pequeño	y	estar	colocado	de	forma	que	permita	el	escape	de	
los	anfibios;	el	embudo	puede	tener	una	tapa	para	que	las	presas	que	van	a	ser	
dadas	como	alimento	no	puedan	escapar.	Más	detalles	acerca	de	la	automatización	
de	las	instalaciones	pueden	ser	encontrados	en	el	sitio	web	del	Centro	de	
Investigaciones	de	Anfibios	((/frogs.org.au/arc/features.php).	

• Sistemas	de	distribución	de	aire.	La	transmisión	aérea	de	agentes	patógenos	
importantes	no	ha	sido	registrada	hasta	la	fecha.	Aunque	el	enfoque	de	los	
esfuerzos	para	la	bioseguridad	de	las	instalaciones	está	en	el	movimiento	y	la	
Introducción	de	agentes	patógenos	a	través	del	contacto	con	el	personal	zootécnico,	
otros	anfibios,	sustratos	y	herramientas,	el	potencial	de	transmisión	aérea	de	
patógenos	no	debe	ser	completamente	ignorado.	En	el	diseño	de	instalaciones,	son	
preferibles	los	sistemas	de	distribución	de	aire	que	prevengan	que	el	aire	sea	
forzado	entre	habitaciones.	Se	debe	evitar	que	las	habitaciones	que	albergan	a	
animales	bajo	normas	de	"AISLAMIENTO"	compartan	conductos	de	aire.	

• Impermeabilidad	e	higiene	Las	instalaciones	para	anfibios	son	ambientes	húmedos,	
por	lo	tanto,	las	paredes,	techos	y	pisos	deben	ser	impermeables,	de	forma	que	
puedan	mantener	la	integridad	de	la	habitación	o	edificio	y	para	facilitar	la	
desinfección	y	limpieza	regular	de	aquellas	superficies.	Además,	los	sellos	ayudan	a	
prevenir	la	fuga	de	desechos	anfibios	desde	las	áreas	que	albergan	colecciones	
cosmopolitas	de	animales	u	otros	anfibios	de	diferentes	regiones	geográficas	hacia	
las	habitaciones	usadas	para	los	animales	bajo	niveles	de	bioseguridad	
"AVANZADOS".	No	se	recomienda	el	uso	de	techos	de	cartón,	yeso	o	celulosa	ya	que	
estos	materiales	son	difíciles	de	desinfectar.	

• Diseño	de	instalaciones	que	acomoden	los	estándares	de	"AISLAMIENTO".	Las	
habitaciones	que	albergan	a	animales	bajo	las	normas	de	"AISLAMIENTO"	son	
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mejoradas	de	gran	manera	por	características	de	diseño	tales	como	antecámaras	
que	permitan	el	cambio	de	ropa	y	calzado	antes	de	la	entrada	a	estas,	y	la	
instalación	de	fregaderos	en	las	habitaciones	individuales	para	eliminar	los	riesgos	
que	surgen	con	el	uso	de	fregaderos	comunales,	los	cuales	son	usados	para	limpiar	
herramientas	y	materiales	de	colecciones	cosmopolitas	de	animales	o	de	diferentes	
grupos	de	animales	bajo	normas	de	"AISLAMIENTO".			
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Capítulo	5	
	

LIMPIEZA	Y	DESINFECCIÓN	
	

5.0	INTRODUCCIÓN	
	 La	capacidad	de	limpiar	y	desinfectar	minuciosamente	una	gran	variedad	de	
equipo,	recintos	animales,	decoraciones	y	amueblado	de	albergues,	e	incluso	el	agua,	es	
esencial	para	lograr	un	buen	nivel	de	bioseguridad	y	control	de	enfermedades	
infecciosas	en	las	poblaciones	de	anfibios	cautivos	y	silvestres.	
Este	capítulo	trata	de	limpieza	y	desinfección,	con	un	énfasis	en	el	hongo	quítrido	
anfibio	y	los	ranavirus,	sin	embargo,	estos	conceptos	pueden	aplicarse	a	una	amplia	
variedad	de	agentes	patógenos	anfibios.	
	
Algunos	de	los	conceptos	resaltados	en	el	taller	son:	
	

• Los	desinfectantes	son	desactivados	por	la	presencia	de	mugre	o	materiales	
orgánicos.	Por	lo	tanto,	es	esencial	la	limpieza	minuciosa	de	todos	los	objetos	
antes	de	la	desinfección	

• El	mismo	método	de	desinfección	o	desinfectante	no	funcionara	para	todos	los	
agentes	patógenos	anfibios.	Es	necesaria	una	selección	cuidadosa	de	
desinfectante	para	diferentes	situaciones.	

• Las	concentraciones	de	desinfectantes	y	el	tiempo	de	contacto	con	estos	son	
importantes	para	una	desinfección	efectiva.	

• Al	momento	de	elegir	un	desinfectante	se	deben	considerar	el	impacto	
ambiental	que	este	tendrá	(si	es	posible).	Los	compuestos	de	amonio	
cuaternario	y	monopersulfato	de	potasio	(Virkon®)	son	mejores	que	el	
hipoclorito	sódico	(lejía).	

• Las	superficies	y	materiales	de	vidrio	o	metal	son	fáciles	de	desinfectar	con	
desinfectantes	químicos.	

• Los	plásticos	de	diferentes	tipos	(incluyendo	el	silicio)	son	fáciles	de	desinfectar,	
pero	puede	que	absorban	algunos	químicos	del	desinfectante	(por	ejemplo,	
químicos	aromáticos,	solventes)	y	de	este	modo	logran	que	el	recinto	en	sí	se	
vuelva	tóxico.		Este	problema	es	casi	siempre	subestimado.		

• Los	materiales	naturales	como	rocas,	madera	o	plantas	deshidratadas	son	
difíciles	de	desinfectar.	La	aplicación	de	calor	puede	ser	lo	más	efectivo.	

• Las	plantas	vivas	también	son	difíciles	de	desinfectar.	La	selección	cuidadosa	de	
las	plantas,	remover	la	tierra	y	la	desinfección	química	o	física	suave	puede	
reducir	los	riesgos.	

• Algunos	métodos	para	la	desinfección	de	agua	incluyen	calor,	filtración,	
desinfección	química	u	ozonificación.	
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De	los	desinfectantes	disponibles:	
	

• El	hipoclorito	sódico	(lejía,	cloro),	compuestos	de	amonio	cuaternario	y	
monopersulfato	de	potasio	(Virkon®)	han	sido	efectivos	en	experimentos	contra	
el	hongo	quítrido	de	anfibios	(Batrachochytrium	dendrobatidis).	Sin	embargo,	el	
hipoclorito	sódico	debe	usarse	en	concentraciones	elevadas.	Los	compuestos	de	
amonio	cuaternario	son	ventajosos	porque	son	efectivos	en	concentraciones	
bajas.	El	hongo	quítrido	es	vulnerable	a	niveles	relativamente	bajos	de	calor	y	el	
Batrachochytrium	dendrobatidis	es	vulnerable	al	secado	completo	(desecación).	

• El	monopersulfato	de	potasio	(Virkon®),	el	hipoclorito	sódico	y	la	clorhexidina	
han	sido	efectivos	en	experimentos	contra	los	ranavirus.	Sin	embargo,	los	
experimentos	solo	han	sido	exitosos	en	materiales	húmedos	o	en	cultivos	
celulares.	Puede	que	estos	virus	sean	algo	resistentes	a	la	desinfección	en	
superficies	secas	(los	estudios	son	limitados).	

• No	hay	estudios	publicados	acerca	de	la	eficacia	de	diferentes	desinfectantes	
para	matar	al	Batrachochytrium	salamandrivorans	(Bsal	por	sus	siglas	en	inglés).	

	
5.1	PRINCIPIOS	DE	LIMPIEZA	Y	DESINFECCIÓN	
	 Tener	estándares	altos	en	los	principios	de	limpieza	y	desinfección	es	vital	para	el	
control	de	enfermedades	infecciosas	en	las	poblaciones	cautivas	anfibias	y	para	
implementar	de	manera	exitosa	prácticas	de	bioseguridad.	El	diseño	de	un	protocolo	de	
desinfección	apropiado	requiere	el	entendimiento	de	las	propiedades	de	los	
desinfectantes	y	los	agentes	patógenos	a	tratar,	y	consideraciones	prácticas	de	los	
equipos,	instalaciones	o	procesos	que	requieran	desinfección.	Así	como	es	importante	
comprender	la	eficacia	de	los	variados	procesos	de	desinfección,	también	es	importante	
considerar	la	seguridad	de	los	protocolos	de	desinfección	hacia	el	medio	ambiente	y	los	
anfibios.	

	
Estas	son	algunas	definiciones	útiles	para	los	términos	utilizados	en	este	capítulo:	
	

• Limpieza:	La	remoción	física	de	todos	los	desechos	orgánicos	o	inorgánicos	
visibles	de	objetos,	tales	como	tierra	o	materias	fecales	(Kast	y	Hanna,	2008).	

• Desinfección:	Un	proceso	físico	(por	ejemplo,	luz	UV)	o	químico	(por	ejemplo,	
blanqueador	con	cloro)	para	reducir	el	número	y	la	viabilidad	de	los	
microorganismos	(por	ejemplo,	bacterias,	hongos	o	virus)	de	un	objeto,	
superficie	o	material.		

• Esterilización:	Un	proceso	físico	o	químico	que	remueve	todos	los	
microorganismos	de	los	objetos,	superficies	o	materiales.		
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Una	limpieza	y	desinfección	exhaustivas	reducen	la	mayoría	de	los	riesgos	de	transferir	
agentes	patógenos	anfibios.	La	esterilización	de	los	objetos	es	una	labor	intensiva	y	poco	
práctica	al	momento	de	llevar	a	cabo	rutinas.	
	
Las	pautas	disponibles	para	la	limpieza	y	desinfección	de	instalaciones	comerciales	de	
acuicultura	también	pueden	ser	aplicadas	a	las	instalaciones	para	anfibios,	
especialmente	en	las	instalaciones	de	producción	en	masa	y	cultivo	de	anfibios.	El	
Manual	de	Pruebas	de	Diagnóstico	para	Animales	Acuáticos	de	la	Organización	Mundial	
de	Sanidad	Animal	(OIE)	tiene	una	breve	descripción	de	los	métodos	de	desinfección	en	
la	acuicultura:	www.oie.int/eng/normes/fmanual/1.1.3_DISINFECTION.pdf	

	
Limpieza	

	 El	acto	de	limpiar	en	sí	no	significa	que	un	objeto	quede	libre	de	patógenos	que	
puedan	causar	enfermedades	anfibias,	sin	embargo,	es	extremadamente	importante	
limpiar	minuciosamente	los	objetos	antes	de	su	desinfección	o	esterilización.		
	

• Una	limpieza	completa	remueve	físicamente	muchos	o	la	mayoría	de	los	agentes	
patógenos	atrapados	en	los	desechos	orgánicos.	Al	reducir	el	número	de	
patógenos	en	un	objeto	el	proceso	de	desinfección	tiene	más	posibilidades	de	
ser	exitoso.	La	limpieza	también	permite	que	los	desinfectantes	hagan	contacto	
directo	con	las	superficies	de	un	objeto.	

• Muchos	desinfectantes	son	desactivados	por	la	presencia	de	materiales	
orgánicos.	Por	lo	tanto,	para	que	el	proceso	de	desinfección	sea	exitoso,	los	
objetos	primero	deben	ser	limpiados	minuciosamente.		

• El	calor	o	el	agua	caliente	facilitan	la	habilidad	de	remover	materiales	orgánicos	
de	los	objetos.	

• Se	debería	llevar	a	cabo	una	limpieza	general	de	todos	los	objetos	utilizados	en	el	
cuidado	zootécnico	de	los	anfibios	de	forma	regular.	La	limpieza	se	complementa	
con	el	uso	de	detergentes	que	aflojen	el	material	orgánico	de	la	superficie	de	los	
objetos	y	que	ayuden	a	romper	las	biopelículas	de	microorganismos	que	se	
resistan	a	la	desinfección.	El	enjuague	minucioso	de	los	objetos	para	remover	el	
detergente	es	esencial	después	de	la	limpieza	de	estos.	

	
Desinfección	

	 La	limpieza	y	desinfección	posterior	de	un	objeto	por	medio	de	la	aplicación	de	
un	agente	químico	reduce	el	número	y	la	viabilidad	de	los	agentes	patógenos	hasta	el	
punto	en	que	estos	ya	no	podrían	actuar	como	fuente	de	infección.	El	desinfectante	a	
elegir	para	su	uso	en	una	instalación	para	anfibios	depende	de:	
	

• La	eficacia	del	desinfectante	y	el	tipo	de	agentes	patógenos	que	deben	
ser	eliminados.	Por	ejemplo,	algunos	microorganismos	tales	como	el	
Mycobacterium	spp.	o	el	Cryptosporidium	spp.	son	muy	resistentes	a	la	
mayoría	de	los	desinfectantes	comunes.	
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• El	potencial	de	toxicidad	hacia	los	anfibios	que	se	encuentran	expuestos	
al	desinfectante.	Los	anfibios	son	muy	sensibles	a	los	residuos	que	dejan	
los	desinfectantes,	por	lo	que	se	requiere	un	enjuague	minucioso	de	
todos	los	desinfectantes	después	de	su	uso.		

• Las	preocupaciones	acerca	de	la	exposición	humana	a	los	desinfectantes	
y	la	descarga	de	estos	al	medio	ambiente.	

• La	seguridad	para	uso	en	diferentes	materiales.	Algunos	desinfectantes	
pueden	ser	corrosivos	para	las	herramientas	o	materiales	usados	en	las	
instalaciones	para	anfibios.	

• Facilidad	de	uso	y	eliminación.	
• Costo.	

	
5.2	DESINFECTANTES	QUÍMICOS	
	 Hay	una	gran	variedad	de	desinfectantes	químicos	disponibles	para	uso	en	las	
instalaciones	de	cautiverio	anfibio	y	en	el	campo.	Cada	desinfectante	tiene	sus	propias	
ventajas	y	desventajas.		Muchos	desinfectantes	son	desactivados	por	la	presencia	de	
materiales	orgánicos,	por	lo	que	una	limpieza	minuciosa	de	las	superficies	es	necesaria	
antes	de	su	uso.	Ha	sido	sugerido	el	uso	de	concentraciones	más	elevadas	de	
desinfectantes	que	aquellas	determinadas	como	efectivas	contra	agentes	patógenos	
anfibios	específicos	en	los	laboratorios,	esto	es	en	parte	para	superar	los	problemas	
asociados	a	los	residuos	de	material	orgánico	(sobre	todo	en	situaciones	reales	de	
terreno)	(Webb	y	colaboradores,	2007).	
	 El	tiempo	de	contacto	y	la	concentración	de	los	desinfectantes	son	críticos	para	
la	eficacia	de	un	régimen	de	desinfección	química.	Los	tiempos	de	contacto	
recomendados	para	varios	desinfectantes	varían	dependiendo	de	la	concentración	
usada	y	de	los	agentes	patógenos	específicos	que	necesitan	eliminarse.	Por	ejemplo,	
una	solución	de	un	1%	de	hipoclorito	sódico	eliminara	al	hongo	quítrido	anfibio	
Batrachochytrium	dendrobatidis	en	no	más	de	1	minuto	de	contacto,	mientras	que	una	
solución	de	0,4%	de	hipoclorito	sódico	requiere	al	menos	10	minutos	de	tiempo	de	
contacto	(Johnson	y	colaboradores,	2003).	Recomendaciones	y	efectividad	in	vitro	de	
varios	desinfectantes	son	resumidas	en	una	tabla	al	final	de	este	capítulo.	
	

Lejía	(Cloro)	
	 El	cloro,	más	común	en	su	forma	hipoclorada,	es	el	ingrediente	activo	de	la	lejía	
usada	en	el	hogar.	El	cloro	es	un	desinfectante	muy	efectivo	para	las	bacterias,	hongos	
(incluyendo	el	hongo	quítrido	anfibio	Batrachochytrium	dendrobatidis)	y	muchos	virus	
(incluyendo	los	ranavirus).	Las	propiedades	del	desinfectante	se	ven	potenciadas	si	se	
aplica	en	superficies	limpiadas	minuciosamente	y	con	agua	tibia.	
	
Las	ventajas	de	la	lejía	como	desinfectante	son:		
	

• Esta	se	encuentra	ampliamente	disponible.	
• Tiene	un	bajo	costo.		
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• Es	efectiva	en	concentraciones	relativamente	elevadas	contra	el	hongo	quítrido	
anfibio	Batrachochytrium	dendrobatidis	y	los	ranavirus	(Langdon,	1989;	Johnson	
y	colaboradores,	2003;	Bryan	y	colaboradores,	2009).			

	
Las	desventajas	de	la	lejía	como	desinfectante	son:	
	

• Los	materiales	orgánicos	la	desactivan	fácilmente,	por	ejemplo,	la	tierra.		
• Es	corrosiva	para	metales,	telas	y	sellantes	de	silicona,	sobre	todo	en	

concentraciones	elevadas.	
• Puede	que	la	lejía	sea	dañina	para	los	ambientes	acuáticos	(Webb	y	

colaboradores,	2007;	Schmidt	y	colaboradores,	2009).		
• El	cloro	es	muy	irritante	para	los	anfibios	y	otros	organismos	acuáticos,	y	en	

niveles	elevados	puede	causar	toxicosis	o	muerte	(Wright	y	Whitaker,	2001).	Es	
necesario	enjuagar	minuciosamente	los	objetos	después	de	la	desinfección.	Se	
debe	evitar	exponer	a	los	animales	a	los	gases	de	cloro	durante	la	desinfección.	

• Puede	no	ser	efectiva	contra	los	ranavirus	en	superficies	secas	(Langdon,	1989).	
Nota	importante:	La	concentración	de	hipoclorito	sódico	en	la	lejía	de	uso	hogareño	
varía	entre	los	productos	disponibles	en	el	comercio	(Entre	4%	y	6%	de	hipoclorito	
sódico	en	la	mayoría	de	los	productos).	Además,	los	productos	de	hipoclorito	de	calcio	y	
de	sodio	concentrados	(Contienen	hasta	un	12%	de	hipoclorito)	están	disponibles	para	
su	uso	en	piscinas	u	otros	lugares	con	volúmenes	altos	de	agua.	Para	determinar	la	
cantidad	de	lejía	que	se	debe	usar	para	lograr	los	niveles	apropiados	de	desinfección,	es	
importante	determinar	si	la	concentración	recomendada	en	una	publicación	se	refiere	al	
producto	de	lejía,	al	contenido	de	hipoclorito	sódico	del	producto	o	el	ingrediente	
activos	de	este	(cloro).		
	

• La	mayoría	de	las	publicaciones	que	describen	recomendaciones	para	
desinfectar	agentes	patógenos	anfibios	se	refieren	a	la	concentración	de	
hipoclorito	sódico.		

• Por	ejemplo,	una	concentración	de	un	1%	de	hipoclorito	sódico	ha	demostrado	
eliminar	al	hongo	quítrido	anfibio	Batrachochytrium	dendrobatidis	con	un	
contacto	mínimo	de	1	minuto	(Johnson	y	colaboradores,	2003).	Para	crear	una	
solución	de	un	1%	de	hipoclorito	sódico,	solo	se	necesita	lejía	de	uso	hogareño	
con	un	contenido	de	4%	de	hipoclorito	sódico,	entonces	se	puede	crear	una	
dilución	de	1	parte	de	lejía	y	3	partes	de	agua.			

• En	contraste,	una	solución	de	un	1%	de	la	misma	lejía	de	uso	hogareño	se	puede	
obtener	haciendo	una	dilución	de	1	parte	de	lejía	y	99	partes	de	agua,	lo	cual	da	
como	resultado	una	concentración	de	0.04%	de	hipoclorito	sódico,	la	cual	es	
inefectiva	en	contra	del	hongo	quítrido	Batrachochytrium	dendrobatidis.			
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Compuestos	de	amonio	cuaternario	(QAC,	por	sus	siglas	en	inglés)	
	 Los	QAC	son	un	grupo	grande	de	desinfectantes	con	propiedades	antibacteriales,	
antimicóticas	y	antivirales	comúnmente	usados	en	el	manejo	de	animales.	Algunos	
ejemplos	de	estos	son	el	cloruro	de	benzalconio	y	el	cloruro	de	didecil	dimetil	amonio	
(DDAC,	por	sus	siglas	en	ingles).		
	
Las	ventajas	de	los	QAC	son:	
	

• Son	menos	irritantes	y	relativamente	no	tóxicos	en	comparación	con	el	cloro.		
• Son	biodegradables	y	no	causan	tanto	daño	al	medio	ambiente	en	bajas	

concentraciones.	
• No	son	corrosivos	para	metales,	telas	y	otros	materiales	utilizados	en	los	recintos	

para	anfibios.	
• Son	efectivos,	en	bajas	concentraciones,	contra	el	hongo	quítrido	anfibio	

Batrachochytrium	dendrobatidis.	Esto	es	útil	para	el	trabajo	de	campo,	ya	que	
permite	que	pequeños	volúmenes	de	reservas	de	soluciones	sean	transportados	
a	ubicaciones	remotas	(Johnson	y	colaboradores,	2003;	Webb	y	colaboradores,	
2007).	

• Son	baratos	y	buenos	para	la	limpieza	general	de	superficies	e	instalaciones.	
	
Las	desventajas	de	los	QAC	son:	
	

• Pueden	ser	desactivados	por	residuos	de	jabón	y	materiales	orgánicos,	por	
ejemplo,	tierra.	

• La	eficacia	de	los	QAC	contra	los	ranavirus	no	se	ha	determinado	(aunque	estos	
si	son	efectivos	contra	otros	virus	ADN,	tales	como	los	herpervirus).	

	
Algunos	ejemplos	de	productos	QAC	son:	
	

• Path-X®	
• QAC	128®	
• F10	Súper	Concentrado	Desinfectante®	
• TriGene®	
• Roccal®	

	
Monopersulfato	de	Potasio	(Virkon®)	

	 Virkon	S®	y	Virkon	acuático®	(Antec	International/DuPont)	son	desinfectantes	de	
espectro	amplio	eficaces	contra	muchas	bacterias,	virus	y	hongos.		
	
Las	ventajas	del	Virkon®	son:	
	

• Es	efectivo	contra	el	hongo	quítrido	anfibio	Batrachochytrium	dendrobatidis	y	los	
ranavirus	(Johnson	y	colaboradores,	2003;	Bryan	y	colaboradores,	2009).	
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• Presenta	menos	problemas	de	toxicidad	ambiental	o	a	anfibios	(Schmidt	y	
colaboradores,	2009).	Aunque	la	seguridad	de	los	anfibios	requiere	
investigaciones	adicionales	(Bryan	y	colaboradores,	2009).	

• No	es	corrosivo	para	materiales	o	irritante	para	la	piel	humana	si	se	usa	la	
concentración	recomendada	de	un	1%.	

• Es	más	efectivo	que	la	lejía	en	la	presencia	de	materiales	orgánicos.	
	

Clorhexidina	(Nolvasan®)	
	 Nolvasan®	(Fort	Dodge	Animal	Health)	es	un	desinfectante	común	utilizado	en	
hospitales	veterinarios	que	tiene	actividad	antibacterial,	antimicótica	y	antiviral.	
	
La	ventaja	de	Nolvasan®	es:	
	

• Actividad	contra	los	ranavirus	(Bryan	y	colaboradores,	2009).	
	
La	desventaja	de	Nolvasan®	es:	
	

• Eficacia	contra	el	hongo	quítrido	anfibio	desconocida.	Se	necesitan	estudios	
experimentales.	

	
Etanol	

El	etanol	(70%)	es	útil	para	la	desinfección	de	equipo	e	instrumentos	usados	en	la	
gestión	de	anfibios.	No	se	recomienda	su	uso	en	recintos	para	animales	o	en	equipos	
grandes.		
	

• Es	efectivo	contra	el	hongo	quítrido	anfibio	Batrachochytrium	dendrobatidis	y	los	
ranavirus	(Johnson	y	colaboradores,	2003;	Langdon,	1989).	La	información	
experimental	relacionada	a	los	ranavirus	está	basada	en	un	contacto	de	2	horas.	

	
Ozono	

	 El	ozono	es	un	fuerte	oxidante	con	conocidas	propiedades	antibacteriales	y	
antivirales.	Tiene	un	historial	de	uso	para	la	desinfección	de	aguas	residuales	en	la	
acuicultura	comercial	(Schuur,	2003;	y	el	Manual	de	Pruebas	de	Diagnóstico	para	los	
Animales	Acuáticos	de	la	OIE	
www.oie.int/eng/normes/fmanual/1.1.3_DISINFECTION.pdf)	y	probablemente	tendrá	
aplicaciones	en	las	instalaciones	que	deban	tratar	aguas	residuales	de	anfibios	(vea	la	
sección	4.13).	No	ha	sido	probado	específicamente	para	medir	su	actividad	contra	el	
hongo	quítrido	anfibio	o	los	ranavirus.	
	

Otros	desinfectantes	
	 Otros	desinfectantes	químicos	han	sido	descritos	para	su	uso	contra	agentes	
patógenos	anfibios	específicos	o	son	usados	comúnmente	en	la	acuicultura	comercial	u	
otros	parámetros	zootécnicos.	
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• Povidona	yodada:	Un	antiséptico	tópico	utilizado	comúnmente	-	Betadine®	

Contiene	un	10%	de	povidona	yodada,	lo	que	es	equivalente	a	un	1%	del	
yodo	disponible	(Webb	y	colaboradores	2007).	Este	producto	es	
potencialmente	tóxico	para	anfibios	y	no	se	recomienda	su	uso	generalizado	
en	el	cuidado	zootécnico	de	anfibios.			

• El	permanganato	potásico,	el	cloruro	sódico	y	el	formaldehído,	son	productos	
comúnmente	usados	en	la	acuicultura	por	sus	propiedades	antimicrobianas.	
Aunque	estos	están	ampliamente	disponibles	y	son	baratos,	son	
potencialmente	tóxicos	y	corrosivos,	y	no	se	recomienda	su	uso	general	en	el	
manejo	de	anfibios.		

• Desinfectantes	fenólicos:	Conservan	más	actividad	en	ambientes	
contaminados	con	materiales	orgánicos,	por	lo	que	pueden	ser	útiles	para	
diferentes	aplicaciones,	como	para	baños	desinfectantes	para	pies.	Puede	ser	
muy	irritante	para	la	piel	pero	tiene	implicaciones	ambientales	significativas.			

	
5.3	MÉTODOS	DE	DESINFECCIÓN	NO	QUÍMICOS	

Calor	
	 La	aplicación	de	calor	es	útil	para	la	desinfección	de	objetos,	materiales	del	
substrato	orgánicos	y	agua	(aguas	entrantes	y	residuales)	en	instalaciones	para	anfibios.	
Las	combinaciones	de	calor	y	presión	(por	ejemplo,	desinfección	en	autoclave	u	olla	a	
presión)	son	buenas	para	la	esterilización	de	materiales	antes	de	su	uso	en	una	
instalación	o	antes	de	la	eliminación	de	residuos	sólidos	contaminados.		
	 Los	hongos	quítridos	anfibios	son	altamente	vulnerables	a	temperaturas	
moderadamente	elevadas.	Por	ejemplo,	la	exposición	de	cultivos	puros	de	
Batrachochytrium	dendrobatidis	a	una	temperatura	de	32	oC	(89.6	oF)	resultó	en	la	
muerte	del	hongo	a	las	96	horas	de	exposición.	La	exposición	a	47	oC	(116	oF)	resultó	en	
la	muerte	del	hongo	en	30	minutos	de	exposición	(Johnson	y	colaboradores,	2003).	El	
Batrachochytrium	salamandrivorans	tiene	una	preferencia	térmica	más	baja	que	
Batrachochytrium	dendrobatidis.	En	un	entorno	de	laboratorio,	el	Batrachochytrium	
salamandrivorans	muere	con	temperaturas	mayores	a	25°C	(77.0	oF)	(Martel	y	
colaboradores,	2013).	Elevar	las	temperaturas	ambientales	a	estos	niveles	puede	ser	útil	
para	eliminar	este	hongo	de	materiales	tales	como	plantas	u	otros	objetos	difíciles	de	
desinfectar.	La	elevación	de	la	temperatura	ambiental	también	ha	sido	sugerida	como	
un	método	de	tratamiento	para	anfibios	que	pueden	tolerar	temperaturas	ambientales	
más	elevadas.		Un	estudio	único	examinó	el	efecto	del	calor	en	cultivos	celulares	que	
contenían	el	ranavirus	EHNV	en	peces	(Langdon,	1989).	La	exposición	a	40	oC	(104	oF)	
mató	al	virus	a	las	24	horas.	La	exposición	a	60	oC	(140	oF)	mató	al	virus	en	15	minutos.		
	

Desecación	
	 El	hongo	quítrido	anfibio	Batrachochytrium	dendrobatidis	es	vulnerable	al	
secado	completo	(desecación).	La	muerte	del	hongo	ocurrió	después	de	3	horas	
(Johnson	y	colaboradores,	2003).	Se	sabe	que	el	hongo	puede	mantenerse	viable	en	
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agua	esterilizada	de	la	llave	o	desionizada	a	lo	menos	por	3	o	4	semanas	y	7	semanas	en	
agua	de	lago	(Johnson	y	Speare,	2003).		
	 Brunner	y	colaboradores	(2007)	señalaron	que	la	desecación	a	20	oC	por	4	días	
desactiva	al	ranavirus	ATV	en	sustratos	de	estanque	naturales,	pero	si	el	barro	
permanece	húmedo	el	virus	sigue	activo.	Si	se	llevan	estos	hallazgos	a	la	realidad	de	
animales	en	cautiverio,	se	puede	apreciar	la	importancia	de	la	desecación	absoluta	de	
los	sustratos,	mobiliario	o	recintos,	tal	vez,	por	períodos	de	2	semanas	o	más.		
	 No	existen	estudio	publicados	acerca	del	efecto	de	la	desecación	en	el	
Batrachochytrium	salamandrivorans.	
	

Luz	ultravioleta	
	 La	exposición	a	luz	ultravioleta	ha	sido	utilizada	para	desinfectar	el	agua	de	
sistemas	acuáticos	y	se	sabe	que	esta	posee	actividad	contra	bacteria	y	muchos	virus.	
	

• La	luz	ultravioleta	a	1000mW/m2	y	una	longitud	de	onda	de	254	nm	no	fue	
efectiva	contra	cultivos	vivos	del	hongo	quítrido	anfibio	Batrachochytrium	
dendrobatidis	en	laboratorio	(Johnson	y	colaboradores,	2003).	Su	efecto	en	
zoosporas	de	nado	libre	en	el	agua	es	desconocido.	No	se	debe	depender	de	
la	luz	UV	para	la	desinfección	del	agua	contra	zoosporas	Bd	hasta	que	se	
hayan	llevado	a	cabo	los	experimentos	apropiados.			

• La	luz	ultravioleta	a	2,6	x	104	μW.sec/cm2	con	una	fluidez	de	5000	L/h	fue	
efectiva	contra	el	iridovirus	Bohle	(Ranavirus)	de	las	ranas	(Miocevic	y	
colaboradores,	1993).			

	
5.4	LIMPIEZA	Y	DESINFECCIÓN	DE	LOS	RECINTOS	PARA	ANIMALES	
	 Los	horarios	de	limpieza	de	los	recintos	para	anfibios	variaran	dependiendo	de	la	
especie,	el	número	de	animales	alojados	en	el	recinto,	el	tipo	de	recinto,	los	tipos	de	
sustratos	utilizados,	y	el	uso	de	sistemas	de	filtración.		
	

• Se	deben	llevar	a	cabo	limpiezas	localizadas	diarias,	removiendo	las	heces	y	
alimentos	sin	consumir	a	la	vista,	esto	es	efectivo	para	reducir	la	necesidad	de	
limpiezas	completas	frecuentes	o	el	deterioro	de	los	recintos.	

• 	Un	enjuague	con	agua	diario	del	sustrato	(donde	sea	aplicable)	debe	llevarse	a	
cabo	en	todas	las	orecintos.		

• Los	sustratos	desechables	como	las	toallas	de	papel	o	pulpa	de	papel	deben	ser	
cambiados	frecuentemente	(todos	los	días	o	regularmente)	para	reducir	la	
acumulación	potencial	de	los	desechos	orgánicos	y	de	ciertos	agentes	patógenos	
como	los	nemátodos	rabditiformes.		

• Los	sustratos	reutilizables	que	puedan	ser	desinfectados	fácilmente,	como	la	
gomaespuma	natural	o	el	Astroturf®	también	deberían	ser	limpiados	
diariamente.	Tener	conjuntos	iguales	de	estos	objetos	simplificara	esta	tarea.	El	
conjunto	sucio	puede	ser	desinfectado	químicamente,	enjuagado,	secado	y	estar	
listo	para	su	uso	el	día	siguiente.			
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• Los	sustratos	orgánicos	como	el	musgo	sphangnum,	la	turba,	la	cáscara	de	coco	
comprimida	y	los	sustratos	hechos	de	tierra	deberían	eliminarse	después	de	uso	
y	no	ser	reutilizados	en	otro	recinto.	

• La	frecuencia	de	los	cambios	de	agua	depende	de	la	historia	natural	de	la	especie	
en	particular	y	del	tipo	de	sistema	utilizado.	Se	deben	llevar	a	cabo	pruebas	de	
agua	para	detectar	los	valores	de	pH,	amoniaco	y	nitrato,	ya	que	estos	son	
parámetros	importantes	que	se	deben	monitorear	para	muchas	especies	
acuáticas,	y	pueden	ayudar	a	determinar	la	necesidad	de	hacer	cambios	parciales	
completos	en	el	agua	(Browne	y	colaboradores,	2007;	Pramuk	y	Gagliardo,	
2008).	

• Otro	factor	a	tomar	en	cuenta	para	determinar	un	horario	de	limpieza	es	si	ha	
iniciado	la	reproducción.	El	acondicionamiento	de	algunas	especies	puede	
requerir	un	proceso	de	estivación.	Algunas	especies	son	menos	aptas	para	el	
apareamiento	si	se	sienten	inquietas.	Estos	y	otros	requerimientos	específicos	de	
las	especies	deben	ser	considerados	en	el	tipo	y	frecuencia	del	mantenimiento	
de	una	colección	anfibia.	

	
La	desinfección	de	los	recintos	para	animales	se	lleva	a	cabo:	
	

• Cuando	se	lleven	a	cabo	los	cambios	periódicos	de	sustratos.	
• Como	parte	de	un	enfoque	para	controlar	el	brote	de	una	enfermedad	infecciosa	

en	una	población	cautiva.	Por	ejemplo,	si	hay	un	brote	de	quitridiomicosis,	es	
importante	eliminar	al	hongo	quítrido	de	los	recintos	y	también	tratar	a	los	
animales	enfermos.	

• Antes	de	que	recintos	previamente	utilizados	sean	reutilizados	por	animales	
diferentes.	

	
Consulte	la	tabla	de	la	sección	5.10	para	más	detalles	acerca	del	uso	de	desinfectantes	
específicos,	concentraciones	recomendadas	y	tiempos	de	contacto.		
	
Las	superficies	de	los	recintos	son	minuciosamente	enjuagadas	para	eliminar	los	restos	
de	desinfectantes	y	no	exponer	a	los	anfibios	a	los	químicos	de	los	desinfectantes.	
	
5.5	DESINFECCIÓN	DE	EQUIPO	Y	HERRAMIENTAS	
Las	herramientas	y	el	equipo	son	limpiados	y	desinfectados	después	de	su	uso	entre	
diferentes	recintos	(por	ejemplo,	una	red	utilizada	en	el	Recinto	A	debe	ser	desinfectada	
antes	de	usarla	en	el	Reciento	B).	Consulte	la	tabla	de	la	sección	5.10	para	más	detalles	
acerca	del	uso	de	desinfectantes	específicos,	concentraciones	recomendadas	y	tiempos	
de	contacto.			
	

• Tener	varios	juegos	de	equipo	es	útil	para	la	eficacia	del	flujo	de	trabajo	(por	
ejemplo,	puede	usar	un	juego	mientras	el	otro	está	en	uso).		
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• Para	las	colecciones	que	llevan	bastante	tiempo	establecidas	y	que	no	tienen	
problemas	de	enfermedades	infecciosas	en	curso,	puede	bastar	con	lavar	
minuciosamente	los	instrumentos	o	herramientas	entre	recintos	diferentes.		Sin	
embargo,	existe	el	riesgo	de	transmitir	agentes	patógenos	desconocidos	entre	
diferentes	recintos.	

• Las	habitaciones	de	aislamiento	a	largo	plazo	para	los	animales	bajo	el	nivel	de	
bioseguridad	de	"AISLAMIENTO"	deben	tener	conjuntos	dedicados	de	equipo	
(por	ejemplo,	redes,	fórceps,	tubos	de	succión,	cepillos	para	fregar,	esponjas,	
etc.).	El	equipo	nunca	debe	ser	sacado	de	la	habitación	individual	de	aislamiento	
y	nunca	debe	ser	usado	en	un	grupo	diferente	de	animales.	Si	el	equipo	o	
recintos	de	las	habitaciones	de	bioseguridad	de	"AISLAMIENTO"	deben	ser	
limpiados	y	desinfectados	en	un	lugar	o	fregadero	que	también	es	usado	con	el	
mismo	propósito	para	animales	en	un	nivel	de	bioseguridad	diferente	(por	
ejemplo,	bioseguridad	de	"BUENAS	PRÁCTICAS"),	el	lugar	o	fregadero	primero	
debe	ser	minuciosamente	desinfectado	(vea	el	capítulo	4).	

	
Antes	de	la	desinfección	es	esencial	una	limpieza	completa	para	remover	la	materia	
orgánica	del	equipo	y	las	herramientas.	Las	superficies	de	los	recintos	deben	ser	
minuciosamente	enjuagadas	para	eliminar	los	restos	de	desinfectantes	y	no	exponer	a	
los	anfibios	a	los	químicos	de	los	desinfectantes.	
	
5.6	DESINFECCIÓN	Y	ESTERILIZACIÓN	DE	SUSTRATOS	Y	AMUEBLADO	DE	
RECINTOS	

	 	 Existe	una	gran	variedad	de	sustratos	y	amueblado	para	recintos	que	se	utilizan	
en	los	recintos	para	anfibios	cautivos,	y	cada	uno	requiere	diferentes	métodos	para	
desinfectarse.	Como	se	señaló	anteriormente,	una	limpieza	completa	y	remover	el	
material	orgánico	es	necesario	para	una	desinfección	efectiva.	

	
Sustratos	y	amueblados	de	recintos	hechos	de	plástico,	vidrio	o	metal:	
	 Estos	materiales	son	fáciles	de	limpiar	y	desinfectar	si	se	usan	métodos	químicos.	
Consulte	la	tabla	de	la	sección	5.10	para	más	detalles	acerca	del	uso	de	desinfectantes	
específicos,	concentraciones	recomendadas	y	tiempos	de	contacto.	
	
Sustratos	hechos	de	materiales	orgánicos	o	naturales:	
	 Los	materiales	orgánicos	o	naturales	tales	como	rocas,	madera,	o	materiales	de	
plantas	deshidratadas	o	muertas	(por	ejemplo,	musgo	sphangnum	o	corteza	de	coco)	o	
de	plantas	vivas,	frecuentemente	son	componentes	esenciales	de	los	recintos	para	
anfibios,	pero	son	difíciles	de	desinfectar	adecuadamente.	Pautas	para	la	desinfección	
de	plantas	vivas	son	cubiertos	en	la	sección	5.7.	
	

• Los	sustratos	orgánicos	como	el	musgo	sphangnum,	turba,	cáscara	de	coco	
comprimida,	tierra,	y	los	sustratos	de	cerámica	y	piedra	como	la	gravilla,	piedras	
de	riachuelo,	arena	y	agregados	ligeros	de	arcilla	expandida	(LECA,	por	sus	siglas	
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en	inglés)	pueden	ser	desinfectados	o	esterilizados	usando	un	tratamiento	de	
calor	antes	de	su	uso	en	un	recinto.	Puede	encontrar	una	revisión	de	este	tema	
en	el	siguiente	documento	web:	
http://www.colostate.edu/Dept/CoopExt/4dmg/Soil/sterile.htm	

	
Del	mismo	documento	se	han	reimpreso	2	métodos	efectivos	para	la	
esterilización	por	calor	usando	hornos	microondas:			

1.	Llene	contenedores	de	plástico	limpios	de	1	litro	aproximadamente	con	
tierra	muy	húmeda,	perlita	o	un	caldo	de	cultivo	de	esquejes.	Revise	los	
bordes	de	los	contenedores	para	verificar	que	no	haya	aluminio	de	ningún	
tipo,	ya	que	algunos	contenedores,	como	por	ejemplo	los	de	de	yogurt,	vienen	
con	un	sello	de	aluminio.	Para	esterilizar	tierra	use	contenedores	de	plástico	
limpios	con	las	tapas	puestas.		Debe	usar	una	sonda	de	temperatura	dentro	de	
un	horno	microondas	de	tipo	"carrusel",	debe	poner	la	temperatura	del	horno	
a	200°F	y	mantenerla	con	el	programa	digital	del	horno	por	20	minutos.		Haga	
un	agujero	a	través	de	las	tapas	de	plástico	con	un	clavo	para	que	se	ventile	el	
vapor.	La	sonda	de	temperatura	va	metida	a	medias	en	la	tierra	por	el	agujero	
en	uno	de	los	contenedores.	En	un	microondas	grande	se	pueden	esterilizar	
hasta	7	contenedores	al	mismo	tiempo,	lo	cual	hace	que	este	método	sea	muy	
eficiente	para	esterilizar	la	tierra	por	calor.	Deje	que	el	contenedor	se	enfríe	y	
tape	el	agujero	para	mantenerlo	estéril	hasta	su	uso.		

2.	Ponga	aproximadamente	2	libras	(1	kg	aprox.)	de	tierra	húmeda	en	una	
bolsa	de	polipropileno.	Deje	la	parte	superior	abierta	y	colóquela	en	el	centro	
de	un	horno	microondas.	Deje	por	2	minutos	y	medio	a	toda	potencia	de	650	
watts	aproximadamente.	Después,	cierre	la	bolsa	y	permita	que	la	tierra	se	
enfrié	antes	de	removerla.	

• Las	ramas,	la	madera	y	los	corchos	de	árboles	de	madera	dura	son	materiales	
porosos	difíciles	de	desinfectar.	Para	minimizar	el	riesgo	de	enfermedades	de	
estos	materiales	debe:	

o Considerar	la	fuente	de	los	materiales	antes	de	incorporarlos	a	los	
recintos	para	anfibios.	Evitar	recolectar	materiales	de	áreas	que	se	
encuentran	expuestas	a	anfibios	nativos	o	áreas	de	las	que	se	sabe	que	
están	pasando	por	un	brote	de	enfermedades	anfibias.	

o La	aplicación	leve	de	calor	es	útil	para	eliminar	al	hongo	quítrido	de	
anfibios	(vea	la	sección	5.3).	Para	objetos	más	pequeños,	pueden	ser	
útiles	el	autoclave	o	la	esterilización	por	calor	en	microondas	para	
sustratos	que	se	describieron	más	arriba.	

o Lave	en	agua	tibia	o	caliente	para	remover	cuanta	tierra	sea	posible.	Evite	
usar	detergentes	o	jabones	en	materiales	porosos.	

o Puede	considerar	usar	una	solución	de	lejía	diluida	(de	0.4%	de	
hipoclorito	sódico)	para	desinfectar	después	del	lavado.	Los	objetos	
deben	ser	enjuagados	minuciosamente	después	de	la	desinfección	y	



Capítulo	5:	Limpieza	y	Desinfección—69	

deben	secarse	por	varios	días	antes	de	su	uso	para	asegurarse	de	que	los	
anfibios	no	estén	expuestos	a	residuos	de	cloro.	

• En	algunos	casos,	no	esterilizar	los	sustratos	puede	presentar	ventajas.	Por	
ejemplo,	la	hojarasca	puede	ser	una	fuente	de	presas	microscópicas	esenciales	
para	el	éxito	del	manejo	de	una	especie	en	cautiverio.	El	riesgo	de	
enfermedades	debe	ser	considerado	caso	por	caso.		

		
5.7	DESINFECCIÓN	DE	PLANTAS	VIVAS	
	 Las	plantas	vivas	pueden	ser	un	componente	muy	importante	de	los	recintos	
para	anfibios	cautivos.	Como	se	describió	arriba	para	otros	sustratos	y	mobiliario	para	
recintos,	se	debe	tener	consideración	cuidadosa	del	origen	de	las	plantas	vivas	para	
reducir	los	riesgos	de	enfermedades.	La	selección	de	plantas	desde	el	punto	de	vista	de	
la	bioseguridad	de	las	instalaciones	para	anfibios	(sobre	todo	para	anfibios	bajo	el	nivel	
de	bioseguridad	"AISLAMIENTO")	es	discutida	en	la	sección	4.13.	Algunas	de	las	
estrategias	para	la	desinfección	y	la	reducción	de	riesgo	de	enfermedades	son:	
	

• Las	plantas	deben	ser	removidas	de	sus	macetas.	Enjuague	las	raíces	con	agua	
fresca	limpia	para	remover	la	tierra.	Enjuague	las	plantas	para	remover	suciedad	
o	contaminantes	de	la	superficie	de	los	tallos	y	las	hojas.	Las	plantas	pueden	ser	
transferidas	a	nuevos	contenedores	con	tierra	estéril.	Muchas	plantas	pueden	
ser	arraigadas	y	cultivadas	por	medios	hidropónicos	(en	agua),	lo	cual	es	un	
método	preferible	si	se	puede	aplicar.	

• Si	la	preocupación	principal	es	el	hongo	quítrido	anfibio,	la	aplicación	de	una	
cantidad	de	calor	que	no	sea	letal	para	las	plantas	puede	ser	utilizada	para	una	
desinfección	selectiva	(ver	vea	la	sección	5.3	arriba).	

• Enjuague	las	plantas	en	una	solución	de	lejía	diluida	(0,4%	de	hipoclorito	sódico),	
mojándolas	por	no	más	de	10	a	15	minutos.	Diferentes	plantas	reaccionarán	de	
diferentes	formas	y	algunas	no	sobrevivirán	el	tratamiento.	Por	ejemplo,	las	
aráceas	robustas	como	el	pothos	(Epipremnum	spp.)	y	Philodendron	cordatum	
tendrán	mejores	resultados	que	las	begonias,	helechos	y	otras	plantas	con	tallos	
u	hojas	delicados.	

• Cuando	sea	posible,	consiga	sus	plantas	con	cultivadores	locales	para	minimizar	
el	riesgo	de	introducir	agentes	patógenos	no	nativos	(por	ejemplo,	una	
instalación	en	Costa	Rica	debería	usar	plantas	de	Costa	Rica,	y	no	plantas	
importadas	de	los	Estados	Unidos).	Un	invernadero	dedicado	o	una	instalación	
acuática	o	hidropónica	para	cultivar	plantas	que	no	contenga	anfibios	criados	en	
libertad	es	una	buena	forma	de	reducir	los	riesgos	involucrados	al	uso	de	plantas	
vivas.	

• Se	recomienda	el	uso	de	plantas	plásticas	o	de	seda	cuando	sea	posible,	sobre	
todo	para	las	situaciones	de	bioseguridad	de	"AISLAMIENTO".	Estas	pueden	ser	
fácilmente	limpiadas	y	desinfectadas	con	tratamientos	químicos	o	de	calor.		
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5.8	DESINFECCIÓN	Y	ESTERILIZACIÓN	DEL	AGUA	
	 La	desinfección	y	esterilización	del	agua	puede	ser	necesaria	para	asegurarse	de	
que	el	agua	entrante	de	una	instalación	esté	libre	de	agentes	patógenos	anfibios,	o	para	
asegurarse	de	que	las	aguas	residuales	que	salen	de	una	instalación	no	contengan	
patógenos	que	puedan	presentar	un	riesgo	para	los	anfibios	nativos.	Estos	temas	se	
discuten	en	las	secciones	4.14	y	4.16.	

	
• Si	fuera	necesario,	el	tratamiento	de	aguas	residuales	de	una	instalación	para	

anfibios	puede	ser	logrado	por	medio	de	la	aplicación	de	calor,	ozono	o	cloro	
(Schuur;	2003;	Robertson	y	colaboradores,	2008;	Krebs,	2008).	Pautas	para	las	
instalaciones	acuícolas	son	proporcionadas	por	la	Organización	Mundial	de	
Sanidad	Animal	(OIE)	
(www.oie.int/eng/normes/fmanual/1.1.3_DISINFECTION.pdf).	

• Para	la	desinfección	del	agua	por	medio	de	calor,	(ya	sea	para	aguas	residuales	
que	salen	de	la	instalación	o	para	aguas	entrantes)	las	temperaturas	
relativamente	bajas	de	71	°C	(160	°F)	por	15	o	20	minutos	son	efectivas	contra	
el	hongo	quítrido	anfibio	Batrachochytrium	dendrobatidis	y	el	ranavirus	EHNV	
en	entornos	de	laboratorio.	Estas	temperaturas	también	pueden	ser	efectivas	
para	los	Batrachochytrium	salamandrivorans,	dada	su	baja	tolerancia	térmica,	
sin	embargo,	esto	no	ha	sido	probado.	Estas	temperaturas	pueden	no	ser	
efectivas	para	las	esporas	bacterianas	o	para	todos	los	virus.	Si	se	desea	
esterilizar	agua,	se	necesitan	temperaturas	más	altas	que	sobrepasen	el	punto	
de	ebullición	de	100	°C	(212	°F)..	Calentar	el	agua	bajo	presión	(desinfección	en	
autoclave	o	uso	de	olla	a	presión)	incrementa	la	efectividad	de	la	desinfección.	

• Filtrar	el	agua	con	cartuchos	de	filtración	de	1	micrón	(1μm),	los	cuales	son	
relativamente	baratos	y	están	disponibles	en	ferreterías,	es	uno	de	los	métodos	
que	pueden	servir	para	remover	las	zoosporas	del	hongo	quítrido	anfibio	
Batrachochytrium	dendrobatidis.	Las	zoosporas	móviles	de	Batrachochytrium	
salamandrivorans	varían	de	4	a	5.5	μm	(Martel	y	colaboradores,	2013),	por	lo	
tanto,	filtrar	el	agua	a	través	de	cartuchos	de	filtración	de	1	micrón	(1μm)	es	
eficiente	para	remover	las	zoosporas	de	Batrachochytrium	salamandrivorans,	
esto,	sin	embargo,	no	ha	sido	probado.	La	filtración	de	agua	no	es	efectiva	para	
remover	virus.	

• La	luz	ultravioleta	puede	ser	efectiva	para	remover	los	ranavirus	del	agua,	pero	
su	eficacia	contra	el	hongo	quítrido	de	anfibios	Batrachochytrium	dendrobatidis	
es	cuestionable	(vea	la	sección	5.3).	

5.9	DESINFECCIÓN	Y	BIOSEGURIDAD	EN	EL	CAMPO		
	 La	preocupación	en	cuanto	a	la	posibilidad	de	mover	agentes	patógenos	anfibios	
a	nuevos	lugares,	como	resultado	de	investigaciones	de	campo	llevadas	a	cabo	en	
anfibios	silvestres,	ha	llevado	a	la	creación	de	una	cantidad	de	protocolos	para	reducir	
este	riesgo:	
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• Página	web	de	enfermedades	de	anfibios:	
www.jcu.edu.au/school/phtm/PHTM/frogs/field-hygiene.pdf	

• Agencia	de	protección	del	medio	ambiente	del	Gobierno	de	Queensland:	
www.epa.qld.gov.au/register/p02905aa.pdf	

• El	Centro	para	Control	de	Enfermedades	de	California:	
www.ccadc.us/docs/DeconForProfessionals.pdf	

• Guía	de	Recursos	para	el	Manejo	de	Anfibios	de	la	Asociación	de	Zoológicos	y	
Acuarios	(capítulo	2,	por	Kast	y	Hanna):	
www.aza.org/uploadedFiles/Conservation/Commitments_and_Impacts/Amphib
ian_Conservation/Amphibian_Resources/AmphibianHusbandryResourceGuide.p
df	

• http://www.arguk.org/info-advice/advice-notes/324-advice-note-4-amphibian-
disease-precautions-a-guide-for-uk-fieldworkers-pdf-2/file	

	
Existen	variaciones	y	algunas	veces	contradicciones	entre	diferentes	protocolos,	sin	
embargo,	los	principios	básicos	de	bioseguridad	para	biólogos	trabajando	en	
poblaciones	de	anfibios	silvestres	son	similares	en	todos	los	protocolos	que	han	sido	
revisados.	Recientemente	se	han	vuelto	disponibles	publicaciones	revisadas	por	
expertos	que	incluyen	calculadoras	de	riesgo	para	ayudar	a	los	biólogos	en	la	toma	de	
decisiones	de	bioseguridad	(St.Hilaire	y	colaboradores,	2009;	Phillott	y	colaboradores,	
2010).	Una	de	estas	calculadoras	de	riesgo	se	encuentra	disponible	en	línea:	
www.cefas.co.uk/4449.aspx	
	
Un	resumen	de	prácticas	de	campo	recomendadas	incluye:		
	
Definición	del	sitio	de	campo:	
	 La	primera	precaución	para	la	propagación	de	enfermedades	entre	poblaciones	
anfibias	es	definir	cuidadosamente	el	o	los	sitios	de	campo.	Los	investigadores	deben	
establecer	límites	hechos	por	ellos	o	naturales	para	definir	los	sitios.	Cuando	sea	
posible,	se	deben	hacer	planes	con	anticipación	para	trabajar	en	1	solo	sitio	por	salida,	o	
tener	diferentes	grupos	trabajando	en	cada	sitio	para	evitar	la	contaminación	cruzada	(y	
la	transmisión	de	enfermedades)	entre	sitios.	
	
Higiene	y	bioseguridad	del	equipo	in	situ:	
	 El	uso	de	equipo	desechable	que	pueda	ser	descartado	después	de	su	uso	en	un	
sitio	o	con	un	solo	anfibio	reduce	el	riesgo	de	propagar	enfermedades.	Todo	el	equipo	
reutilizable,	incluyendo	el	calzado,	debe	ser	desinfectado	entre	sitios	o	estar	dedicado	a	
un	solo	sitio	(por	ejemplo,	comprar	un	par	de	botas	de	hule	para	sitio	y	usarlas	solo	en	
sus	respectivos	sitios).	Consulte	la	tabla	de	la	sección	5.10	para	más	detalles	acerca	del	
uso	de	desinfectantes	específicos,	concentraciones	recomendadas	y	tiempos	de	
contacto.			
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• El	calzado	y	otro	equipamiento	reutilizable	debería	estar	hecho	de	materiales	
que	sean	fáciles	de	desinfectar	(por	ejemplo,	las	botas	de	hule	son	mejores	que	
las	botas	para	caminar	de	cuero).	

• Una	limpieza	completa	del	equipo	es	esencial	para	remover	la	tierra	y	el	material	
orgánico	antes	de	la	desinfección	en	el	campo.	Como	se	señaló	en	otras	
secciones,	el	material	orgánico	desactiva	el	efecto	de	muchos	desinfectantes.	Los	
cepillos	para	fregar	y	otros	implementos	para	remover	tierra	y	suciedad	deben	
ser	parte	del	equipo	de	campo.	Si	las	soluciones	de	desinfectantes	son	
contaminadas	con	material	orgánico	o	tierra	estas	deberían	ser	cambiadas.		

• Los	compuestos	de	amonio	cuaternario	(vea	la	sección	5.2)	han	sido	
recomendados	para	situaciones	reales	de	terreno	porque	son	concentradas	y,	
por	lo	tanto,	fáciles	de	transportar	a	terreno	(Johnson	y	colaboradores,	2003;	
Webb	y	colaboradores,	2007).	

• Si	la	desinfección	se	lleva	a	cabo	en	el	sitio,	se	debe	tener	en	cuenta	la	toxicidad	
de	los	químicos	hacia	el	medio	ambiente.	Los	compuestos	de	amonio	cuaternario	
y	Virkon®	(vea	la	sección	5.2)	son	opciones	más	amistosas	con	el	medio	ambiente	
comparadas	con	el	cloro	(Johnson	y	colaboradores,	2003;	Webb	y	colaboradores,	
2007;	Schmidt	y	colaboradores,	2009).	Si	la	preocupación	principal	son	los	
ranavirus,	el	Virkon®	puede	presentar	más	ventajas	que	los	compuestos	de	
amonio	cuaternario	(Bryan	y	colaboradores,	2009).		La	lejía	en	polvo	es	otra	
opción	que	es	fácil	de	transportar.	

• Los	vehículos	tienen	menos	posibilidades	de	ser	portadores	en	la	transmisión	de	
enfermedades	que	el	calzado	y	el	equipo	de	campo,	pero	aun	así	deberían	ser	
desinfectados,	sobre	todo	si	estos	entraron	o	cruzaron	a	un	sitio	que	se	sabe	está	
contaminado.	Las	ruedas	y	neumáticos	deben	limpiarse	para	remover	toda	la	
tierra	y	material	orgánico	y	deben	ser	desinfectadas	antes	de	dejar	el	sitio,	
usando	el	mismo	desinfectante	que	se	usó	para	desinfectar	el	calzado.	Siempre	
debe	recordar	desinfectar	el	calzado	antes	de	entrar	a	un	vehículo	para	prevenir	
que	agentes	patógenos	sean	transferidos	al	piso	o	los	pedales.	

	
Manipulación	y	recolección	de	las	muestras	de	anfibios:	
	 Cuando	se	esté	tratando	con	anfibios	en	el	campo,	incluso	dentro	del	mismo	
sitio,	se	deben	tomar	precauciones	para	minimizar	el	riesgo	de	transmitir	agentes	
patógenos	entre	animales	individuales.	
		

• Los	guantes	desechables	sin	talco	son	la	mejor	opción	al	momento	de	manejar	
anfibios.	Los	guantes	con	talco	deben	ser	enjuagados	para	remover	el	talco.	Se	
debe	usar	un	par	de	guantes	nuevo	para	cada	animal.	Si	no	hay	guantes	
disponibles,	es	preferible	usar	sus	manos	desnudas	y	lavarlas	después	de	
manejar	animales	diferentes	(Mendez	y	colaboradores,	2008).		

• El	riesgo	de	propagación	de	enfermedades	más	grande	que	puede	ocurrir	al	
manejar	anfibios	ocurre	cuando	los	animales	son	colocados	en	un	mismo	
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contenedor	o	cuando	los	contenedores	son	reutilizados	sin	antes	ser	
desinfectados.	No	reutilice	las	bolsas	de	recolección	y	utilice	una	nueva	para	
cada	animal.		

• Siempre	trate	de	manejar	lo	menos	posible	a	los	animales.	Los	procedimientos	
rápidos,	incluso	si	son	potencialmente	peligrosos,	pueden	causar	menos	estrés	
que	los	procedimientos	más	largos.		

• Los	animales	solo	deben	ser	liberados	en	el	sitio	de	captura	y	cualquier	anfibio	
que	se	encuentre	enfermo	o	muerto	debe	ser	preservado	en	una	solución	de	
10%	de	formalina	tamponada	y	deben	ser	presentados	para	un	diagnóstico	de	
enfermedades	(vea	el	capítulo	9).	

• Los	instrumentos	utilizados	para	la	recolección	de	muestras	deben	ser	
desinfectados	entre	cada	uso	en	cada	animal.	Para	los	instrumentos	quirúrgicos	
(por	ejemplo,	tijeras)	y	el	equipo	de	pesaje,	una	solución	de	70%	de	etanol	actúa	
de	forma	rápida	en	contra	del	hongo	quítrido	anfibio	Batrachochytrium	
dendrobatidis	(Johnson	y	colaboradores,	2003).	No	se	sabe	si	el	70%	de	etanol	
actúa	de	forma	rápida	en	Batrachochytrium	salamandrivorans.	

• Aunque	es	mencionado	en	algunos	protocolos	de	manejo	anfibio,	no	se	
recomienda	el	uso	de	los	compuestos	a	base	de	yodo	para	la	desinfección	de	la	
piel	antes	de	procedimientos	tales	como	el	corte	de	dedos	o	la	implantación	de	
microchips,	esto	por	las	preocupaciones	respecto	a	su	toxicidad.	Algunos	
substitutos	potenciales	son	0.75%	de	clorhexidina	o	2mg/L	de	cloruro	de	
benzalconio	(Wright,	2001).	

	
5.10	TABLA	DE	DESINFECTANTES	
	 Es	importante	recordar	que	las	concentraciones	de	desinfectantes	y	los	tiempos	
de	contacto	establecidos	en	las	pruebas	llevadas	a	cabo	in	vitro	pueden	no	ser	efectivas	
en	situaciones	prácticas,	dado	que	la	materia	orgánica	es	perjudicial	para	la	eficacia	de	
una	variedad	de	desinfectantes	(Johnson,	2003;	Webb	y	colaboradores,	2007).		Las	
recomendaciones	para	la	desinfección	en	campo	generalmente	son	adaptadas	de	los	
estudios	in	vitro,	incrementando	arbitrariamente	las	concentraciones	de	los	
desinfectantes	o	el	tiempo	de	contacto	más	allá	de	los	niveles	in	vitro.	Por	ejemplo,	
Webb	y	colaboradores	(2007)	recomiendan	usar	2	veces	el	mínimo	de	las	
concentraciones	in	vitro	para	la	desinfección	de	campo.	
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Estrategias	de	desinfección	apropiadas	para	eliminar	al	hongo	quítrido	anfibio	
Batrachochytrium	dendrobatidis	y	los	ranavirus:	Todas	las	concentraciones	y	tiempos	de	
contacto	son	in	vitro.	Información	derivada	de	(Johnson	y	colaboradores,	(2003),	Webb	
y	colaboradores	(2007),	Langdon	(1989),	Milosevic	y	colaboradores,	(1993),	Bryan	y	
colaboradores,	(2009)	y	Phillott	y	colaboradores,	(2010).	Tabla	adaptada	de	Kast	y	
Hanna	(2008).	

Aplicación	 Desinfectante	 Concentración	 Tiempo	de	
contacto	

Agente	patógeno	
objetivo	

Desinfección	de	
equipo	quirúrgico	y	
otros	instrumentos	
(por	ejemplo,	
básculas,	pinzas)	

Cloruro	de	benzalconio	 1	mg/mL	 1	min.	 Batrachochytrium	
dendrobatidis		

	 Etanol	 70%	 1	min.	 Batrachochytrium	
dendrobatidis	

	 Etanol	 70%	 2	hrs.	 Ranavirus	
	 Virkon®	 ®	 1	min.	 Batrachochytrium	

dendrobatidis	
Ranavirus	

	 Clorhexidina		 0.75–2%	 1	min.	 Ranavirus	
Desinfección	de	
equipos,	recintos,	
calzado	y	vehículos	

Hipoclorito	sódico	
(lejía)	

1%	de	hipoclorito	
sódico	

1	min.	 Batrachochytrium	
dendrobatidis		

	 Hipoclorito	sódico	
(lejía)	

0.4%	de	hipoclorito	
sódico	

10	min.	
(mínimo)	

Batrachochytrium	
dendrobatidis	

	 Hipoclorito	sódico	
(lejía)	

3%	de	hipoclorito	
sódico	

1	min.	
(superficies	
húmedas)	

Ranavirus	

	 Solución	concentrada	
de	8–12%	de	cloruro	
de	didecil	dimetil	
amonio	(DDAC)	

Dilución	de	1	en	
1000	

0.5	min.	 Batrachochytrium	
dendrobatidis		

	 Trigene®	 Dilución	de	1	en	
5000	

1	min.	 Batrachochytrium	
dendrobatidis		

	 F10®	 Dilución	de	1	en	
1500	

1	min.	 Batrachochytrium	
dendrobatidis		

	 Virkon®	 1%	(10	mg/mL)	 1	min.	 Ranavirus	
	 Clorhexidina	 0.75–2%	 1	min.	 Ranavirus	
	 Secado	completo	

(desecación)	
	 >3	hrs.	 Batrachochytrium	

dendrobatidis		
	 Calor	 60	oC	 15	min.	 Batrachochytrium	

dendrobatidis	
	 Calor	 37	oC	(sección	5.3)	 4	hrs.	 Batrachochytrium	

dendrobatidis		
	 Esterilización	de	luz	UV	 (Vea	la	sección	5.3)		 	 	
Desinfectar	telas	
(por	ejemplo,	
bolsas,	ropas)	

Lavado	en	caliente	 60	oC	o	más	alto	 30	min.	 Batrachochytrium	
dendrobatidis	
Ranavirus	
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CAPÍTULO	6	
	

CUARENTENA	
	
6.0	INTRODUCCIÓN	
	 La	cuarentena	de	nuevos	(entrantes)	animales	antes	de	su	antes	de	su	
introducción	a	una	colección	de	anfibios	establecida	(por	ejemplo,	animales	en	
zoológicos	o	colonias	de	resguardo	para	anfibios)	es	una	práctica	estándar	en	las	
instalaciones	para	animales	bien	administradas.	El	propósito	básico	de	un	programa	de	
cuarentena	es	prevenir	la	transmisión	de	agentes	patógenos	importantes	presentes	en	
los	animales	entrantes	hacia	los	animales	de	la	colección	establecida,	los	cuales	se	
encuentran	libres	de	patógenos.	El	proceso	de	cuarentena	involucra:	
	

• Mantener	a	los	animales	nuevos	aislados	de	la	colección	animal	establecida.	
• Adaptar	a	los	nuevos	animales	a	su	nueva	situación	y	prácticas	de	manejo.	
• Evaluar	amenazas	sanitarias	presentes	tanto	en	los	nuevos	animales	como	en	los	

animales	de	la	colección	establecida.	
• Mitigar	o	resolver	las	amenazas	sanitarias	identificadas	en	los	nuevos	animales.		

	
Este	capítulo	se	enfoca	en	la	cuarentena	para	los	nuevos	animales	que	entren	a	

colecciones	anfibias	establecidas.	Existe	un	considerable	solapamiento	entre	los	
procedimientos	y	la	filosofía	del	proceso	de	aislamiento	a	largo	plazo	utilizado	para	
animales	cautivos	o	su	descendencia	que	vayan	a	ser	liberados	a	la	naturaleza	(vea	el	
capítulo	4).	Algunas	referencias	generales	para	el	desarrollo	de	programas	de	
cuarentena	anfibia	son:	Wright	and	Whitaker,	2001;	Lynch,	2001;	Ferrell,	2008.	
	
6.1	OBJETIVOS	Y	DESARROLLO	DE	LOS	PROGRAMAS	DE	CUARENTENA	
	 Cada	institución	o	instalación	que	administre	a	anfibios	en	cautiverio	debería	
crear	y	seguir	protocolos	de	cuarentena	para	anfibios.	Los	protocolos	de	cuarentena	
deben	ser	creados	y	personalizados	para	cada	institución	según	los	tipos	de	especies	
alojadas	en	la	instalación;	los	recursos	disponibles	para	la	institución;	las	necesidades	y	
requerimientos	únicos	de	los	programas	de	recuperación	para	especies	individuales	o	
grupos	de	especies;	o	en	respuesta	a	cambios	en	las	evaluaciones	de	riesgo	de	
enfermedades.	

		
Cuando	se	esté	elaborando	un	protocolo	de	cuarentena,	los	objetivos	más	importantes	son:	

	
• Reducir	el	riesgo	de	que	los	anfibios	nuevos	de	la	colección	de	animales	

introduzcan	enfermedades	infecciosas,	para	así	proteger	la	salud	de	la	colección	
establecida	de	animales.		
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• Seguir	pautas	para	el	aislamiento	a	largo	plazo	de	los	animales	que	serán	
reintroducidos	a	la	naturaleza	(vea	los	capítulos	4).	

• Aclimatar	adecuadamente	a	los	animales	capturados	en	libertad	que	se	
encuentran	en	cuarentena	a	las	prácticas	zootécnicas	para	animales	cautivos	
(por	ejemplo,	dieta,	propiedades	del	agua	local,	entorno	social,	diseño	del	
recinto,	rutinas	conductuales	de	manejo	y	enriquecimiento).	

	
Algunos	objetivos	adicionales	que	pueden	ser	logrados	por	un	programa	de	
cuarentena	bien	diseñado	son:		

	
• Documentación	del	estatus	de	salud	general,	enfermedades	infecciosas	y	

parásitos	(incluyendo	organismos	comensales)	de	los	nuevos	animales	cuando	
entren	a	cuarentena.	Esta	documentación	entrega	información	importante	para	
la	gestión	de	las	poblaciones	de	anfibios	silvestres	o	cautivos.		

• Llevar	a	cabo	una	evaluación	de	los	riesgos	de	enfermedades	para	determinar	si	
los	nuevos	animales	son	aptos	para	su	rol	final	(por	ejemplo,	para	exhibición,	
investigación,	crianza	en	una	colonia	de	resguardo	o	reintroducción	a	la	
naturaleza).	

• Da	oportunidad	para	la	identificación	única	de	animales	individualmente.	Si	la	
identificación	de	animales	individualmente	no	es	práctica,	debe	desarrollar	para	
gestionar	a	una	colonia	de	forma	que	esta	mantenga	los	objetivos	del	programa	
(por	ejemplo,	una	colonia	de	resguardo	necesita	ser	gestionada	para	conservar	y	
mantener	la	diversidad	genética).	Los	métodos	para	marcar	individualmente	a	
los	animales	son	revisados	en	el	Apéndice	1.	

• Recolectar	valores	de	referencia	normales	de	patologías	clínicas	(por	ejemplo,	
hematología	y	bioquímica	clínica)	que	puedan	ser	útiles	para	el	manejo	médico.	
Esta	información	es	inexistente	para	la	mayoría	de	las	especies	anfibias.	

	
Algunos	recursos	e	información	importante	que	pueden	ser	requeridos	para	
desarrollar	un	protocolo	de	cuarentena	son:	
	

• Definir	el	rol	de	los	nuevos	anfibios	que	entran	a	la	colección	(por	ejemplo,	
exposición,	investigación,	o	colonia	de	resguardo).		

• Conocer	las	prácticas	institucionales	existentes	para	detectar	y	controlar	
enfermedades	infecciosas	en	la	colección	anfibia	establecida.	Esta	información	
debe	estar	disponible	para	todas	las	instituciones	que	formen	parte	de	proyectos	
multi-institucionales	de	recuperación	anfibia.	

• ¿Está	disponible	un	veterinario	que	sea	parte	del	personal	o	de	consultoría	para	
guiar	la	evaluación	médica	de	los	animales	entrantes	y	los	animales	de	la	
colección	establecida?		

• ¿Se	encuentra	disponible	el	apoyo	de	un	laboratorio	de	diagnóstico	para	
exámenes	médicos?	Dado	que	la	necropsia	e	histopatología	de	los	animales	que	
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mueran	son	parte	importante	de	la	evaluación	de	riesgos	de	enfermedades,	
debe	considerar	la	disponibilidad	de	un	patólogo	veterinario	de	consultoría.	

• Conocimiento	de	las	leyes	y	políticas	nacionales	e	internacionales	pertenecientes	
a	las	especies	alojadas	en	la	instalación	(por	ejemplo,	CITES)	o	que	regulen	
enfermedades	infecciosas	en	el	contexto	de	importación,	exportación	y	otros	
movimientos	de	anfibios	cautivos	(por	ejemplo,	la	OIE).	Todos	los	permisos	y	
reportes	necesarios	deben	ser	revisados	para	asegurarse	de	que	estén	en	orden.	
Las	pautas	de	la	Organización	Mundial	de	Sanidad	Animal	(OIE,	por	sus	siglas	en	
inglés)	para	mitigar	los	riesgos	de	importar	y	exportar	al	hongo	quítrido	de	
anfibios	o	los	ranavirus	deberían	ser	revisadas:	
http://www.oie.int/eng/normes/fcode/fcode2008/en_chapitre_2.4.1.htm		

• ¿Qué	recursos	financieros	se	encuentran	disponibles	para	financiar	las	
actividades	de	cuarentena?	Los	costos	de	cuarentena	incrementan	junto	al	nivel	
de	riesgo	de	enfermedades.	Los	costos	de	cuarentena	pueden	incluir,	pero	no	
están	limitados	a:	entrenamiento	del	personal,	fuerza	laboral,	pruebas	de	
laboratorio	(incluyendo	necropsia	e	histopatología),	transporte	de	animales	y	
muestras	para	pruebas	de	laboratorio,	alimentación	de	los	animales,	
medicamentos	y	costos	médicos,	servicios	públicos,	materiales	para	la	
desinfección	y	costos	de	mantener	aislamiento	a	largo	plazo.		

	
6.2	EVALUACIÓN	DE	RIESGOS	EN	CUARENTENA	DE	ANFIBIOS	

Determinar	los	elementos	esenciales	del	proceso	de	cuarentena,	tales	como	la	
extensión	del	período	de	cuarentena,	los	tipos	y	el	grado	de	pruebas	de	laboratorio	
necesarios	para	la	evaluación	de	salud	y	la	magnitud	de	tratamiento	veterinario	
necesario	para	los	nuevos	animales	que	dependen	de	una	evaluación	de	riesgos	
cualitativa.	Esta	evaluación	debe	ser	llevada	a	cabo	en	cada	grupo	de	nuevos	animales	
que	entren	a	cuarentena.	Generalmente,	los	nuevos	animales	que	presenten	un	riesgo	
BAJO	requieren	períodos	de	cuarentena	y	pruebas	de	diagnóstico	más	cortos,	mientras	
que	los	animales	con	un	riesgo	más	ALTO	necesitan	períodos	de	cuarentena	más	largos	
y	pruebas	de	diagnóstico	más	extensivas	y	reiteradas.			
	
Algunos	componentes	de	la	evaluación	de	riesgos	de	cuarentena	son:	
	

• La	fuente	de	los	animales	entrantes.	La	potencial	exposición	de	los	nuevos	
animales	a	agentes	patógenos	anfibios	importantes	puede	variar	
significativamente.	Por	ejemplo,	los	animales	que	han	estado	en	una	instalación	
que	mezcle	a	anfibios	de	diferentes	especies,	ubicaciones	geográficas	y	orígenes	
en	la	misma	habitación	o	red	de	agua	potable	(también	conocida	como	colección	
"mezclada"	o	"cosmopolita")	pueden	tener	un	mayor	riesgo	de	portar	agentes	
patógenos	infecciosos	importantes.	Por	el	otro	lado,	los	animales	que	provengan	
de	una	instalación	dedicada	a	una	sola	especie	o	los	animales	alojados	en	
aislamiento	a	largo	plazo	dentro	de	una	instalación	cosmopolita	(vea	el	capítulo	
4)	pueden	tener	menor	riesgo	de	portar	agentes	patógenos	infecciosos	
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importantes.	Para	ambas	situaciones,	el	nivel	de	riesgo	es	menor	si	los	nuevos	
animales	vienen	de	una	fuente	de	confianza;	de	una	instalación	de	la	que	se	sabe	
que	tiene	buena	higiene	y	prácticas	de	bioseguridad;	y	puede	proveer	un	
historial	médico	de	los	animales	(ver	más	abajo)			

• El	historial	médico	de	los	animales	entrantes.	Los	animales	nuevos	que	vienen	
de	poblaciones	cautivas	bien	manejadas	de	zoológicos	o	acuarios	(y	algunas	
poblaciones	de	anfibios	silvestres),	por	lo	general	tienen	un	historial	médico	
desarrollado	por	un	largo	cuidado	veterinario	y	vigilancia	de	enfermedades.	Este	
sistema	de	vigilancia	debe	incluir	necropsias	e	histopatologías	rutinarias	de	los	
animales	que	mueran	(vea	el	capítulo	9).	Puede	revisar	el	historial	médico,	si	se	
encuentra	disponible,	para	estar	al	tanto	de	la	presencia	o	ausencia	de	
problemas	de	salud	específicos	en	la	población	de	origen,	lo	que	puede	ayudar	
de	gran	manera	en	el	desarrollo	de	planes	de	cuarentena.	Los	animales	que	no	
tengan	un	historial	médico	(por	ejemplo,	algunas	concesionarias	de	animales	o	
poblaciones	de	anfibios	silvestres)	son	considerados	un	riesgo	de	enfermedades	
alto.		

Si	se	identifican	enfermedades	durante	la	revisión	del	historial	médico,	se	
debe	determinar	un	nivel	de	riesgo	(ALTO,	MODERADO	O	BAJO).	Aquellas	
enfermedades	de	riesgo	ALTO	o	MODERADO	son	las	que	requieren	las	pruebas	
de	laboratorio	y	tratamientos	más	extensos	durante	su	cuarentena	para	reducir	
el	riesgo	de	enfermedades	hacia	la	colección	establecida	de	animales.	Algunos	
problemas	específicos	que	se	identifican	durante	la	revisión	de	un	historial	
médico,	que	señalan	un	riesgo	de	enfermedades	ALTO	son:	

o Enfermedades	o	muertes	significativas	sin	explicación	en	la	población	de	
origen	(por	ejemplo,	más	del	10%	de	la	población	adulta	muere	o	
presenta	señales	de	enfermedades	dentro	de	30	días).	El	problema	de	
esta	situación	es	la	introducción	de	agentes	de	enfermedades	infecciosas	
nuevos	y	sin	describir	o	difíciles	de	diagnosticar	a	una	colección	anfibia	
establecida.		

o La	identificación	reciente	(dentro	de	6	meses	a	1	año)	en	la	población	de	
origen	de	agentes	patógenos	conocidos	por	ser	limitantes	para	las	
poblaciones	de	anfibios	silvestres	o	cautivos	(por	ejemplo,	el	hongo	
quítrido	anfibio	o	la	infección	Ranavirus).	

	
	 Un	problema	específico	identificable	durante	la	revisión	de	un	historial	
médico	que	indica	un	riesgo	de	enfermedades	MODERADO	es	la	identificación	
reciente	(dentro	de	6	meses	a	1	año)	en	la	población	de	origen	de	enfermedades	
infecciosas	conocidas	por	causar	enfermedades	clínicas	significativas,	pero	no	
necesariamente	conocidas	por	ser	limitantes	para	las	poblaciones	(por	ejemplo,	
micobacteriosis	o	infección	de	nemátodos	rabditiformes).	
	 Algunos	problemas	específicos	identificables	durante	la	revisión	de	un	
historial	médico	que	tienen	un	nivel	de	riesgo	BAJO	son	los	agentes	infecciosos	
considerados	como	infecciones	oportunistas	(por	ejemplo,	Aeromonas	
hydrophila	o	Saprolegnia).	
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• Rol	de	los	nuevos	animales.	El	rol	final	tanto	de	los	nuevos	animales	que	entren	
a	una	colección	como	el	de	los	animales	de	una	colección	establecida	que	serán	
expuestos	a	los	nuevos	animales	tiene	un	impacto	en	la	evaluación	de	riesgos	de	
enfermedades.	En	el	caso	de	las	poblaciones	de	resguardo	de	anfibios	de	gran	
importancia	(por	ejemplo,	que	contienen	a	una	especie	en	grave	peligro	de	
extinción	o	a	una	especia	para	la	cual	existen	pocas	poblaciones	de	resguardo),	
sería	prudente	tratar	a	todos	los	nuevos	animales	como	riesgos	MODERADOS	o	
ALTOS	por	las	consecuencias	que	pueden	causar	introducir	inadvertidamente	
una	enfermedad	infecciosa	significativa.	Este	nivel	de	precaución	puede	no	ser	
necesario	si	la	población	de	origen	de	los	animales	tiene	un	historial	médico	
extensivo	en	el	que	son	considerados	de	BAJO	riesgo	(ver	más	arriba).	

	

6.3	CONSIDERACIONES	DE	LA	INSTALACIÓN	Y	PERSONAL	DE	CUARENTENA	

Ubicación	y	acceso	a	la	habitación	de	cuarentena	o	a	la	instalación	
	 Los	animales	en	cuarentena	deben	ser	alojados	en	un	edificio	o	habitación	
separados	de	la	colección	establecida	o	colonia	de	resguardo.	Las	habitaciones	de	
cuarentena	o	las	instalaciones	deben	ser	designadas	usando	las	pautas	para	las	
instalaciones	de	Aislamiento	a	Largo	Plazo	descritas	en	el	capítulo	4.	
	 El	espacio	de	cuarentena	designado	debe	ser	asegurado	para	prevenir	el	acceso	
no	autorizado,	ya	sea	accidental	o	con	un	propósito,	ya	que	esto	podría	resultar	en	el	
movimiento	de	materiales	contaminados	con	agentes	infecciosos	de	los	animales	en	
cuarentena	hacia	los	animales	de	una	colección	establecida.	
	

Orden	de	la	rutina	de	manejo	en	cuarentena	
Bajo	las	condiciones	ideales,	los	nuevos	animales	bajo	cuarentena	solo	son	

cuidados	por	miembros	del	personal	dedicados	solo	a	animales	en	cuarentena	y	que	no	
se	encargan	de	los	anfibios	pertenecientes	a	las	colecciones	establecidas.	Sin	embargo,	a	
la	mayoría	de	las	instituciones	no	les	es	posible	tener	miembros	del	personal	que	solo	se	
encargan	de	animales	en	cuarentena.		La	recomendación	normal	para	estas	situaciones	
es	que	los	miembros	del	personal	fijos	se	encarguen	de	los	nuevos	animales	en	
cuarentena	al	final	de	cada	día	de	trabajo	y	solo	después	del	cuidado	de	los	animales	de	
la	colección	establecida.		

		
• Durante	el	día,	los	miembros	del	personal	no	deben	moverse	entre	áreas	que	

contengan	animales	en	cuarentena	y	áreas	de	colecciones	de	animales	
establecidas.	De	esta	forma,	se	disminuyen	las	posibilidades	de	mover	
accidentalmente	patógenos	anfibios	desde	los	animales	en	cuarentena	hacia	las	
colecciones	establecidas	del	zoológico	o	hacia	los	animales	de	una	población	de	
resguardo.		

• Si	durante	el	día	de	trabajo	los	miembros	del	personal	deben	cambiar	entre	el	
cuidado	de	los	animales	en	cuarentena	y	el	de	los	animales	de	colecciones	
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establecidas,	es	de	gran	importancia	que	se	sigan	las	pautas	respecto	a	la	
vestimenta	y	el	calzado	del	personal	(ver	más	abajo).	

• Se	debe	hacer	una	excepción	a	la	regla	del	cuidado	de	los	nuevos	animales	en	
cuarentena	al	final	del	día	si	los	nuevos	animales	deben	ser	mantenidos	en	
aislamiento	permanente	(capítulo	4,	Bioseguridad	y	Aislamiento	Permanente).	
Los	animales	mantenidos	en	Aislamiento	Permanente	a	la	larga	producirán	
animales	para	su	reintroducción	a	la	naturaleza.	Otro	motivo	de	preocupación	
para	estos	animales	es	que	presentan	la	potencial	introducción	de	nuevos	
agentes	infecciosos	desde	una	colección	anfibia	mixta	de	zoológico	hacia	
poblaciones	vulnerables	de	anfibios	silvestres	como	resultado	de	un	programa	
de	reintroducción.	Por	lo	tanto,	los	nuevos	animales	en	cuarentena	que	
requieran	aislamiento	permanente	deben	ser	cuidados	ANTES	del	cuidado	de	los	
animales	de	la	colección	anfibia	general.		
	

Vestuario	del	personal	de	cuarentena		
		 Para	reducir	el	riesgo	de	propagar	agentes	patógenos	desde	los	nuevos	animales	
en	cuarentena	hacia	los	animales	fuera	de	cuarentena	(esto	incluye	tanto	a	los	animales	
de	colección	establecida	como	a	los	anfibios	nativos)	y	para	reducir	el	riesgo	de	
introducir	patógenos	externos	a	los	nuevos	animales	en	cuarentena,	existen	
recomendaciones	específicas	para	el	vestuario	del	personal	de	cuarentena,	algunas	de	
estas	son:	

	
• Tener	calzado	dedicado	para	cada	habitación	de	cuarentena.	Los	zapatos	o	

botas	utilizados	en	el	área	de	cuarentena	no	deben	ser	utilizados	en	áreas	que	
alberguen	animales	de	colecciones	establecidas.	Asimismo,	los	zapatos	
utilizados	en	áreas	de	animales	pertenecientes	a	colecciones	establecidas	no	
deben	entrar	a	ninguna	habitación	de	cuarentena.	El	uso	de	cubiertas	
quirúrgicas	desechables	para	zapatos	o	cubiertas	de	plástico	(por	ejemplo,	de	la	
marca	ShuBee)	para	cada	habitación	es	una	alternativa	menos	deseable	que	el	
uso	de	calzado	especializado.	Los	baños	para	pies	desinfectantes	no	son	un	
buen	reemplazo	para	el	calzado	especializado	(vea	la	sección	4.10).		

• El	uniforme	o	ropa	protectora	debe	ser	dedicado	a	cada	habitación	de	
cuarentena.	Un	uniforme	utilizado	en	el	área	de	cuarentena	no	debe	ser	
utilizado	en	las	áreas	que	alberguen	animales	de	colecciones	establecidas	sin	ser	
lavado	antes.	Asimismo,	un	uniforme	utilizado	en	el	cuidado	de	animales	de	
colecciones	establecidas	no	debe	ser	utilizado	en	el	cuidado	de	animales	en	
cuarentena.	Algunas	alternativas	para	los	uniformes	son	una	bata	blanca	de	
laboratorio,	batas	quirúrgicas,	monos	de	trabajo	o	ropa	desechable	(por	
ejemplo,	de	la	marca	Tyvek).		

• Se	deben	usar	guantes	desechables	dedicados	cuando	se	trabaje	directamente	
con	anfibios	o	en	recintos	para	anfibios.	El	uso	de	guantes	dedicados	puede	ser	
necesario	para	cada	recinto	animal	individual	y	para	cada	especie	o	grupo	de	
especies	dependiendo	del	riesgo	de	enfermedades.	Esto	es	especialmente	



                                               	Cap.	6:	Cuarentena—84	

cierto	si	animales	de	diferentes	fuentes	son	alojados	en	la	misma	habitación	de	
cuarentena.	Han	habido	preocupaciones	de	toxicidad	causada	por	guantes	de	
látex,	vinilo	y	nitrilo	para	los	renacuajos	(Greer	y	colaboradores,	2009).	Los	
miembros	del	personal	deben	lavar	sus	manos	y	brazos	frecuentemente	y	sobre	
todo	cuando	se	muevan	entre	habitaciones	diferentes.	

	 	
6.4	CONSIDERACIONES	DE	MANEJO	PARA	ANIMALES	EN	CUARENTENA	 	

Todos	dentro/Todos	fuera	
	 Todos	los	animales	en	una	habitación	de	cuarentena	deben	entrar	al	período	de	
cuarentena	al	mismo	tiempo	y	salir	de	la	cuarentena	al	mismo	tiempo	("Todos	
dentro/Todos	fuera").	Permitir	que	animales	diferentes	entren	o	salgan	de	la	misma	
habitación	de	cuarentena	en	momentos	diferentes	("escalonar"	la	cuarentena)	
incrementa	el	riesgo	de	que	un	agente	patógeno	importante	sea	introducido	a	todos	los	
animales	en	la	habitación	de	cuarentena	y	pase	sin	ser	detectado	antes	de	la	liberación	
de	los	animales	que	entraron	en	cuarentena	en	primer	lugar.	Esto,	a	su	vez,	incrementa	
el	riesgo	de	introducir	una	enfermedad	infecciosa	importante	en	la	colección	
establecida.		
	

• Si	nuevos	animales	deben	entrar	a	una	habitación	de	cuarentena	antes	del	fin	de	
un	período	de	cuarentena	en	curso,	la	duración	del	período	de	cuarentena	debe	
ser	extendido	para	los	animales	que	estaban	en	cuarentena	antes.		

• Ningún	animal	debe	ser	liberado	de	su	cuarentena	hasta	que	los	animales	que	
entraron	después	a	esta	hayan	terminado	su	período	de	cuarentena.	

• Liberar	a	todos	los	animales	de	la	habitación	de	cuarentena	al	mismo	tiempo	
presenta	la	ventaja	de	permitir	limpiar	y	desinfectar	completamente	el	espacio	y	
los	recintos	de	cuarentena	antes	de	que	entren	nuevos	grupos	de	cuarentena.				

	
Bioseguridad	en	la	cuarentena	

	 Todos	los	animales	en	una	misma	habitación	de	cuarentena	deben	poseer	el	
mismo	rol	final	(Arca,	Rescate	o	de	Suplementación;	investigación	sobre	la	conservación	
o	educación)	y	deben	poseer	un	historial	en	el	que	hayan	sido	mantenidos	bajo	uno	de	
los	niveles	de	bioseguridad	("AISLAMIENTO"	o	"BUENAS	PRÁCTICAS")	apropiado	para	
ese	rol	(vea	la	sección	4.4	para	una	explicación	de	los	niveles	de	bioseguridad).		
	

• Los	animales	destinados	a	entrar	a	una	colonia	de	resguardo	con	el	propósito	de	
devolverlos	a	ellos	o	a	su	descendencia	a	la	naturaleza	(por	ejemplo,	los	animales	
que	tienen	un	rol	de	arca,	rescate	o	de	suplementación	y	que	son	mantenidos	en	
aislamiento),	no	deberían	nunca	ser	alojados	en	la	misma	habitación	de	
cuarentena	con	animales	que	no	hayan	sido	alojados	antes	en	aislamiento	a	
largo	plazo.	Estos	animales	también	deberían	ser	mantenidos	con	su	misma	
especie	o	grupo	de	especie	(un	grupo	faunístico	anfibio	que	es	de	la	misma	
población	de	origen)	por	cada	habitación	de	cuarentena.				
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• Como	un	ejemplo,	no	sería	recomendable	alojar	a	un	sapo	de	Wyoming	(de	los	
Estados	Unidos)	que	es	parte	de	una	población	de	resguardo	que	produce	
animales	para	su	reintroducción	a	la	naturaleza	en	la	misma	habitación	de	
cuarentena	en	la	que	se	encuentra	una	rana	arborícola	verde	(de	Australia)	
destinada	a	su	uso	como	animal	educativo	o	de	exhibición.			

	
Durante	la	cuarentena,	se	deben	seguir	las	rutinas	direccionales	de	prácticas	zootécnicas	
que	minimicen	la	contaminación	cruzada	entre	diferentes	recintos	animales.	Estas	
prácticas	son	discutidas	en	detalle	en	la	sección	4.11.	
	

Recintos	y	limpieza	
		 Para	las	instalaciones	de	cuarentena	se	recomienda	tener	recintos	que	sean	
fáciles	de	limpiar	y	desinfectar.	Los	recintos	deben	ser	tan	simples	como	lo	permitan	los	
requisitos	zootécnicos	y	la	historia	natural	de	la	especie,	pero,	al	mismo	tiempo,	deben	
fomentar	el	comportamiento	natural	de	esta	mientras	se	adapta	al	cautiverio	(por	
ejemplo,	deben	incluir	refugios,	sustratos	u	otro	amueblado	que	estimule	su	
comportamiento	natural).	La	adaptabilidad	y	apreciación	por	la	historia	natural	de	la	
especie	son	elementos	claves	para	un	protocolo	de	manejo	exitoso	en	la	cuarentena.	Por	
ejemplo,	no	todas	las	especies	pueden	tolerar	un	recinto	escueto	con	amueblado	
mínimo	(el	cual	sería	ideal	para	su	limpieza	y	desinfección)	y	estos	animales	podrían	
necesitar	recintos	complejos	de	apariencia	natural	durante	su	período	de	cuarentena.	
Algunas	de	las	especies	territoriales	(por	ejemplo,	las	ranas	venenosas	de	la	familia	
Dendrobatidae)	podrían	necesitar	barreras	visuales	entre	recintos.	
	

• Los	recintos	deben	ser	de	fácil	acceso	y	deberían	estar	hechos	de	vidrio	no	
poroso,	fibra	de	vidrio	o	materiales	plásticos	que	sean	fáciles	de	limpiar	y	
desinfectar.		

• Después	de	que	un	grupo	de	animales	haya	terminado	su	período	de	
cuarentena,	los	recintos	deben	ser	completamente	desmontados	y	
desinfectados	antes	de	su	reutilización.	Esto	incluye	los	sistemas	de	filtración	
utilizados	para	los	anfibios	acuáticos.	Guías	para	la	desinfección	de	los	recintos	
son	entregadas	en	la	sección	5.4.		
	
Los	sustratos	y	el	amueblado	o	decoraciones	de	las	recintos	para	los	recintos	de	

cuarentena	deberían	ser	desechables	o	estar	hechos	de	materiales	que	puedan	ser	
esterilizados	después	de	su	uso.	Algunas	sugerencias	de	sustratos	son:	

	
• Musgo	sphangnum.	Este	material	es	relativamente	barato,	tiene	una	alta	

retención	de	agua	y	posee	propiedades	antibacterianas.	
• Gravilla.	Colocar	una	capa	delgada	de	gravilla	al	fondo	del	recinto	o	un	fondo	

falso	con	una	capa	de	sphangnum	también	sirve	para	el	drenaje	de	este	y	
permite	que	el	recinto	sea	enjuagado	minuciosamente	y	frecuentemente.		
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• Pisos	de	plástico.	Se	pueden	usar	varios	tipos	de	pisos	de	plástico	(por	ejemplo,	
forros	no	resbaladizos	para	cajas	de	herramientas)	o	chapas	perforadas	de	PVC	
como	sustratos.	Sin	embargo,	estos	deben	ser	lavados	y	desinfectados	
minuciosamente	entre	usos,	ya	que	se	pueden	acumular	biopelículas	fácilmente	
en	las	superficies	texturadas.	

• Toallas	de	papel.	Estas	son	convenientes	e	higiénicas,	pero	se	secan	
rápidamente	y	pueden	requerir	atención	extra	por	parte	de	los	miembros	del	
personal.	Las	toallas	de	papel	deben	ser	no	blanqueadas	y	no	impresas	para	
evitar	exponer	a	los	anfibios	a	cloro	o	colorantes	tóxicos.	

• Plantas.	Las	plantas	pueden	ser	muy	importantes	para	algunos	anfibios	ya	que	
sirven	como	refugio	o	como	sustrato	para	descansar	o	dormir.	Las	plantas	
plásticas	o	artificiales	son	útiles	porque	son	baratas	y	se	pueden	desinfectar	o	
descartar	fácilmente	después	de	la	liberación	de	un	grupo	de	animales	de	
cuarentena.	Si	se	van	a	usar	plantas	vivas	en	la	cuarentena,	es	preferible	utilizar	
plantas	que	requieran	sustrato	(por	ejemplo,	pothos,	epífitas)	o	que	puedan	
estar	en	el	sustrato	alejadas	de	los	animales.	Las	plantas	no	deben	ser	
reutilizadas	después	de	que	termine	el	período	de	cuarentena.		

	
Dadas	las	preocupaciones	en	cuanto	a	la	introducción	de	agentes	de	

enfermedades	infecciosas,	se	recomienda	que	los	sustratos	y	el	amueblado	nunca	sean	
recolectados	de	exteriores,	sobre	todo	de	áreas	en	las	que	hayan	podido	estar	en	
contacto	con	otros	anfibios.	Pautas	para	las	prácticas	de	bioseguridad	que	reduzcan	la	
posibilidad	de	introducir	enfermedades	infecciosas	anfibias	importantes	por	medio	de	
sustratos	y	plantas	para	recintos	se	entregan	en	la	sección	4.13.	
		 Se	debe	llevar	a	cabo	diariamente	una	limpieza	general	(remover	las	heces	y	los	
productos	alimenticios	sin	consumir	junto	con	enjuagar	los	sustratos	con	agua	cuando	
sea	posible)	de	todas	las	recintos.	Si	es	posible	se	debe	llevar	a	cabo	un	reemplazo	total	
de	los	sustratos	semanalmente.		Estas	pautas	son	importantes	ya	que	algunos	parásitos	
(por	ejemplo,	nemátodos	rabditiformes)	pueden	completar	un	ciclo	de	vida	entero	en	
solo	48	horas.	Para	las	especies	que	se	estresan	fácilmente	en	un	entorno	de	cautiverio,	
la	limpieza	o	reemplazo	frecuente	de	los	sustratos	puede	ser	muy	perturbadora.	En	estos	
casos	se	deben	considerar	limpiezas	menos	frecuentes	dependiendo	de	los	tipos	de	
parásitos	presentes	y	la	carga	parasitaria	estimada	de	la	especie.	

	
Recintos	acuáticos	

Los	anfibios	totalmente	acuáticos	que	se	encuentren	en	cuarentena	requerirán	
atención	especial	a	la	calidad	del	agua.	Esto	significa	que	se	debe	tener	un	sistema	de	
filtración	de	agua	o	cambiarla	frecuentemente	(por	ejemplo,	"vaciado	y	llenado").	
También,	resultaría	útil	vigilar	los	parámetros	de	la	calidad	del	agua,	tales	como	el	nivel	
de	amoniaco,	nitrato	y	el	pH.		
	

• Si	utiliza	un	sistema	de	filtración,	es	necesario	tener	un	"filtro	biológico"	
establecido	de	bacterias	especializadas	para	la	eliminación	de	los	subproductos	
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de	amoniaco	de	los	residuos	nitrogenados	creados	por	las	excreciones	de	los	
animales,	productos	alimenticios	sin	comer	u	otros	materiales	orgánicos.	Esto	
usualmente	requiere	que	un	sistema	lleve	en	funcionamiento	2	o	3	semanas	
antes	de	que	nuevos	animales	entren	en	cuarentena	(necesita	planear	con	
anticipación).	

• Por	motivos	de	bioseguridad,	si	se	usan	colonias	bacteriales	de	peceras	de	las	
instalaciones	para	iniciar	un	filtro	biológico,	estas	colonias	no	deben	ser	provenir	
de	sistemas	o	peceras	de	agua	que	hayan	albergado	anfibios	en	algún	momento.	

• Los	sistemas	con	filtros	biológicos	recientemente	establecidos	pueden	requerir	
cambios	de	agua	frecuentes	para	mantener	la	calidad	de	esta,	ya	que	las	colonias	
de	bacterias	pueden	ser	ineficientes.	Esto	es	particularmente	cierto	si	se	usan	
antibióticos	en	el	agua	durante	el	proceso	de	cuarentena.		

• Cuando	la	cuarentena	esté	completa,	los	sistemas	de	filtración	y	los	recintos	
deben	ser	desinfectados	para	prevenir	la	propagación	de	organismos	que	
pueden	estar	escondidos	dentro	de	la	matriz	del	filtro.	En	otras	palabras,	no	se	
debería	usar	el	mismo	sistema	de	filtración	para	más	de	un	grupo	de	animales	en	
cuarentena.	

• Un	enfoque	alternativo	es	evitar	los	sistemas	de	filtración	por	completo	y	
simplemente	adoptar	el	método	de	"vaciado	y	llenado"	en	todos	los	recintos	
acuáticos	durante	el	curso	del	período	de	cuarentena.				

	
Manejo	de	desechos	y	aguas	residuales	

Existe	la	preocupación	de	que	residuos	(por	ejemplo,	sustratos	sucios)	o	aguas	
residuales	de	las	instalaciones	de	anfibios	en	cautiverio	puedan	actuar	como	fuente	de	
introducción	de	agentes	de	enfermedades	infecciosas	importantes	para	las	poblaciones	
silvestres	de	anfibios.	Así	mismo,	los	desechos	de	los	animales	en	cuarentena	podrían	
actuar	como	fuente	de	agentes	infecciosos	para	los	animales	de	colecciones	
establecidas.	Por	lo	tanto,	se	deben	establecer	protocolos	para	garantizar	que	los	
residuos	no	entren	en	contacto	con	los	ecosistemas	locales	o	con	otros	animales	que	se	
encuentren	afuera	de	la	instalación	de	cuarentena.	El	tratamiento	de	desechos	y	aguas	
residuales	puede	ser	requerido	bajo	las	pautas	de	la	Organización	Mundial	de	Sanidad	
Animal	(OIE)	para	la	importación	de	anfibios	de	países	que	no	hayan	sido	declarados	
libres	del	hongo	quítrido	anfibio	o	ranavirus:	
www.oie.int/eng/normes/fcode/fcode2008/en_chapitre_2.4.1.htm			
Pautas	generales	para	la	eliminación	de	residuos	sólidos	y	aguas	residuales	se	
encuentran	disponibles	en	las	secciones	4.13	y	4.14.	

Dieta	y	alimentación	de	los	animales	en	cuarentena	
Los	insectos	capturados	en	la	naturaleza	sirven	como	una	excelente	fuente	de	

nutrición,	sobre	todo	para	los	animales	que	aún	no	se	adaptan	a	las	dietas	del	
cautiverio,	pero	estos	conllevan	el	riesgo	de	introducir	un	agente	de	enfermedad	
infecciosa	o	un	contaminante	químico.	También	puede	existir	un	leve	riesgo	de	
introducción	de	enfermedades	cuando	se	usan	presas	suministradas	por	proveedores	
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comerciales.	Recomendaciones	generales	de	prácticas	de	bioseguridad	que	reduzcan	la	
posibilidad	de	introducir	agentes	de	enfermedades	infecciosas	importantes	de	fuentes	
alimenticias	se	entregan	en	la	sección	4.17.	

	
Reducción	del	estrés	

		 A	veces,	los	programas	de	cuarentena	deben	tener	en	consideración	el	balance	
entre	los	objetivos	de	la	cuarentena	y	las	necesidades	del	animal	(por	ejemplo,	evitar	el	
estrés	en	especies	sensibles).	Algunas	especies	son	muy	sensibles,	y	podrían	no	
sobrevivir	al	proceso	de	cuarentena	a	menos	que	se	lleven	a	cabo	esfuerzos	para	
adaptarse	a	sus	necesidades.	En	este	aspecto,	la	flexibilidad	y	la	evaluación	individual	de	
riesgo	de	enfermedades	para	cada	grupo	de	animales	que	entre	a	la	cuarentena	pueden	
ser	útiles.	El	estrés	en	los	animales	puede	ser	reducido	mediante:	
	

• La	reducción	al	mínimo	de	la	frecuencia	con	la	que	los	animales	son	manejados	
o	perturbados.	Todos	los	exámenes	físicos,	recolección	de	muestras	para	
pruebas	de	detección	de	enfermedades	y	otras	actividades,	deberían	ser	
combinadas	en	una	sola	actividad.	La	automatización	en	las	rutinas	de	cuidado	
zootécnico	(por	ejemplo,	atomizadores	previamente	instalados	con	un	
temporizador	para	mantener	la	humedad	en	el	recinto)	puede	ser	útil.	

• Ofrecer	el	refugio	apropiado	para	que	los	animales	se	escondan	y	así	fomentar	
el	comportamiento	natural	de	estos.		Usar	materiales	que	se	puedan	limpiar	
fácilmente	o	que	sean	desechables	(por	ejemplo,	plantas	de	plástico	y	piezas	
cortadas	de	tubos	de	PVC)	permite	que	los	animales	se	estresen	menos	y,	al	
mismo	tiempo,	una	fácil	desinfección.	

• Proveer	dietas,	iluminación,	composición	del	agua,	temperatura,	espacio	
necesario	(tanto	vertical	como	horizontal),	sustratos	y	densidad	animal	de	forma	
que	el	ambiente	del	anfibio	sea	consistente	con	la	historia	natural	de	la	especie,	
puede	reducir	de	manera	significativa	el	estrés	crónico	de	baja	intensidad.	Esto	
es	particularmente	cierto	para	las	especies	sensibles	o	en	las	especies	para	las	
cuales	existe	poca	experiencia	de	cuidado	zootécnico	en	cautiverio.	Esto	último	
se	ha	vuelto	una	situación	más	común	a	medida	que	se	establecen	más	
poblaciones	de	resguardo	para	anfibios.	En	muchos	casos,	es	deseable	
establecer	protocolos	de	cuidado	zootécnico	en	una	especie	"sustituta"	
estrechamente	relacionada	a	la	que	se	va	a	adquirir,	sobre	todo	antes	de	la	
adquisición	de	una	especie	muy	sensible	o	valiosa.	

	
	6.5	DURACIÓN	DEL	PERÍODO	DE	CUARENTENA	

El	período	en	que	los	nuevos	animales	deben	pasar	en	cuarentena	es	
determinado	por	varios	factores.	Estos	factores	incluyen:	

	
• Los	resultados	de	una	evaluación	de	riesgos	de	cuarentena	(vea	la	sección	6.2).	

Los	animales	cuyo	nivel	de	riesgo	de	enfermedades	sea	BAJO	requieren	menos	
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pruebas	de	diagnóstico	y	observación	veterinaria	y,	por	lo	tanto,	tendrán	
períodos	de	cuarentena	más	cortos.	

• La	salud	general	de	los	animales	en	cuarentena.	Eso	debe	ser	determinado	por	
una	evaluación	veterinaria,	pruebas	de	laboratorio	de	diagnóstico	y	por	la	
aparición	de	enfermedades	o	muertes	significativas	en	el	grupo	de	animales.	Si	se	
identifican	problemas	de	enfermedades	o	si	no	se	cumplen	las	normas	para	la	
liberación	de	los	animales	en	cuarentena	(ver	más	abajo),	el	período	de	
cuarentena	deberá	ser	más	largo.		

	
La	duración	mínima	recomendada	para	un	período	de	cuarentena	de	anfibios	es	

de	30	días.	Este	breve	período	de	cuarentena	es	apropiado	para	situaciones	de	
cuarentena	de	riesgo	BAJO	a	MODERADO,	que	no	requieran	pruebas	de	diagnóstico	en	
laboratorio	extensas	y	cuando	los	animales	cumplen	con	todos	los	otros	requisitos	para	
su	liberación	de	la	cuarentena.	Para	la	mayoría	de	las	situaciones	de	cuarentena	de	
riesgo	MODERADO	a	ALTO	se	sugiere	un	período	mínimo	de	60	a	90	días	de	duración	de	
cuarentena.	Este	período	de	cuarentena	más	extenso	permitirá	una	observación	
meticulosa	de	los	animales	en	cuarentena	para	buscar	evidencia	de	enfermedades	y,	
también,	dará	tiempo	para	recibir	los	resultados	de	las	pruebas	de	laboratorio	
necesarias.	
	
Las	normas	para	la	liberación	de	los	animales	en	cuarentena	después	del	período	
mínimo	de	cuarentena	son:	
	

• Una	evaluación	física	exitosa	por	parte	de	un	veterinario	u	otro	personal	
entrenado.	De	ser	posible,	se	debe	llevar	cabo	un	examen	físico	detallado	de	
cada	animal	en	el	grupo.	Ver	la	sección	6.6	para	más	detalles	acerca	de	llevar	a	
cabo	exámenes	físicos.	Si	un	grupo	grande	de	animales	se	encuentra	en	
cuarentena	y	no	pueden	ser	examinados	uno	por	uno,	hacer	exámenes	visuales	
también	es	aceptable.	Se	debe	hacer	un	esfuerzo	para	realizar	más	exámenes	
físicos	completos	y	revisiones	de	laboratorio	en	al	menos	de	10%	a	30%	de	los	
animales.	

• Si	animales	individuales	han	mantenido	una	condición	corporal	(BCS)	mínima	de	
"3"	por	un	mínimo	de	14	días	seguidos	antes	de	la	fecha	de	liberación	de	
cuarentena	establecida.	Ver	la	sección	6.6	para	más	detalles	de	condiciones	
corporales.		

• Si	el	grupo	de	animales	en	cuarentena	no	ha	sufrido	eventos	de	mortalidad	sin	
explicación	por	un	mínimo	de	14	días	seguidos	antes	de	la	fecha	de	liberación	de	
cuarentena	establecida.	

o Si	hay	servicios	de	patología	disponibles,	se	deben	analizar	los	resultados	
finales	de	histopatología	por	medio	de	necropsias	de	animales	que	hayan	
muerto	durante	el	proceso	de	cuarentena	o	que	hayan	sido	sacrificados	
(eutanasia)	con	propósitos	de	vigilancia	de	enfermedades	durante	la	
cuarentena.	Si	se	identificó	una	enfermedad	infecciosa	en	proceso,	el	
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período	de	cuarentena	debe	ser	extendido	hasta	que	se	haya	solucionado	
el	problema.	

• Si	los	resultados	finales	de	cualquier	prueba	de	laboratorio	(por	ejemplo,	PCR	
para	detectar	hongo	quítrido	de	anfibios)	son	negativos	para	agentes	patógenos	
anfibios	importantes.	En	algunos	casos,	los	resultados	de	las	pruebas	pueden	no	
estar	disponibles	de	manera	oportuna	(por	ejemplo,	si	las	muestras	para	un	PCR	
deben	ser	exportadas	a	otro	país	para	su	análisis);	en	tales	casos,	se	deben	
considerar	con	precaución	otras	alternativas	como	tratamientos	profilácticos	
(ver	la	sección	8.1).		Si	se	identificó	una	enfermedad	infecciosa	en	proceso,	el	
período	de	cuarentena	debería	extenderse	hasta	que	se	haya	solucionado	el	
problema.	

• Los	tratamientos	para	las	infecciones	parasitarias	con	frecuencia	influencian	la	
extensión	de	un	período	de	cuarentena.	Si	se	toma	la	decisión	de	tratar	a	los	
parásitos	detectados	(ver	la	sección	8.4),	después	de	completar	el	tratamiento	se	
debe	llevar	a	cabo	una	revisión	para	detectar	parásitos	y	se	deben	alcanzar	las	
reducciones	parasitarias	esperadas	antes	de	la	liberación	de	cuarentena.	Este	
proceso	podría	prolongar	la	cuarentena	por	varias	semanas	o	incluso	más	y	se	
podría	necesitar	más	de	1	ronda	de	tratamientos.		

• Si	se	identifican	animales	enfermos	en	el	grupo	de	cuarentena,	se	deben	haber	
resuelto	todos	los	problemas	de	salud	(ya	sea	por	la	muerte	y	necropsia	de	los	
animales	o	porque	estos	volvieron	a	un	estado	saludable)	por	al	menos	14	días	
antes	de	la	fecha	de	liberación	de	cuarentena	establecida.	En	cierto	modo	este	
número	es	arbitrario	y	podría	ser	ajustado	de	acuerdo	al	juicio	del	veterinario	
consultante	u	otro	personal	entrenado.		

o Debe	intentarse	determinar	si	los	animales	enfermos	se	encuentran	
afectados	por	una	infección	en	proceso	o	si	el	estado	de	estos	se	debe	a	
su	mala	adaptación	a	la	cuarentena	o	el	cautiverio.	Si	se	elimina	la	
posibilidad	de	sea	una	enfermedad	infecciosa,	se	debe	considerar	liberar	
al	animal	de	cuarentena	y	trasladarlo	a	un	recinto	permanente	que	se	
ajuste	más	a	sus	necesidades.		

			
6.6	CONSIDERACIONES	MÉDICAS	EN	LA	CUARENTENA	

El	núcleo	conceptual	del	programa	en	sí	es	mantener	una	observación	cuidadosa	
y	un	registro	de	la	salud	de	cada	animal	en	cuarentena.	Al	observar	a	los	animales	
individualmente	se	podrían	detectar	enfermedades	antes	de	que	a	estos	se	les	permita	
salir	de	la	instalación	de	cuarentena	y	se	reducen	las	probabilidades	de	introducir	
nuevas	enfermedades	infecciosas	a	las	colecciones	establecidas.		

Registros	médicos	
Un	registro	médico	es	la	documentación	sistemática	de	la	historia	y	cuidado	

médico	que	se	le	ha	dado	a	él	o	los	animales.	La	mantención	de	registros	médicos	
detallados	sirve	como	base	para	evaluar	la	eficacia	de	los	protocolos	de	cuarentena,	
descubrir	métodos	de	cuidado	zootécnico	apropiados	y	permite	el	análisis	de	las	causas	
de	morbimortalidad	en	cuarentena.		
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El	registro	médico	debería	incluir	los	siguientes	elementos:		
	

• Informe	de	identificación/inventario	Cuando	sea	posible,	la	sección	de	
identificación/inventario	del	registro	médico	debe	seguir	el	formato	del	
Sistema	Internacional	de	Inventario	de	Especies	(ISIS,	por	sus	siglas	en	inglés	–	
ahora	ZIMS)	y	debe	contener	los	siguiente	cuando	sea	posible:	nombre	común	
del	animal,	nombre	taxonómico	(género	y	especie),	sexo,	tipo	de	nacimiento,	
lugar	de	nacimiento,	fecha	de	nacimiento,	fecha	de	adquisición	en	la	
cuarentena,	origen/identificación	del	padre	y	la	madre,	número	de	ingreso	a	la	
institución	de	cada	animal	y	otros	identificadores	posibles	tales	como	datos	de	
libro	genealógico,	microchips	y	marcas.	A	los	grupos	de	animales	se	les	da	un	
número	de	ingreso	grupal	con	la	información	previamente	mencionada	lo	
antes	posible.	Las	notas	de	cuarentena	deben	proporcionar	información	para	
identificar	individualmente	a	los	animales	(si	es	posible),	sobre	todo	si	se	trata	
de	marcas	físicas	o	peso	(ver	la	sección	más	abajo	de	pesaje	para	individuos	y	
grupos).	

• Notas	de	cuarentena.	Todos	los	animales,	ya	sean	individuales	o	grupos,	deben	
tener	una	anotación	diaria	en	la	parte	de	cuarentena	del	registro	en	la	cual	se	
anote	la	presencie	o	ausencia	de	por	lo	menos	5	factores:	heces,	orina,	ingesta	
alimentaria,	comportamiento	normal	y	actitud.	No	hay	mucha	diferencia	entre	
mantener	un	formato	individual	o	grupal	de	registro	médico	mientras	los	
cambios	específicos	de	la	población	sean	bien	documentados	(por	ejemplo,	decir	
que	"3	de	5	animales	parecen	deshidratados	o	se	encuentran	letárgicos"	contra	
decir	"algunos	animales	se	ven	enfermos").		

• 	Notas	clínicas	del	personal	veterinario.	Esta	sección	incluye	notas	y	
observaciones	de	los	diagnósticos	clínicos,	anestesia	y	prescripciones	médicas.	

• Resultados	del	laboratorio.	Resultados	de	laboratorio	de	parasitología,	
diagnósticos	moleculares/serológicos,	microbiología	y	necropsia/histopatología.	
	

Examen	físico.	
Bajo	las	condiciones	ideales,	los	animales	deberían	recibir	un	examen	físico	al	

menos	3	veces	durante	la	cuarentena.	Los	exámenes	deben	ser	llevados	a	cabo	por	un	
veterinario	u	otro	personal	que	haya	recibido	entrenamiento	en	evaluaciones	médicas.		

• Los	exámenes	deben	llevarse	a	cabo	cuando	los	animales	entren	a	cuarentena,	
en	el	punto	medio	de	la	cuarentena	y	antes	de	salir	de	esta.	El	manejo	de	los	
animales	durante	los	exámenes	debe	ser	limitado	para	evitar	el	estrés	en	las	
especies	sensibles,	sobre	todo	en	la	entrada	a	cuarentena.	Todo	lo	necesario	
para	la	examinación	o	identificación	debe	estar	organizado	antes	del	examen,	de	
esta	forma	no	se	desperdiciará	tiempo	cuando	el	animal	este	en	mano.		
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• La	duración	y	el	grado	de	los	exámenes	puede	variar.	De	un	grupo	grande	de	
animales	un	subconjunto	de	la	población	(de	10%	a	30%)	debe	ser	examinado	
para	evaluar	la	salud	de	la	población.		

• Se	debe	dar	atención	especial	a	la	condición	corporal	y	cutánea,	palpaciones	
celómicas	y	exámenes	orales.	La	transiluminación	(el	uso	de	una	luz	brillante	
para	resaltar	las	estructuras	celómicas	internas)	puede	ser	útil	para	la	
visualización	de	las	estructuras	celómicas,	sobre	todo	para	investigar	y	detectar	
enfermedades	celómicas	tales	como	la	ascitis,	neoplasia,	procesos	
granulomatosos	o	masas.		

• Todas	las	anomalías	tanto	físicas	o	conductuales	deben	ser	documentadas	en	el	
registro	médico.	Algunas	anomalías	externas	comunes	que	deben	ser	anotadas	
son	la	falta	de	extremidades/dedos,	úlceras	o	color/textura	anormal	de	la	piel.	

• Los	animales	deben	ser	evaluados	para	obtener	su	peso	y	su	puntaje	de	
condición	corporal	(ver	más	abajo)	

• Las	características	útiles	para	la	identificación	individual	de	los	animales	deben	
ser	anotadas	(por	ejemplo,	coloración	o	patrones	en	la	piel).	Se	deberían	obtener	
fotografías	digitales	de	los	individuos	para	futuras	referencias	en	caso	de	alguna	
enfermedad	o	para	compararlas	con	las	condiciones	corporales	ideales	o	la	
morfología	de	la	especie.	

		
Identificación	de	los	animales	

La	identificación	permanente	de	cada	animal	es	una	herramienta	crítica	para	la	
gestión	de	los	animales	cautivos,	sobre	todo	si	se	quiere	mantener	la	diversidad	
genética	para	la	reproducción.	En	las	situaciones	de	cuarentena	la	identificación	de	cada	
animal	es	útil	para:	

• Supervisar	el	peso	y	los	puntajes	de	condición	corporal.	
• Llevar	a	cabo	investigaciones	epidemiológicas	por	medio	de	la	identificación	de	

portadores	de	enfermedades	y	sitios	de	exposición	a	agentes	patógenos	u	otros	
agentes	dañinos.		

• Evaluar	la	efectividad	de	la	gestión	en	los	parámetros	de	cuidado	zootécnico	en	
cautiverio,	tales	como	dieta,	jaula	y	parámetros	ambientales.	Estos	factores	son	
más	fáciles	de	analizar	con	la	identificación	individual	de	los	animales.	
	
Los	aspectos	negativos	de	la	identificación	individual	son	los	costos	del	equipo	y	

su	almacenamiento,	infecciones	o	traumas	secundarios	causados	por	el	mecanismo	de	
marcado,	y	la	potencial	perdida	y	reemplazo	de	los	marcadores	"permanentes"	de	
identificación.	Vea	el	apéndice	I	para	más	detalles	acerca	de	métodos	de	identificación	
animal.	

	

Peso	y	puntaje	de	condición	corporal.	
Como	ya	se	ha	señalado	en	secciones	anteriores,	el	peso	corporal	y	el	puntaje	de	

condición	corporal	de	cada	animal	es	una	parte	importante	de	la	evaluación	de	salud	en	



                                               	Cap.	6:	Cuarentena—93	

cuarentena.	Se	deben	guardar	notas	respecto	a	la	apariencia	general	de	la	condición	
corporal	durante	la	cuarentena	de	los	animales,	dándole	especial	atención	a	los	
puntajes	de	condición	corporal	al	entrar	a	la	cuarentena	y	antes	de	salir	de	esta.		

La	escala	de	5	puntos	del	sistema	BCS	
Puntaje	 Descripción	
1	 Raquítico—Vértebras	lumbares,	huesos	pélvicos	y	todas	las	

protuberancias	corporales	son	visibles	a	la	distancia.	No	hay	grasa	
corporal	distinguible.	Ausencia	obvia	de	masa	muscular.	

2	 Delgado—Parte	superior	de	las	vértebras	lumbares	es	visible.	Huesos	
pélvicos	menos	notorios.	Reducción	celómica	y	de	cintura	evidente.		

3	 Moderado—Huesos	pélvicos	no	prominentes.	Celoma	recogido	si	se	
ve	de	perfil.	

4	 Robusto—De	apariencia	regordeta.	Depósitos	grasos	evidentes	sobre	
columna	lumbar,	extremidades	y	base	de	la	cola.	La	reducción	
celómica	puede	estar	ausente.	

5	 Obeso—Grandes	depósitos	grasos	sobre	pecho,	columna	y	base	de	la	
cola.	Reducción	celómica	ausente.	Depósitos	grasos	en	el	cuello	y	las	
extremidades.	Celoma	distendido.	

	
El	peso	corporal	de	los	animales	debe	ser	tomado	cuando	estos	entren	a	la	

cuarentena	y	semanalmente	después	de	eso.		
	

• Se	debe	usar	una	balanza	de	precisión	(0,01	g	para	animales	pequeños).	Se	
debería	usar	la	misma	balanza	cada	vez	que	un	animal	sea	pesado	para	evitar	
confusiones	respecto	a	la	influencia	de	las	balanzas	en	el	cambio	de	peso	de	los	
animales.	

• 	El	peso	entre	animales	individuales	puede	fluctuar.	El	personal	que	no	esté	
acostumbrado	a	trabajar	con	animales	muy	pequeños	debería	tener	en	cuenta	
que	actos	naturales,	como	orinar	o	defecar,	pueden	causar	pérdidas	de	peso	
aparentes	rápidas	y	grandes;	los	anfibios	tienen	a	orinar	cuando	son	manejados.		
Como	pauta	a	seguir,	una	"pérdida	significativa	de	peso"	puede	considerarse	
como	pesar	de	10%	a	15%	menos	que	el	peso	corporal	semanal	anterior,	y	
debería	considerarse	como	un	posible	indicador	de	salud	anormal.	Los	cambios	
de	peso	corporal	deben	ser	evaluados	frente	a	las	valoraciones	visuales	del	
puntaje	de	condición	corporal.		

• Los	animales	saludables	deberían,	por	lo	general,	mantener	su	peso	corporal	o	
ganar	peso	durante	la	cuarentena.	La	mala	adaptación	a	las	condiciones	de	
cautiverio	o	cuarentena	podría	ser	un	causante	de	pérdida	de	peso.		

• En	grupos	grandes	de	animales,	puede	examinar	la	mediana	del	peso	de	estos	y	
utilizar	los	valores	mínimos	y	máximos	de	peso	corporal	para	calcular	la	
tendencia	de	pérdida	y	ganancia	total	de	peso	en	el	grupo.		

• 	Antes	de	salir	de	cuarentena,	se	debería	hacer	un	pesaje	de	salida	de	los	
animales.	En	grupos	grandes	de	animales,	el	peso	del	grupo	puede	ser	tomado	
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de	forma	semanal	o	bisemanal	y	los	valores	pueden	ser	registrados	bajo	un	
número	de	identificación	grupal.	Examinar	la	mediana	del	peso	del	grupo	y	
utilizar	los	valores	mínimos	y	máximos	de	peso	corporal	para	calcular	
aproximadamente	la	tendencia	de	pérdida	y	ganancia	total	de	peso	en	el	grupo.	
Las	mismas	preocupaciones	existen	tanto	para	las	perdidas	generales	de	peso	
dentro	un	grupo	que	saldrá	de	cuarentena	que	para	la	liberación	de	un	animal	
con	pérdida	de	peso.	

6.7	PRUEBAS	DE	LABORATORIO	Y	TRATAMIENTO	DE	ENFERMEDADES	EN	
CUARENTENA	
	 Las	pruebas	de	diagnóstico	y	los	tratamientos	profilácticos	de	laboratorio	son	
útiles	y	a	veces	esenciales	para	las	evaluaciones	médicas	y	de	riesgos	de	los	animales	en	
cuarentena.	Específicamente,	las	pruebas	o	tratamientos	de	diagnóstico	dirigidos	
pueden:	
	

• Detectar	y	reducir	el	impacto	de	aquellos	agentes	patógenos	conocidos	por	
causar	mortalidad	significativa	en	las	poblaciones	cautivas	antes	de	que	los	
animales	en	cuarentena	sean	introducidos	a	la	colección	general	o	a	una	colonia	
de	resguardo.		

• Usted	debe	ayudar	en	el	desarrollo	de	poblaciones	cautivas	que	se	encuentren	
libres	de	agentes	patógenos	(por	ejemplo,	el	hongo	quítrido	de	anfibios).	Estas	
poblaciones	específicas	libres	de	agentes	patógenos	son	necesarias	para	los	
programas	que	pretenden	reintroducir	animales	a	la	naturaleza,	o	que	intentan	
distribuir	anfibios	a	otras	instituciones	zoológicas.	

• Identifique	problemas	de	enfermedades	inesperados	en	las	poblaciones	de	
origen.	

	
Sería	difícil	crear	un	protocolo	de	tratamiento	o	pruebas	de	detección	de	enfermedades	
únicas	para	usar	en	todas	las	situaciones	de	cuarentena	de	anfibios.	La	decisión	de	usar	
diferentes	tipos	de	pruebas	de	diagnóstico	depende	de	la	situación	y	de	factores	tales	
como:	
	

• Evaluación	de	riesgos	de	cuarentena.	En	la	sección	6.2	hay	una	descripción	
detallada	de	la	evaluación	de	riesgos	de	cuarentena.	

• Disponibilidad	de	apoyo	de	laboratorio	o	veterinario.	No	todas	las	instalaciones	
que	albergan	a	anfibios	cautivos	tienen	acceso	a	laboratorios	y	veterinarios	que	
puedan	llevar	a	cabo	pruebas	de	diagnóstico	e	interpretar	los	resultados	del	
laboratorio.	En	estas	situaciones	hay	una	mayor	dependencia	de	los	
tratamientos	profilácticos	para	agentes	de	enfermedades	preocupantes	(por	
ejemplo,	el	hongo	quítrido	de	anfibios	o	parásitos	nemátodos	rabditiformes);	el	
uso	de	períodos	de	cuarentena	extendidos	para	observar	a	los	animales	en	
busca	de	señales	de	enfermedades;	y	depender	de	exámenes	físicos	para	
evaluar	la	salud	del	animal.	
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Algunos	métodos	de	diagnóstico	o	tratamiento	de	laboratorio	que	pueden	ser	utilizados	
en	situaciones	de	cuarentena	son:	
	

• Necropsia	(examinación	post	mórtem).	
• Examinación	en	laboratorio	de	heces	y	tratamiento	para	parásitos	internos.	
• Pruebas	y/o	tratamiento	profiláctico	para	detectar	el	hongo	quítrido	anfibio.	
• Pruebas	para	detectar	ranavirus.		
• Obtener	muestras	para	patologías	clínicas	(hematología	y	química	sanguínea).		

	
Estos	métodos	son	discutidos	en	detalle	en	las	secciones	más	abajo.	

6.8	NECROPSIA	
La	necropsia	(examinación	post	mortem)	es	una	herramienta	muy	útil	para	la	

revisión	en	busca	de	enfermedades	en	animales	en	cuarentena	y	esta,	idealmente,	debe	
llevarse	a	cabo	en	todos	los	animales	que	mueran.	Los	procedimientos	para	necropsias	
en	anfibios	se	describen	con	detalle	en	el	capítulo	9.	

	
• La	necropsia	con	histopatología	es	una	prueba	que	no	está	dirigida	a	ninguna	

enfermedad	en	específico	y,	por	lo	tanto,	tiene	el	potencial	para	detectar	una	
amplia	gama	de	enfermedades	infecciosas	(por	ejemplo,	quitridiomicosis	o	
infección	por	ranavirus);	infecciones	parasitarias	clínicamente	importantes	(por	
ejemplo,	grandes	cargas	de	nemátodos	rabditiformes);	y	problemas	
nutricionales	(por	ejemplo,	enfermedad	ósea	metabólica),	entre	muchas	otras	
enfermedades	que	pueden	ser	encontradas	en	los	anfibios	cautivos.		

• La	necropsia	con	histopatología	es	el	método	de	diagnóstico	por	el	cual	la	
mayoría	de	los	problemas	de	enfermedades	nuevos	o	inesperados,	para	los	
cuales	no	existe	una	prueba	de	diagnóstico	especifica	disponible	o	válida	para	
anfibios,	serán	detectados.			

• Con	frecuencia,	los	resultados	de	una	necropsia	se	utilizan	para	identificar	con	
rapidez	los	problemas	de	salud	más	importantes	en	un	grupo	de	animales	en	
cuarentena	y	ayudan	a	enfocar	la	atención	de	los	diagnósticos	de	laboratorio	y	
los	esfuerzos	de	tratamiento	durante	la	cuarentena.		

• Dado	que	muchas	enfermedades	son	indetectables	a	simple	vista	o	son	similares	
a	otras	condiciones	(por	ejemplo,	una	rana	con	piel	roja	podría	tener	una	
infección	bacteriana,	micótica	o	vira),	una	histopatología	llevada	a	cabo	por	un	
patólogo	veterinario	a	menudo	es	necesaria.	

		
El	sacrificio	de	animales	(mediante	eutanasia)	para	muestreos	diagnósticos	e	

histopatología	puede	formar	parte	de	un	programa	de	vigilancia	de	enfermedades	en	
cuarentena.	Los	animales	seleccionados	para	sacrificar	deben	ser	sacrificados	
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humanamente;	los	detalles	para	este	procedimiento	se	incluyen	en	la	sección	8.6.	
Algunas	situaciones	en	donde	el	sacrificio	es	especialmente	útil	son:	

	
• La	investigación	de	un	brote	de	enfermedades	o	una	mortalidad	masiva	sin	

explicación	en	la	cuarentena.		
• El	sacrificio	también	puede	ser	una	opción	si	hay	un	grupo	grande	de	animales	

en	cuarentena	y	existe	muy	poca	información	acerca	de	los	problemas	de	
enfermedades	importantes	de	la	especie,	o	si	los	animales	fueron	obtenidos	de	
una	fuente	considerada	de	riesgo	ALTO	respecto	a	la	introducción	de	
enfermedades	infecciosas.	También,	para	los	programas	que	traigan	anfibios	
silvestres	a	colonias	de	resguardo,	los	programas	de	vigilancia	de	enfermedades	
que	incluyan	sacrificios	y	necropsias,	ya	sea	de	la	especie	objetivo	o	de	la	
especie	sustituta	simpátrica	(o	de	ambos),	son	útiles	para	determinar	riesgos	de	
enfermedades	y	problemas	importantes	antes	de	establecer	el	programa	de	
cautiverio.	En	estas	situaciones,	el	sacrificio	de	animales	ofrece	la	mejor	
oportunidad	para	obtener	especímenes	de	diagnóstico	de	alta	calidad	que	
presenten	menos	defectos	causados	por	la	descomposición	post	mortem	
(autolisis).	

	
La	decisión	de	sacrificar	animales	para	la	vigilancia	de	enfermedades	puede	ser	

controversial.	Por	lo	tanto,	es	importante	que	todos	los	miembros	del	programa	de	
conservación	de	anfibios	estén	de	acuerdo	respecto	a	la	necesidad	de	sacrificar	e	
identificar	a	aquellos	animales	que	serán	removidos	por	estos	propósitos.	

6.9	PRUEBAS	Y	TRATAMIENTOS	PARA	PARÁSITOS	INTERNOS	
La	revisión	para	detectar	parásitos	internos	(usualmente	intestinales)	es	una	

práctica	veterinaria	estándar	en	la	cuarentena.	La	revisión	se	suele	llevar	a	cabo	por	
medio	de	la	examinación	de	las	heces	en	un	laboratorio	en	busca	de	huevecillos	u	otras	
etapas	de	vida	parasitarias.	Siempre	se	espera	un	grado	de	parasitismo	interno	en	los	
anfibios	silvestres,	y	el	huésped	generalmente	tolera	a	los	parásitos	endémicos	muy	
bien.		

	
• En	condiciones	de	cautiverio	y	cuidado	zootécnico,	las	infecciones	de	algunos	

tipos	de	parásitos,	especialmente	los	nemátodos	rabditiformes	tales	como	
Rhabdias	spp.	(gusano	pulmonar	anfibio)	o	Strongyloides	spp.	(parásito	
intestinal)	pueden	alcanzar	niveles	denominados	como	hiperinfecciones	o	
superinfecciones	en	el	huésped,	lo	que	resulta	en	un	estrés	fisiológico	
aumentado	o	en	la	enfermedad	y,	luego,	muerte.			

• Como	parte	de	un	programa	para	controlar	las	infecciones	de	nemátodos	
rabditiformes,	la	examinación	fecal	para	encontrar	parásitos	es	importante	en	
los	programas	de	revisión	en	busca	de	enfermedades	de	cuarentena.	En	la	
sección	7.8	se	describen	métodos	para	la	revisión	fecal	para	encontrar	parásitos.		
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• En	la	sección	8.5	se	discuten	métodos	de	control	para	parásitos	rabditiformes,	
incluyendo	el	tratamiento	profiláctico	con	medicación	antihelmíntica,	y	la	
iniciación	de	prácticas	de	higiene	y	limpieza	que	reduzcan	la	exposición	a	
parásitos	patógenos	

	
El	objetivo	de	la	revisión	fecal	para	encontrar	parásitos	es	determinado	de	

antemano	para	cada	grupo	nuevo	de	animales	que	entre	a	cuarentena.	En	el	diseño	de	
programas	de	cuarentena	a	veces	hay	desacuerdos	entre	las	filosofías	que:		

	
• Busquen	controlar	o	reducir	las	cargas	parasitarias	a	niveles	"normales"	que	

pueden	ser	vistos	en	poblaciones	de	anfibios	silvestres.	
O	

• Que	busquen	eliminar	toda	la	evidencia	de	infección	parasitaria	antes	de	que	los	
animales	sean	liberados	de	cuarentena.		

	
Para	resolver	estas	diferencias	se	requiere	una	buena	comunicación	entre	los	

veterinarios	y	el	personal	de	manejo.	Algunas	consideraciones	importantes	al	momento	
de	decidir	que	enfoque	utilizar	para	el	control	parasitario	son:	
	

• La	eliminación	de	todos	los	parásitos	internos	con	frecuencia	es	imposible	o	no	
se	recomienda.		Los	nemátodos	rabditiformes	son	notoriamente	difíciles	de	
eliminar	por	completo,	incluso	con	tratamiento	antihelmíntico.	En	vez	de	
tratamientos	antihelmínticos	prolongados,	puede	ser	mejor	poner	énfasis	en	la	
reducción	de	cargas	parasitarias	a	través	de	una	combinación	de	tratamientos	y	
mantenimiento	de	una	buena	higiene	en	los	recintos.	

• En	las	poblaciones	de	animales	en	colonias	de	resguardo	destinados	a	ser	
reintroducidos	a	la	naturaleza,	puede	ser	mejor	mantener	bajas	cargas	de	
parásitos	conocidos	por	ser	endémicos	en	la	población	silvestre.	Esto	evita	los	
problemas	respecto	a	la	perdida	de	resistencia	natural	adquirida	hacia	estos	
organismos	que	podría	ser	necesaria	para	la	supervivencia	de	los	animales	
después	de	su	liberación	(Lyles	y	Dobson,	1993;	Cunningham	1996).	

• Se	debe	establecer	un	balance	entre	la	necesidad	de	controlar	o	eliminar	a	los	
parásitos	y	los	requerimientos	zootécnicos	de	las	especies	anfibias	sensibles.	Los	
animales	sensibles	no	toleraran	tiempos	de	alojamiento	prolongados	bajo	
condiciones	de	cuarentena	y	la	administración	reiterada	de	medicación	(ser	
manejados,	etc..).	La	aceptación	de	cargas	parasitarias	menores	en	estos	
animales	es	preferible	a	someterlos	a	un	tratamiento	prolongado.	El	personal	
zootécnico	y	veterinario	debería	llevar	a	cabo	un	análisis	de	costo/beneficio	
antes	de	ejecutar	tratamientos	parasitarios.	

• Es	importante	diferenciar	entre	parásitos	patógenos	potenciales	(por	ejemplo,	
nemátodos	rabditiformes)	y	organismos	comensales	que	se	encuentran	en	
tractos	intestinales	de	anfibios.	Los	protozoos	ciliados,	opalíneos	y	flagelos,	son	
organismos	comensales	comunes	que	por	lo	general	no	requieren	tratamiento.		
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La	gama	de	parásitos	que	se	pueden	encontrar	en	especímenes	fecales	anfibios	

es	discutida	en	la	sección	7.7.			

Examinación	de	parásitos	fecales	en	cuarentena	
	 La	revisión	fecal	para	encontrar	parásitos	debe	llevarse	a	cabo	en	la	primera	
semana	de	la	cuarentena	y	una	semana	antes	del	término	de	esta.	La	frecuencia	de	las	
revisiones	es	determinada	por	los	objetivos	de	la	monitorización	y	las	necesidades	de	los	
animales	en	cuarentena.	
	

• Si	el	objetivo	es	eliminar	o	reducir	la	carga	parasitaria	a	un	nivel	predeterminado,	
la	revisión	debe	llevarse	a	cabo	antes	de,	y	después,	todos	los	tratamientos	
parasitarios	y	repetidamente	hasta	que	se	llegue	al	nivel	deseado.		

• Se	sugiere	incrementar	la	frecuencia	de	las	revisiones	parasitarias	como	
complemento	para	los	tratamientos	parasitarios	si:	1)	La	revisión	de	parásitos	
inicial	muestra	un	número	alto	de	parásitos;	2)	Si	dentro	del	grupo	de	
cuarentena	hay	muchos	animales	enfermos	o	delgados;	o	3)	Si	se	identifican	
animales	con	una	gran	cantidad	de	parásitos	en	la	examinación	a	partir	de	la	
necropsia.	

	
Las	muestras	fecales	seleccionadas	para	la	revisión	de	parásitos	deben	ser	lo	más	frescas	
posibles	y	ser	refrigeradas	si	no	serán	procesadas	para	examinación	inmediatamente.	En	
la	sección	7.7	puede	encontrar	detalles	de	las	técnicas	de	laboratorio	para	la	
examinación	en	busca	de	parásitos	y	microfotografías	de	huevecillos	de	parásitos	
fecales	comúnmente	observados.	

Interpretación	de	la	revisión	fecal	para	encontrar	parásitos	
	 El	hallazgo	más	importante	en	la	revisión	fecal	para	encontrar	parásitos	son	los	
nemátodos	rabditiformes.	Estos	incluyen	al	gusano	pulmonar	anfibio,	Rhabdias	sp.,	y	a	
los	parásitos	intestinales,	Strongyloides	spp.	Estos	parásitos	poseen	un	ciclo	de	vida	
rápido	y	directo	que	puede	llevar	a	superinfecciones	si	la	carga	parasitaria	no	es	
mitigada.	Los	nemátodos	rabditiformes	han	sido	identificados	como	una	de	las	mayores	
causas	de	morbimortalidad	en	animales	que	han	ingresado	a	cautiverio	recientemente	
para	su	uso	en	colonias	de	resguardo	(Lee	y	colaboradores,	2006;	Pessier,	200(;	
Gagliardo	y	colaboradores,	2008).		
	 Los	anfibios	que	presenten	evidencia	de	infecciones	de	nemátodos	de	tipo	
rabditiforme	en	su	examen	fecal	deberían	ser	tratados	en	cuarentena.	Además	del	
tratamiento	con	antihelmínticos	se	debe	prestar	cuidadosa	atención	a	la	higiene	del	
recinto	(ver	la	sección	8.4.)	
	

• Como	ya	se	ha	señalado,	la	eliminación	completa	de	las	infecciones	de	
nemátodos	rabditiformes	es	muy	difícil	o	imposible.	Es	más	realista	reducir	la	
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cantidad	de	parásitos	y	evitar	introducir	animales	gravemente	infectados	a	
poblaciones	cautivas	anfibias	establecidas.	

• Usar	un	sistema	de	calificación	cualitativa	para	la	cantidad	de	huevos	de	
parásitos	puede	ayudar	a	determinar	si	los	niveles	parasitarios	han	disminuido	
antes	de	salir	de	cuarentena.	Antes	de	ser	liberados	de	cuarentena,	los	animales	
deberían	tener	un	número	bajo	de	larvas	de	o	huevecillos	de	nemátodos	(por	
ejemplo,	menos	de	1	huevo	o	larva	de	nematodo	por	2	o	3	campos	
microscópicos	de	bajo	aumento	en	una	examinación	fecal	de	montaje	en	fresco)	

	
6.10	PRUEBAS	Y	TRATAMIENTO	PARA	HONGOS	QUITRIDIOS		
	 Los	hongos	quítridos	de	anfibios	(Batrachochytrium	dendrobatidis	"Bd"	y	
Batrachochytrium	salamandrivorans	""Bsal")	son	una	causa	importante	de	la	
disminución	local	y	global	de	poblaciones	de	anfibios.	El	hongo	quítrido	es	un	problema	
importante	para	los	anfibios	cautivos.	Aunque	algunas	especies	u	otras	etapas	de	vida	
vulnerables	puedan	sucumbir	a	la	quitridiomicosis	durante	un	período	de	cuarentena	
rutinario,	otras	especies,	sin	embargo,	podrían	presentar	infecciones	de	bajo	nivel	o	
"subclínicas"	con	Bd	o	Bsal	que	no	son	evidentes	en	los	exámenes	clínicos	o	en	los	
procedimientos	rutinarios	de	necropsia.	Los	animales	infectados	subclínicamente	
podrían	actuar	como	una	fuente	de	infección	para	las	especies	vulnerables,	por	lo	que	
debe	intentarse	detectar	y/o	tratar	a	estos	animales	antes	de	introducirlos	a	colecciones	
zoológicas	o	a	colonias	de	resguardo.	
	
	
		 Algunas	situaciones	o	especies	que	pueden	ser	de	especial	preocupación	
respecto	a	la	introducción	de	Bd	o	Bsal	a	una	colección	de	anfibios	son:	
	

• Animales	obtenidos	recientemente	de	la	naturaleza.	
• Animales	adquiridos	de	otras	colecciones	de	animales	cautivos	o	distribuidores	

comerciales.	
• Especies	de	las	que	se	sabe	que	comúnmente	desarrollan	infecciones	de	Bd	

subclínicas.	Algunos	ejemplos	son	las	ranas	toro	americanas	(Lithobates	
catesbeianus),	ranas	leopardo	(Lithobates	pipiens),	tritones	orientales	
(Notophthalmus	viridescens),	salamandra	tigre	(Ambystoma	tigrinum),	ajolotes	
(Ambystoma	mexicanum),	salamandras	americanas	gigantes	(Cryptobranchus	
spp.),	rana	africana	de	uñas	(Xenopus	laevis),	y	dendrobátidos	adultos.		

• Especies	conocidas	por	desarrollar	infecciones	de	Bsal	subclínicas.	Algunos	
ejemplos	son	los	tritones	de	vientre	de	fuego	japoneses	(Cynops	pyrrhogaster),	
el	tritón	de	vientre	de	fuego	de	Chuxiong	(Cynops	cyanurus)	y	la	salamandra	de	
Tam	Dao	(Paramesotriton	deloustali)	(Martel	y	colaboradores,	2014).	

• Se	debe	tener	especial	cuidado	cuando	esté	considerando	liberar	renacuajos	
de	cuarentena,	dado	que	estos	pueden	albergar	Bd	a	un	nivel	subclínico	en	sus	
piezas	bucales	queratinizadas,	no	desarrollando	enfermedades	clínicas	hasta	
que	se	haya	completado	la	metamorfosis.	Las	infecciones	Bd	en	renacuajos	por	
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lo	general	pueden	ser	difíciles	de	diagnosticar	por	las	bajas	cantidades	de	
agentes	patógenos	que	pueden	estar	en	las	piezas	bucales	(pero	vea	a	Hyatt	y	
colaboradores,	2007).	Los	métodos	de	tratamientos	antimicóticos	seguros	para	
renacuajos	no	se	encuentran	ampliamente	disponibles.	

• Las	infecciones	Bsal	no	han	sido	registradas	en	larvas	de	salamandras.		
	
	
Estos	ejemplos	no	están	completos	y	no	se	puede	confiar	solo	en	ellos	para	determinar	
o	mitigar	los	riesgos.	Algunas	medidas	que	se	pueden	aplicar	para	detectar	Bd	o	mitigar	
el	riesgo	de	infecciones	de	Bd	en	los	anfibios	en	cuarentena	son:	
	

• Necropsias	e	histopatologías	rutinarias	de	todos	los	animales	que	mueran.	La	
histopatología	cutánea	detectara	lesiones	características	y	organismos	Bd	si	el	
animal	murió	de	quitridiomicosis	(vea	la	sección	7.3	para	más	detalles	de	los	
métodos	diagnóstico	para	Bd).	La	histopatología	no	siempre	detectara	a	los	
animales	que	sean	portadores	subclínicos	de	infecciones	Bd.	

• Pruebas	de	reacción	en	cadena	de	la	polimerasa	(PCR)	en	muestras	de	piel	
para	detectar	ADN	de	Bd.		

• Tratamiento	antimicótico	profiláctico	de	los	anfibios	que	entren	a	colecciones	
zoológicas	o	a	colonias	de	resguardo.	

• Mantener	a	los	animales	en	temperaturas	entre	los	17	y	23oC	(si	la	especie	
puede	tolerarlo)	durante	la	cuarentena	para	maximizar	el	potencial	de	mostrar	
quitridiomicosis	clínica	(Young	y	colaboradores,	2007).	

	
Las	pruebas	PCR	y	el	tratamiento	antimicótico	profiláctico	son	los	métodos	más	
adecuados	cuando	se	trata	de	portadores	subclínicos	de	Bd.	Estas	son	discutidas	en	
detalle	más	abajo.	
	
Estos	ejemplos	no	están	completos	y	no	se	puede	confiar	solo	en	ellos	para	determinar	
o	mitigar	riesgos.	Algunas	medidas	que	se	pueden	aplicar	para	detectar	Bsal	o	mitigar	el	
riesgo	de	infecciones	Bsal	en	los	anfibios	en	cuarentena	son:	
	

• Necropsias	e	histopatologías	rutinarias	de	todos	los	animales	que	mueran.	La	
histopatología	cutánea	detectara	lesiones	características	y	organismos	Bsal	si	el	
animal	murió	de	quitridiomicosis	(vea	la	sección	7.3	para	más	detalles	de	los	
métodos	diagnóstico	para	Bsal).	La	histopatología	no	siempre	detectara	a	los	
animales	que	sean	portadores	subclínicos	de	infecciones	Bsal.	

• Pruebas	de	reacción	en	cadena	de	la	polimerasa	(PCR)	en	muestras	de	piel	
para	detectar	ADN	de	Bsal.		

• Mantener	a	los	animales	en	temperaturas	entre	10	y	15oC	(si	la	especie	puede	
tolerarlo)	durante	la	cuarentena	para	maximizar	el	potencial	de	mostrar	
quitridiomicosis	clínica	(Martel	y	colaboradores,	2013).	
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Pruebas	PCR	para	detectar	Bd	y	Bsal	en	la	cuarentena	
	 Las	pruebas	PCR	de	muestras	de	piel	para	detectar	Bd	se	encuentran	disponibles	
a	través	de	laboratorios	comerciales	y	de	investigación	y	se	recomienda	firmemente	
como	parte	de	los	procedimientos	rutinarios	de	cuarentena	para	los	anfibios	que	van	a	
entrar	a	colecciones	zoológicas	o	colonias	de	resguardo.	Detalles	acerca	de	los	métodos	
de	recolección	de	muestras	para	las	PCR	de	Bd	y	la	interpretación	de	los	resultados	se	
encuentran	disponibles	en	la	sección	7.2	Las	pruebas	PCR	en	muestras	de	piel	para	
detectar	Bsal	se	encuentran	disponibles	por	medio	de	laboratorios	de	investigaciones	y	
son	altamente	recomendadas	como	parte	de	los	procedimientos	rutinarios	de	
cuarentena	para	anfibios	caudados	que	entren	a	colecciones	zoológicas	o	a	colonias	de	
resguardo.	Detalles	acerca	de	los	métodos	de	recolección	de	muestras	para	las	pruebas	
PCR	de	Bsal	y	la	interpretación	de	los	resultados	se	encuentran	disponibles	en	la	sección	
7.2	
	
	 Las	pruebas	PCR	para	detectar	quitridios	de	anfibios	son	muy	sensibles	y	
detectan	un	número	pequeño	de	zoosporas	(las	etapas	infecciosas	de	los	Bd	y	Bsal).	A	
pesar	de	esto,	los	resultados	falsos	negativos	pueden	suceder,	sobre	todo	con	
infecciones	subclínicas	de	muy	bajo	nivel.		
	

• Un	ensayo	de	infección	experimental	demostró	que	un	total	de	3	muestras	de	
piel	obtenidas	en	ocasiones	diferentes	en	un	período	de	14	días	incrementarán	
la	probabilidad	de	detectar	a	todos	los	animales	infectados	con	Bd	(Hyatt	y	
colaboradores,	2007).		

	
	 Puede	que,	desde	un	punto	de	vista	financiero	o	logístico,	llevar	a	cabo	múltiples	
pruebas	PCR	no	sea	posible	para	muchos	programas	que	mantienen	anfibios	cautivos.	
Por	lo	tanto,	el	número	de	veces	en	que	se	pruebe	a	cada	animal	(o	grupos	de	animales)	
dependerá	de	un	análisis	de	costos	y	beneficios	que	incluya	una	evaluación	de	riesgos	
para	cada	grupo	de	animales	que	entre	a	la	cuarentena,	y	de	los	recursos	disponibles	
para	la	institución.	Si	los	animales	provienen	de	una	población	que	está	libre	de	
infecciones	de	Bd	o	Bsal	(vea	la	sección	8.3),	las	pruebas	específicas	para	detectar	el	
hongo	quítrido	anfibio	podrían	no	ser	necesarias.	De	lo	contrario,	las	recomendaciones	
generales	son	las	siguientes:	
	

• Lleve	a	cabo	pruebas	en	los	nuevos	animales	por	lo	menos	1	vez	durante	la	
cuarentena.	Este	enfoque	es	el	mejor	si	los	animales	provienen	de	colecciones	
con	un	historial	médico	conocido	y	sin	casos	recientemente	identificados	(no	
menos	de	1	año)	de	quitridiomicosis.	Debe	tener	en	cuenta	que	una	sola	prueba	
podría	no	detectar	a	todos	los	animales	infectados	subclínicamente	con	el	hongo	
quítrido.		
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• Si	los	animales	provienen	de	situaciones	de	riesgo	más	elevadas,	debe	llevar	a	
cabo	pruebas	en	estos	al	menos	2	veces	y	posiblemente	3	durante	la	
cuarentena.	La	primera	prueba	debería	ser	en	la	llegada	y	las	pruebas	
subsiguientes	deberían	hacerse	en	espacios	de	tiempo	aproximadamente	iguales	
sobre	un	período	de	2	semanas.	Algunos	ejemplos	de	situaciones	de	riesgo	más	
elevadas	son:	1)	los	animales	obtenidos	de	colecciones	con	historiales	médicos	
dudosos	o	de	distribuidores	que	no	tengan	colonias	de	animales	libres	de	Bd	o	
Bsal;	2)	los	animales	que	vienen	de	colecciones	con	casos	recientes	de	
quitridiomicosis;	3)	los	animales	provenientes	de	la	naturaleza	que	entraran	a	
cautiverio;	y	4)	casos	de	colonias	de	resguardo	muy	valiosas	en	las	que	el	riesgo	
(por	poco	que	sea)	de	introducir	Bd	o	Bsal	es	considerado	inaceptable.		

• Agrupación	de	las	muestras	de	prueba.	En	situaciones	de	cuarentena	donde	
grandes	grupos	de	animales,	provenientes	de	la	misma	ubicación	o	recinto,	
deben	evaluados	para	detectar	infecciones	Bd	y	Bsal,	podría	ser	posible	reducir	
los	costos	generales	de	las	pruebas	PCR	si	las	muestras	son	obtenidas	de	
animales	individuales,	pero	se	le	pide	laboratorio	de	diagnósticos	que	las	agrupe	
todas	en	la	misma	prueba	PCR.	Las	desventajas	de	agrupar	muestras	son	
discutidas	en	la	sección	7.3	

• Si	las	pruebas	PCR	para	detectar	Bd	o	Bsal	no	se	encuentran	disponibles	o	no	
pueden	realizarse,	podría	considerarse	el	tratamiento	profiláctico	de	los	
animales	entrantes	con	medicinas	antimicóticas	(vea	"Tratamiento	profiláctico"	
más	abajo)	o	el	tratamiento	por	calor	cuando	sea	apropiado	(Blooi	y	
colaboradores,	2015a).			
	

Interpretación	de	los	resultados	de	las	pruebas	
	
Detalles	acerca	de	la	interpretación	de	resultados	negativos	para	Bd	de	pruebas	PCR	se	
encuentran	en	la	sección	7.3	
	
	Para	tomar	decisiones	respecto	a	la	liberación	de	animales	de	la	cuarentena,	se	deben	
considerar	los	siguientes	aspectos:	
	

• Si	en	cualquier	momento	de	las	pruebas	llevadas	a	cabo	en	la	cuarentena	se	
identifican	a	animales	PCR	positivos,	estos	deberían	ser	tratados	con	medicación	
antimicótica	(vea	Tratamiento	profiláctico	más	abajo).	En	el	caso	de	que	se	
detecte	Bsal,	el	tratamiento	por	calor	podría	ser	una	opción	siempre	que	este	no	
exceda	la	tolerancia	termal	de	la	especie	que	está	siendo	tratada	(Blooi	y	
colaboradores,	2015b).	Debe	tener	en	cuenta	que	los	tratamientos	fallidos	
pueden	ocurrir	y	esté	preparado	para	volver	a	probar	por	medio	de	PCR	a	los	
animales	antes	de	considerar	liberarlos	de	la	cuarentena.			

• Si	algunos,	pero	no	todos,	de	los	animales	de	un	grupo	en	una	habitación	de	
cuarentena	resultan	ser	PCR	positivos	(o	si	en	la	necropsia	se	confirma	que	las	
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muertes	del	grupo	son	a	causa	de	quitridiomicosis),	TODO	el	grupo	debe	ser	
considerado	infectado	con	Bd	/	Bsal	sin	importar	los	resultados	individuales	de	
cada	animal.	El	grupo	deberá	ser	tratado	con	medicación	antimicótica	(o	
tratamiento	por	calor	en	el	caso	de	Bsal,	cuando	sea	apropiado)	y	debe	ser	
probado	de	nuevo	antes	de	ser	liberado	de	cuarentena.	
	

	 En	cualquier	caso,	el	período	de	cuarentena	deberá	ser	extendido	si	se	identifica	
Bd	o	Bsal	en	un	grupo	de	animales	en	cuarentena,	esto	para	intentar	disipar	la	infección	
y	acomodar	el	tiempo	necesario	para	hacer	pruebas	de	seguimiento.	

	

Tratamiento	antimicótico	profiláctico	para	Bd	
	 El	tratamiento	profiláctico	de	anfibios	en	cuarentena	con	medicación	
antimicótica	tal	como	itraconazol	es	usado	como	una	alternativa	para	las	pruebas	PCR	
rutinarias	o	en	conjunto	con	las	pruebas	PCR.	Detalles	del	tratamiento	antimicótico	se	
encuentran	disponibles	en	la	sección	8.1.		El	tratamiento	profiláctico	rutinario	para	Bd	
se	recomienda	solo	en	las	siguientes	situaciones:		

	
• Los	animales	fuente	se	encuentran	infectados	con	Bd	o	hay	una	alta	

probabilidad	de	que	lo	estén.	Un	ejemplo	de	tal	situación	son	los	animales	
rescatados	de	la	naturaleza	y	traídos	a	colonias	de	resguardo	por	un	real	o	
supuesto	brote	de	quitridiomicosis	(Gagliardo	y	colaboradores,	2008).	

• Las	pruebas	PCR	no	están	disponibles	por	una	variedad	de	razones	como	la	
ubicación	(zonas	rurales	o	países	en	desarrollo)	o	por	razones	financieras.	

• La	necropsia	o	la	prueba	PCR	identificó	una	infección	Bd	en	un	grupo	de	
animales	alojados	en	una	habitación	de	cuarentena.	En	estas	situaciones,	el	
grupo	completo	debe	considerarse	infectado	con	Bd	y	ser	tratado.	

	
	 Las	posibles	desventajas	del	tratamiento	profiláctico	rutinario	que	deben	ser	
tomadas	en	cuenta	al	momento	de	planear	los	procesos	de	cuarentena	son:	
	

• El	tratamiento	mediante	medicación	antimicótica	no	siempre	es	tolerado	bien	
y	podría	significar	una	fuente	importante	de	estrés	para	los	animales	que	se	
están	adaptando	a	un	nuevo	entorno	de	cautiverio.	

• El	tratamiento	antimicótico	no	es	100%	efectivo.	Ocasionalmente,	se	requieren	
2	o	más	ciclos	de	tratamiento	para	eliminar	la	infección	Bd	de	un	grupo	de	
animales	por	completo.	En	estos	casos,	llevar	a	cabo	solo	1	ciclo	de	tratamiento	
podría	dar	un	falso	sentido	de	seguridad,	lo	que	puede	resultar	en	la	
introducción	de	animales	infectados	con	Bd	a	una	colección.		
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Tratamiento	antimicótico	profiláctico	para	Bsal	
Actualmente,	los	tratamientos	antimicóticos	para	Bsal	solo	están	siendo	desarrollados	y	
solo	se	han	utilizado	para	tratar	la	infección	Bsal	en	una	especie	(Blooi	y	colaboradores,	
2015b).	El	tratamiento	profiláctico	rutinario	para	el	Bsal	puede	ser	considerado	en	las	
siguientes	situaciones:		

	
• Los	animales	fuente	se	encuentran	infectados	con	Bsal	o	hay	una	alta	

probabilidad	de	que	lo	estén.	Un	ejemplo	de	tal	situación	son	los	animales	
rescatados	de	la	naturaleza	y	traídos	a	colonias	de	resguardo	por	un	real	o	
supuesto	brote	de	quitridiomicosis	(Blooi	y	colaboradores,	2015b)	

• Las	pruebas	PCR	no	están	disponibles	por	una	variedad	de	razones	como	la	
ubicación	(zonas	rurales	o	países	en	desarrollo)	o	por	razones	financieras.	

• La	necropsia	o	la	prueba	PCR	identificó	una	infección	Bsal	en	un	grupo	de	
animales	alojados	en	una	habitación	de	cuarentena.	En	estas	situaciones,	el	
grupo	completo	debe	considerarse	infectado	con	Bsal	y	ser	tratado.	

	
	 Las	posibles	desventajas	del	tratamiento	profiláctico	rutinario	que	deben	ser	
tomadas	en	cuenta	al	momento	de	planear	los	procesos	de	cuarentena	son:	
	

• Protocolos	de	tratamiento	para	el	Bsal	están	siendo	desarrollados	actualmente	
y,	hasta	la	fecha,	solo	ciertas	combinaciones	de	anti	fúngicos	han	tratado	la	
infección	Bsal	con	éxito	en	una	especie	de	salamandra	(Blooi	y	colaboradores,	
2015b)	

• El	tratamiento	mediante	medicación	antimicótica	no	siempre	es	tolerado	bien	
y	podría	significar	una	fuente	importante	de	estrés	para	los	animales	que	se	
están	adaptando	a	un	nuevo	entorno	de	cautiverio.	

• El	tratamiento	antimicótico	no	es	100%	efectivo.	Se	sabe	muy	poco	acerca	del	
tratamiento	de	las	infecciones	Bsal	en	salamandras	y,	actualmente,	no	se	sabe	
mucho	de	la	eficacia	de	estos	tratamientos.		

	
6.11	PRUEBAS	PARA	DETECTAR	INFECCIONES	Ranavirus	
	 Las	infecciones	ranavirus	son	una	causa	importante	de	eventos	de	mortalidad	
masiva	en	las	poblaciones	de	anfibios	silvestres,	pero	solo	ocasionalmente	hay	reportes	
de	infecciones	ranavirus	en	anfibios	cautivos	(Miller	y	colaboradores,	2008;	Pasmans	y	
colaboradores,	2008).	Los	brotes	reportados	en	animales	cautivos	han	sido	pequeños	o	
limitados	a	una	sola	especie.		
	

• No	se	sabe	si	la	infección	tiene	una	baja	prevalencia	en	los	animales	cautivos;	si	
las	infecciones	en	los	animales	cautivos	han	pasado	desapercibidas	porque	los	
hallazgos	clínicos	y	patológicos	se	superponen	con	aquellos	de	otras	
enfermedades	infecciosas	en	anfibios	(por	ejemplo,	el	"síndrome	de	pierna	
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roja");	o	si	las	infecciones	ranavirus	que	han	ocurrido	en	las	poblaciones	cautivas	
son	de	relativamente	baja	virulencia.		

• Los	ranavirus	son	un	grupo	grande	de	virus	relacionados,	cada	uno	con	un	
comportamiento	biológico	único.	Estas	diferencias	en	su	comportamiento	y	
vacíos	en	el	conocimiento	de	la	biología	de	los	ranavirus	interfieren	con	el	diseño	
de	programas	de	control	y	de	pruebas	para	las	colecciones	cautivas.		

• Infecciones	subclínicas	de	ranavirus	ya	han	sido	documentadas	(Brunner	y	
colaboradores,	2004;	Robert	y	colaboradores,	2007),	pero	no	está	claro	si	las	
infecciones	subclínicas	son	transitorias	o	persisten	por	períodos	largos	de	
tiempo.		Es	posible	que	animales	infectados	a	un	nivel	subclínico	puedan	servir	
como	una	fuente	de	infección	para	los	animales	no	infectados,	sin	embargo,	esto	
aún	no	ha	sido	documentados	en	colecciones	de	anfibios	cautivos.		

• Las	preocupaciones	más	importantes	en	cuanto	a	los	ranavirus	en	los	programas	
de	anfibios	cautivos	son	que	un	evento	de	mortalidad	significativo	ocurra	en	una	
especie	valiosa	(o	a	lo	largo	de	una	colección	de	anfibios),	o	que	poblaciones	
cautivas	infectadas	subclínicamente	puedan	servir	como	portadores	de	nuevos	
ranavirus	para	poblaciones	silvestres	no	infectadas.			

	
Pruebas	para	detectar	ranavirus	en	la	cuarentena	

Las	pruebas	rutinarias	en	animales	saludables	vivos	para	detectar	infecciones	
ranavirus	en	la	cuarentena	no	son	recomendadas.	A	diferencia	de	las	pruebas	para	
detectar	el	hongo	quítrido	de	anfibios,	las	pruebas	PCR	disponibles	para	los	ranavirus	no	
han	sido	validadas	para	probarse	de	forma	viable	en	anfibios	vivos	para	detectar	
infecciones	subclínicas.		

	
• La	falta	de	pruebas	seguras	significa	que	existen	importantes	desventajas	para	

las	pruebas	rutinarias	en	animales	saludables.	Estas	incluyen	los	costos	de	las	
pruebas	(con	beneficios	inciertos),	el	estrés	resultante	de	la	recolección	de	
muestras	en	los	animales	en	cuarentena	y	la	posibilidad	de	desarrollar	una	falsa	
sensación	de	seguridad	si	los	resultados	de	las	pruebas	son	negativos.	

• Debe	estar	al	tanto	de	que	algunos	laboratorios	están	dispuestos	a	hacer	
pruebas	en	las	muestras	a	pesar	de	su	habilidad	para	interpretar	los	resultados	
con	exactitud.		

• A	medida	que	se	hacen	avances	en	el	entendimiento	de	las	pruebas	de	
diagnóstico	y	biológicas	de	los	ranavirus,	es	probable	que	las	recomendaciones	
vayan	cambiando.				

	
Si	se	desea	hacer	pruebas	en	los	animales	en	cuarentena.	Las	mejores	muestras	

que	puede	presentar	son	muestras	de	tejido	recolectadas	en	necropsias	de	animales	
que	hayan	muerto	en	cuarentena	y/o	tejidos	recolectados	de	animales	en	el	grupo	de	
cuarentena	que	hayan	sido	sacrificados	específicamente	con	propósitos	de	revisión	en	
busca	de	enfermedades.	En	la	sección	7.4	se	encuentran	disponibles	detalles	acerca	de	
las	pruebas	de	diagnóstico	para	ranavirus			
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Actualmente,	la	consideración	más	importante	en	una	situación	de	cuarentena	es	
evitar	introducir	animales	a	colecciones	que	se	encuentren	clínicamente	enfermas	con	
una	infección	ranavirus	activa	y	clínicamente	significativa.	Algunas	propuestas	para	
minimizar	este	riesgo	incluyen:	

	
• La	revisión	del	historial	médico	de	los	animales	de	la	población	de	origen.	Si	

han	ocurrido	muertes	o	enfermedades	recientes	(6	meses	o	menos)	en	la	
población	de	origen,	las	cuales	han	sido	causadas	por	infecciones	ranavirus,	el	
riesgo	de	introducir	animales	enfermos	será	más	alto.	El	historial	médico	de	la	
población	de	origen	también	debería	ser	revisado	en	busca	de	síntomas	clínicos	
o	resultados	de	la	necropsia	que	puedan	sugerir	una	infección	ranavirus.	Estos	
incluyen:	

o hemorragia	en	múltiples	tejidos,	sobre	todo	en	la	piel	("síndrome	de	
pierna	roja")	y	en	el	tracto	gastrointestinal.	

o necrosis	en	el	hígado,	riñón,	tracto	gastrointestinal	o	tejido	
hematopoyético.	

o lesiones	proliferativas	o	ulcerativas	en	la	piel.		
	

Debe	ser	reconocido	que	estos	síntomas	y	hallazgos	clínicos	son	a	la	vez	no	
específicos	y	comunes	en	los	anfibios	cautivos.		Si	se	identifican	síntomas	clínicos	o	
lesiones	sospechosas,	puede	intentar	confirmar	o	descartar	una	infección	ranavirus	(ver	
más	abajo).		

	
• Vigilancia	a	partir	de	la	necropsia	y	la	histopatología	(así	como	observaciones	

clínicas)	para	detectar	brotes	de	enfermedades	en	los	animales	en	cuarentena	
que	presentan	características	potenciales	de	las	infecciones	ranavirus	(ver	más	
arriba).	

• Si	los	brotes	de	enfermedades	y/o	los	resultados	de	la	necropsia	sugieren	una	
posible	infección	ranavirus,	debe	usar	pruebas	PCR	para	confirmar	o	descartar	la	
infección.	Las	mejores	muestras	para	el	PCR	son	las	de	hígado,	riñón	y	piel	(si	se	
presentan	lesiones	en	la	piel);	estas	muestras	deben	ser	recolectadas	en	la	
necropsia	y	luego	ser	almacenadas	congeladas.	Si	no	se	encuentran	disponibles	
tejidos	congelados,	podría	ser	posible	llevar	a	cabo	el	PCR	usando	tejidos	que	
hayan	sido	embebidos	en	parafina	para	histopatologías.	Las	muestras	también	
pueden	extraerse	de	animales	vivos	clínicamente	enfermos,	estas	muestras	
pueden	ser	hisopos	cloacales	o	faríngeos,	biopsias	de	tejidos	sangre.	En	la	
sección	7.4	se	encuentran	disponibles	detalles	acerca	de	técnicas	de	recolección	
de	muestras	para	PCR	de	ranavirus.			

	
Interpretación	de	las	pruebas	de	diagnóstico	para	el	ranavirus	

	 Si	se	identifican	enfermedades	clínicas	o	muertes	que	puedan	ser	atribuidas	a	
una	infección	ranavirus	dentro	de	un	grupo	de	animales	en	cuarentena,	el	período	de	
cuarentena	debe	ser	prolongado	indefinidamente.	La	decisión	acerca	de	la	disposición	
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de	los	animales	restantes	después	de	un	brote	dependerá	de	múltiples	factores,	tales	
como:	
	

• La	importancia	de	los	animales	infectados	o	expuestos	para	la	población	
cautiva	y	los	esfuerzos	de	recuperación	de	la	especie.	Si,	durante	la	cuarentena,	
se	identifica	una	enfermedad	atribuida	a	la	infección	ranavirus	en	una	especie	
común	que	va	a	entrar	a	una	colección	con	fines	de	exhibición,	podría	considerar	
la	eutanasia	de	los	animales	restantes.	Si	una	enfermedad	atribuida	a	una	
infección	ranavirus	ocurre	en	un	grupo	valioso	de	animales	(por	ejemplo,	una	
especie	en	peligro	de	extinción	y	animales	individuales	que	son	considerados	
cruciales	para	un	programa	de	recuperación	o	población	de	resguardo),	se	
pueden	considerar	esfuerzos	adicionales	con	la	esperanza	de	que	eventualmente	
los	animales	eliminen	cualquier	rastro	de	infecciones	subclínicas.			Los	animales	
en	esta	situación	deben	ser	manejados	como	una	población	separada	de	la	
población	de	resguardo	primaria	hasta	que	una	vigilancia	de	enfermedades	a	
largo	plazo	demuestre	que	se	encuentran	completamente	libres	de	infecciones	
ranavirus.	Vea	la	sección	8.2.	

• Incidencia	y	duración	de	infecciones	ranavirus	subclínicas.	La	posible	duración	
de	infecciones	ranavirus	subclínicas	es	impredecible	y	depende	de	múltiples	
factores	tales	como	la	especie	huésped,	la	especie	de	ranavirus	y	otras	
influencias	sin	identificar.	Xenopus	laevis	infectados	experimentalmente	
eliminaron	la	infección	de	Virus	de	la	rana	tipo	3	(un	tipo	de	ranavirus)	en	tan	
sólo	20	días,	sin	embargo,	un	grupo	de	salamandras	tigre	infectadas	
subclínicamente	con	el	virus	Ambystoma	tigrinum	mostraron	evidencia	de	
infección	por	un	mínimo	de	6	meses	(Brunner	y	colaboradores,	2004;	Robert	y	
colaboradores,	2007).	Si	las	infecciones	subclínicas	pueden	ser	eliminadas	de	
forma	natural,	un	período	de	cuarentena	extendido	puede	ser	todo	lo	necesario	
para	la	liberación	segura	de	los	animales	en	cuarentena.		Sin	embargo,	como	fue	
mencionado	anteriormente,	la	detección	de	infecciones	subclínicas	es	
problemática	y	cualquier	decisión	que	se	tome	para	liberar	a	animales	de	
cuarentena	requeriría	una	cuidadosa	evaluación	de	riesgos.	

• Los	resultados	de	la	vigilancia	de	enfermedades	de	seguimiento	durante	un	
período	de	cuarentena	extendido.	Algunas	pruebas	que	pueden	ser	útiles	son:	

o En	grupos	grandes	de	animales,	se	debe	considerar	sacrificar	(eutanasia)	
a	algunos	miembros	del	grupo	de	cuarentena	para	llevar	a	cabo	pruebas	
de	diagnóstico.	En	esta	situación,	el	sacrificio	es	más	útil	para	detectar	
infecciones	subclínicas	persistentes	si	se	realiza	varias	semanas	después	
de	que	las	enfermedades	clínicas	o	muertes	causadas	por	la	infección	
ranavirus	se	hayan	detenido.			

o Realice	necropsias	e	histopatologías	en	todos	los	animales	que	mueran	o	
que	sean	sacrificados	con	el	propósito	de	hacer	una	vigilancia	de	
enfermedades	para	buscar	lesiones	características	de	las	infecciones	
ranavirus.	
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o Prueba	PCR	de	hígado	y	riñón	para	buscar	ranavirus,	estos	deben	ser	
recolectados	en	la	necropsia	de	todos	los	animales	que	mueran	o	hayan	
sido	sacrificados	para	la	vigilancia	de	enfermedades.	

o Prueba	PCR	de	animales	vivos	(esto	es	una	excepción	a	la	recomendación	
previa	que	decía	que	no	se	realizaran	pruebas	PCR	en	animales	vivos	
sanos).		

• Presencia	o	ausencia	de	infecciones	ranavirus	preexistentes	en	la	población	
cautiva	y	silvestre.	Esto	requiere	informes	completos	de	salud	de	las	poblaciones	
cautivas	y	silvestres	con	el	propósito	de	establecer	información	básica	y	clara.	
Esta	consideración	es	especialmente	relevante	en	las	poblaciones	de	resguardo	
de	animales	en	aislamiento	permanente	de	una	colección	de	anfibios.	Por	
ejemplo,	en	una	situación	en	la	que	se	sabe	que	las	poblaciones	silvestres	(=	
fuente	origen	de	los	animales	que	se	usaron	para	fundar	la	colonia)	tienen	
infecciones	ranavirus	endémicas	que	suceden	naturalmente	dentro	del	rango	de	
la	especie,	podría	tomar	la	decisión	de	manejar	las	infecciones	ranavirus	en	la	
población	cautiva	aislada.	Esta	decisión	es	complicada	y	debería	ser	tomada	
como	parte	de	un	plan	general	de	gestión	para	la	especie	en	cuestión.	Algunos	
factores	a	tener	en	cuenta	son:	1)	Verificar	que	las	especies	específicas	de	
ranavirus	presentes	en	la	naturaleza	y	en	la	población	cautiva	sean	las	mismas	
(Este	proceso	es	más	complicado	que	las	pruebas	PCR	normales,	vea	la	sección	
7.4;	2)	Determinar	las	probabilidades	de	que	los	ranavirus	presentes	en	las	
poblaciones	silvestres	y	cautivas	realmente	sean	virus	endémicos	y	no	virus	
exóticos	que	han	sido	introducidos	en	la	población	silvestre.	

	
La	confianza	en	los	resultados	y	el	valor	de	la	vigilancia	de	enfermedades	para	los	
ranavirus	incrementa	según	el	número	y	la	calidad	de	las	muestras	disponibles	a	lo	largo	
del	tiempo	para	las	pruebas	de	diagnóstico.			

6.12	PATOLOGÍAS	CLÍNICAS	(HEMATOLOGÍA	Y	BIOQUÍMICA	CLÍNICA)	
	 Durante	la	cuarentena,	puede	recolectar	información	general	de	patologías	
clínicas	para	incrementar	nuestro	entendimiento	de	la	fisiología	y	ecología	normal	de	
diferentes	especies	anfibias.		
	

• La	interpretación	de	la	hematología	y	la	bioquímica	clínica	en	los	anfibios	se	
encuentra	en	su	infancia,	y	los	resultados	inmediatos	de	los	diagnósticos	de	
cualquier	prueba	son	limitados	y	tienen	poca	importancia.			

• 	La	información	obtenida	podría	ser	útil	en	el	futuro	para	mejorar	la	detección	de	
enfermedades	y	los	esfuerzos	conservacionistas	generales.		

• Si	se	recolecta	información	de	patologías	clínicas,	debe	procurarse	de	registrar	
cuidadosamente	los	métodos	de	laboratorio	utilizados	para	obtener	la	
información	y	toda	la	información	numérica.		
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Si	es	viable,	basado	en	factores	tales	como	el	tamaño	del	animal,	las	finanzas	y	la	
disponibilidad	de	un	laboratorio	de	pruebas	apropiado,	podría	llevar	a	cabo	un	panel	
hematológico	y	bioquímico	completo	en	cada	animal	durante	la	cuarentena.		

	
• La	extracción	de	sangre	se	suele	llevar	a	cabo	durante	el	examen	físico	en	la	

cuarentena.		
• Por	razones	de	seguridad,	no	se	recomienda	extraer	sangre	de	animales	que	

pesen	menos	de	50	gramos.	Cuando	sean	grupos,	puede	extraer	la	sangre	de	un	
número	de	representantes	del	grupo	(de	10%	a	30%	del	grupo).	

• Hasta	que	nuestro	entendimiento	de	la	hematología	anfibia	normal	y	bioquímica	
clínica	mejore,	la	interpretación	de	la	información	de	la	información	debería	ser	
prudente	y	ser	basada	tanto	en	la	experiencia	clínica	como	en	las	sugerencias	de	
publicaciones	(Wright	y	Whitaker,	2001).	Una	variedad	de	factores	como	el	
estado	de	hidratación,	la	estacionalidad	y	el	sexo	del	animal	pueden	influenciar	el	
resultado	de	los	parámetros	hematológicos	y	bioquímicos	a	un	grado	más	alto	
que	el	observado	en	otros	animales	vertebrados.		

• Actualmente,	no	existen	recomendaciones	para	los	parámetros	
hematológicos/bioquímicos	que	deberían	ser	utilizados	como	herramienta	de	
exclusión	para	prevenir	la	liberación	de	un	animal	de	cuarentena.	Podría	
considerar	incrementos	o	disminuciones	en	pruebas	clave	como	en	la	albúmina,	
conteo	de	glóbulos	blancos,	etc.,	para	hacer	una	supuesta	estimación	y	prevenir	
la	liberación	de	cuarentena	de	un	animal	del	que	se	sospeche.	Sin	embargo,	dado	
que	el	número	de	animales	normales	en	el	rango	de	referencia	para	una	especie	
es	muy	bajo,	hacer	cualquier	interpretación	estadística	es	clínicamente	inútil	y	no	
aconsejada.	

	
En	la	sección	7.8	se	encuentran	disponibles	detalles	acerca	de	la	recolección	de	
muestras	y	el	análisis	de	información	de	patologías	clínicas.			
	
6.13	OTRAS	ENFERMEDADES	INFECCIOSAS	QUE	SE	ENCUENTRAN	EN	
CUARENTENA	

Bacterias	aerobias	(por	ejemplo,	Aeromonas	hydrophila)	
Las	infecciones	con	una	variedad	de	bacterias	gram	negativas,	incluyendo	

Aeromonas	hydrophila	o	Pseudomonas	spp.,	se	han	visto	implicadas	como	la	causa	de	la	
dermatosepticemia	bacterial	(síndrome	de	pierna	roja)	en	anfibios	cautivos	(Taylor	y	
colaboradores,	2001).		
 

• Hay	pocos	o	ningún	beneficio	en	llevar	a	cabo	cultivos	bacteriales	rutinarios	en	
anfibios	aparentemente	saludables	en	cuarentena.	Las	bacterias	como	la	
Aeromonas	normalmente	habitan	entornos	acuáticos	y	se	encuentran	
frecuentemente	aisladas	de	los	animales	saludables.			

• Los	cultivos	bacterianos	son	útiles	para	la	gestión	clínica	(por	ejemplo,	patrones	
de	susceptibilidad	antibiótica)	de	los	animales	enfermos	en	cuarentena.		
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• El	control	de	las	infecciones	bacterianas	de	los	anfibios	en	cuarentena	se	centra	
en	reducir	los	factores	que	con	frecuencia	contribuyen	al	desarrollo	de	estas,	
tales	como	el	estrés	de	los	envíos	recientes,	el	hacinamiento	o	baja	calidad	del	
agua	(por	ejemplo,	que	esta	posea	altas	cargas	orgánicas).		

 
Enterobacterias	(por	ejemplo,	Salmonela)	

Como	los	reptiles,	los	anfibios	a	veces	portan	enterobacterias	tales	como	la	
Salmonela	spp.	que	poseen	potencial	zoonótico	(Taylor	y	colaboradores	2001;	Centros	
para	el	control	y	la	prevención	de	enfermedades,	2010).		
	

• No	se	recomienda	llevar	a	cabo	revisiones	rutinarias	para	patógenos	entéricos	ni	
tratamientos	de	animales	infectados.	En	cambio,	deben	existir	prácticas	
higiénicas	para	reducir	las	posibilidades	de	que	los	curadores	se	infecten	con	
enterobacterias	de	origen	anfibio.			

• Pautas	para	prácticas	de	higiene	se	encuentran	disponibles	en	línea	en:	
o Compendium	of	Measures	to	Prevent	Disease	Associated	with	Animals	in	

Public	Settings	2009—Centers	for	Disease	Control	and	Prevention.	
www.cdc.gov/mmwr/preview/mmwrhtml/rr5805a1.htm		

o Salmonella	Bacteria	and	Reptiles—Association	of	Reptile	and	Amphibian	
Veterinarians.	
www.arav.org/ECOMARAV//timssnet/arav_publications/SalmonellaOwn
er.pdf	
   	

Chlamydophila	
Las	infecciones	de	Chlamydophila	psittaci,	Chlamydophila	pneumoniae,	y	otros	

organismos	de	tipo	chlamydia	están	siendo	reconocidos	cada	vez	más	en	anfibios	
cautivos	y	criados	en	libertad	(Corsaro	y	Venditti,	2004;	Blumer	y	colaboradores,	2007).		

	
• La	chlamydophilosis	puede	presentarse	de	varias	formas,	incluyendo	una	muerte	

inesperada	o	una	similitud	al	"síndrome	de	pierna	roja".		
• Algunas	lesiones	que	pueden	aparecer	en	la	histopatología	son	la	necrosis	y	la	

inflamación	no	supurativa	en	tejidos	tales	como	pulmón,	riñón,	hígado	y	
corazón.	En	la	mayoría	de	los	casos,	si	se	lleva	a	cabo	una	histopatología	de	los	
tejidos	afectados,	se	podrán	observar	inclusiones	citoplasmáticas	basófilas	
intracelulares	finamente	granulares.		

• La	confirmación	del	diagnóstico	es	llevada	a	cabo	mediante	inmunohistoquímica	
usando	anticuerpos	monoclonales	anti	LPS	Chlamydiaceae	específicos	a	la	familia	
o	por	medio	de	reacción	en	cadena	de	la	polimerasa	(PCR)	para	la	clamidia	
16sRNA	y	los	genes	ompA.	No	se	recomiendan	las	pruebas	rutinarias	en	los	
animales	saludables	en	cuarentena.			
	
Si	la	chlamydophilosis	es	detectada,	el	período	de	cuarentena	debería	extenderse	

para	el	resto	de	los	animales	del	grupo	con	el	propósito	de	monitorear	para	el	desarrollo	
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de	síntomas	clínicos	de	enfermedades.	El	tratamiento	del	resto	de	los	animales	con	
antibióticos	del	grupo	de	las	tetraciclinas	puede	ser	considerado	(Taylor	y	
colaboradores,	2001).	Puede	intentar	llevar	a	cabo	pruebas	PCR	usando	hisopos	de	
cloaca,	pero	estas	pruebas	no	han	sido	validadas	con	este	propósito	y	la	revisión	
rutinaria	de	los	animales	saludables	no	es	recomendada.	

	
Micobacteriosis	

Las	infecciones	con	bacterias	acidorresistentes	en	el	género	Mycobacterium,	
incluyendo	M.	fortuitum,	M.	marinum,	M.	chelonae	y	M.	xenopi,	entre	otros,	son	un	
problema	común	en	las	colecciones	anfibias	cautivas.		

		
• Estos	organismos	son	habitantes	ubicuos	de	los	ambientes	acuáticos	(Primm	y	

colaboradores,	2004).		
• Estas	micobacterias	suelen	ser	patógenos	oportunistas	que	aparecen	por	

factores	tales	como	lesiones	cutáneas,	mal	cuidado	zootécnico	o	estrés.		
• La	situación	los	programas	de	cautiverio	podría	ser	similar	a	la	registrada	en	aves	

de	zoológico,	donde	la	fuente	original	de	la	infección	fue	una	reserva	
medioambiental	en	vez	de	la	transmisión	de	animal	a	animal	de	un	organismo	
particular	(Schrenzel	y	colaboradores,	2008).	

• 	Los	animales	gravemente	infectados	podrían	actuar	como	fuente	de	infección	
para	los	otros	animales	de	un	grupo,	dado	que	estos	pueden	desprender	un	gran	
número	de	organismos,	lo	que	excedería	los	niveles	"normales"	de	exposición	a	
estas	bacterias	comparadas	con	los	hábitats	acuáticos.		

• El	objetivo	de	las	situaciones	de	cuarentena	no	es	detectar	a	cada	animal	con	
una	infección	subyacente	por	micobacterias,	sino	que	es	evitar	la	introducción	
de	animales	con	micobacteriosis	visible	clínicamente	importantes	(que	tienen	las	
más	altas	probabilidades	de	desprender	un	gran	número	de	organismos)	a	una	
colección	de	anfibios.			

	
Los	síntomas	clínicos	de	la	micobacteriosis	por	lo	general	son	relacionados	a	la	

piel,	estos	incluyen	úlceras	cutáneas,	abscesos,	nódulos	cutáneos	e	hinchazón	en	las	
extremidades	(celulitis)	que	no	se	resuelven	con	tratamiento	complementario	o	terapias	
antibióticas	o	antimicóticas.		

	
• La	diseminación	de	órganos	viscerales	como	el	hígado	y	el	riñón	se	lleva	a	cabo	

frecuentemente.	En	las	infecciones	diseminadas	se	pueden	observar	síntomas	no	
específicos	tales	como	la	pérdida	de	peso	a	pesar	de	buen	apetito	del	animal.		

• Las	infecciones	pueden	aparecer	como	brotes	en	una	población,	pero	por	lo	
general	estas	aparecen	como	eventos	esporádicos	limitados	a	un	solo	animal.			

	
El	diagnóstico	de	micobacteriosis	es	problemático	en	los	animales	sin	lesiones	cutáneas	
obvias.		
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• Las	revisiones	por	medio	de	tinciones	acidorresistentes	de	portaobjetos	con	
heces,	moco	orofaríngeo	o	capas	de	lodo	cutáneas	no	pueden	predecir	
enfermedades	en	animales	que	superficialmente	se	ven	saludables	y	no	se	
recomiendan.		

• Asimismo,	las	pruebas	PCR	se	encuentran	disponibles	para	las	micobacterias	
ambientales,	pero	su	utilidad	para	llevar	a	cabo	diagnósticos	confiables	basados	
en	muestras	como	hisopos	de	cloaca	o	cutáneos,	en	animales	superficialmente	
saludables,	es	desconocida	(existen	un	gran	potencial	para	resultados	falsos	
negativos	o	falsos	positivos).		

• Si	se	observan	lesiones	cutáneas,	una	examinación	citológica	de	las	
preparaciones	o	aspiraciones	superficiales	por	medio	de	una	tinción	
acidorresistente	puede	entregar	u	diagnóstico	rápido	(Pessier	2007).	Las	biopsias	
e	histopatologías	de	las	lesiones	cutáneas	con	una	tinción	acidorresistente	
también	son	un	diagnóstico.		

	
Para	el	manejo	de	la	micobacteriosis	en	la	cuarentena:	

	
• Revise	el	historial	médico	de	los	animales	de	la	población	de	origen.	Si	han	

habido	casos	recientes	(dentro	de	3	a	6	meses)	de	micobacteriosis,	extienda	el	
período	de	cuarentena	(90	días)	para	observar	a	los	animales	entrantes	y	buscar	
lesiones	cutáneas,	evidencia	de	pérdida	de	peso	crónica	u	otros	síntomas	no	
específicos	de	mala	salud.	

• Si	en	un	grupo	de	cuarentena	se	identifica	a	animales	con	micobacteriosis:	
o Coloque	al	resto	de	los	animales	del	grupo	en	un	período	de	cuarentena	

extendido	(90	días)	para	observarlos	en	busca	de	lesiones	cutáneas	o	
evidencia	de	pérdida	de	peso	crónica	u	otros	síntomas	no	específicos	de	
mala	salud.	Los	animales	enfermos	que	muestren	evidencia	de	infección	
deben	ser	removidos	y	trasladados	a	un	recinto	de	aislamiento	separado	
o	se	debe	considerar	su	sacrificio	y	eutanasia.	Esta	opción	es	más	
deseable	sobre	todo	en	animales	de	gran	valor	como	por	ejemplo	una	
especie	en	peligro	de	extinción	que	es	crítica	para	la	crianza	dentro	de	
una	colonia	de	resguardo.		

o Si	los	animales	no	son	tan	valiosos	o	si	no	es	posible	extender	el	período	
de	cuarentena,	podría	considerarse	la	eutanasia	de	los	animales	
directamente	expuestos	(de	la	misma	jaula)	ya	sea	si	presentan	o	no	
presentan	señales	de	estar	enfermos.		

• No	libere	de	la	cuarentena	a	animales	con	lesiones	cutáneas	por	micobacterias	o	
que	presenten	otras	posibles	señales	de	micobacteriosis.	Por	lo	general,	el	
tratamiento	de	la	micobacteriosis	anfibia	no	ha	sido	exitoso	y	se	recomienda	la	
eutanasia	de	todos	los	animales	que	presenten	síntomas	clínicos	de	enfermedad.	
El	tratamiento	puede	ser	considerado	un	método	de	rescate	para	animales	muy	
valiosos.	
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• Los	animales	pertenecientes	a	un	grupo	con	casos	confirmados	de	
micobacteriosis	pueden	ser	candidatos	para	su	liberación	de	cuarentena	si	
después	de	90	días	de	observación	ya	no	presentan	lesiones	cutáneas	u	otros	
síntomas	clínicos	que	puedan	ser	causados	por	una	infección	por	micobacterias.		

o Esto	no	garantiza	que	los	animales	estén	libres	de	una	infección	por	
micobacterias,	pero	reduce	el	riesgo	de	introducir	a	animales	que	estén	
desprendiendo	un	alto	número	de	organismos	a	una	colección	de	
zoológico	o	a	una	colonia	de	resguardo.		

o Al	principio,	trate	de	introducir	a	estos	animales	en	recintos	en	las	que	no	
haya	muchos	animales	con	los	que	tenga	contacto	directo	(en	la	misma	
jaula).		

• Finalmente,	la	infección	con	la	micobacteria	ambiental	ha	sido	considerada	una	
zoonosis	potencial.		

o El	riesgo	general	de	la	transmisión	de	estos	organismos	desde	animales	a	
humanos	es	bajo,	y	algunas	medidas	útiles	que	se	pueden	tomar	para	
evitar	la	infección	humana	son:	1)	El	uso	de	guantes	durante	el	
mantenimiento	de	los	recintos	o	durante	el	manejo	de	los	animales	para	
minimizar	las	posibilidades	de	la	inoculación	de	organismos	en	heridas	
cutáneas;	y	2)	Evitar	los	aerosoles	de	agua	o	los	materiales	ambientales	
(como	el	contenido	de	los	sistemas	de	filtración	biológicos).	En	este	
aspecto,	el	uso	de	mascarillas	o	protectores	faciales	puede	ser	útil.			

Infecciones	micóticas	y	de	mohos	acuáticos		
	 Una	gran	variedad	de	infecciones	micóticas	sistémicas	o	cutáneas	se	producen	
en	anfibios	cautivos.	Las	infecciones	más	comunes	son	dermatopatías	micóticas	
causadas	por	organismos	tales	como	Basidiobolus	ranarum,	Mucor	sp.,	Fusarium	sp.		y	
mohos	acuáticos	como	Saprolegenia	(Taylor,	2001;	Pessier,	2003).		
	

• Casi	todos	los	diversos	hongos	que	afectan	a	los	anfibios	son	ubicuos	en	el	medio	
ambiente	y	suelen	aparecer	como	infecciones	secundarias	(en	lugar	de	actuar	
como	patógenos	primarios).		

• Eliminar	completamente	a	estos	hongos	de	los	recintos	no	es	práctico.	La	
importancia	yace	en	las	prácticas	zootécnicas	para	reducir	el	estrés	de	los	
animales,	proveer	un	medio	ambiente	libre	de	excesos	de	desechos	(comida,	
heces,	material	en	descomposición)	que	puedan	facilitar	los	sustratos	necesarios	
para	el	crecimiento	excesivo	de	hongos	y	mejorar	la	calidad	del	agua	(por	
ejemplo,	la	exposición	al	amoniaco).	Todos	estos	factores	ambientales	
contribuyen	al	desarrollo	de	infecciones	micóticas.	
	

		 El	diagnóstico	de	las	infecciones	micóticas	en	la	cuarentena	se	lleva	a	cabo	a	
través	de	la	observación	directa	e	investigación	de	diagnóstico	de	las	lesiones	cutáneas	
(por	ejemplo,	raspado	cutáneo	para	la	citología	o	una	biopsia	cutánea)	o	una	
histopatología	de	los	animales	fallecidos.		
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• Cultivos	cutáneos	y	de	los	órganos	viscerales	afectados	pueden	ayudar	a	

determinar	la	especie	del	hongo	con	el	que	está	infectado	el	animal.	La	
interpretación	de	los	cultivos	puede	ser	problemática	debido	a	la	incertidumbre	
de	si	el	hongo	cultivado	solo	se	encuentra	en	el	medio	ambiente	o	si	está	
enfermando	a	un	animal	en	particular.		

• El	tratamiento	es	doble:	1)	Trate	a	los	animales	afectados	con	medicamentos	
tópicos	y/o	de	administración	parenteral	como	el	itraconazol;	y	2)	Mejore	las	
prácticas	zootécnicas	para	incrementar	la	calidad	del	agua,	reducir	la	exposición	
micótica	y	reducir	el	estrés	de	los	animales.		

	
6.14	LITERATURA	CITADA	
Blumer,	C.,	D.	R.	Zimmermann,	R.	Weilenmann,	L.	Vaughan,	and	A.	Pospischil.	2007.		

Chlamydiae	in	free-ranging	and	captive	frogs	in	Switzerland.	Veterinary	Pathology	
44:144–150.	

	
Brunner,	J.	L.,	D.	M	Schock,	E.	W.	Davidson,	and	J.	P.	Collins.	2004.	Intraspecific	

reservoirs:	complex	life	history	and	the	persistence	of	a	lethal	Ranavirus.	Ecology	
85:560–566.	

	
Blooi,	M.,	A.	Martel,	F.	Haesebrouck,	F,	Vercammen,	D.	Bonte,	and	F.	Pasmans.	2015a.	

Treatment	of	urodelans	based	on	temperature	dependent	infection	dynamics	of	
Batrachochytrium	salamandrivorans.	Scientific	reports,	5.	

	
Blooi,	M.,	F.	Pasmans,	L.	Rouffaer,	F.	Haesebrouck,	F.	Vercammen	and	A.	Martel.	2015b.	

Successful	treatment	of	Batrachochytrium	salamandrivorans	infections	in	
salamanders	requires	synergy	between	voriconazole,	polymyxin	E	and	
temperature.	Scientific	reports,	5.	

	
Centers	for	Disease	Control	and	Prevention.	2010.	Multistate	outbreak	of	human	

typhimurium	infection	associated	with	aquatic	frogs—United	States,	2009.	
Morbidity	and	Mortality	Weekly	Report	58:1433–1436.	

	
Corsaro,	D.,	and	D.	Venditti.	2004.	Emerging	chlamydial	infections.	Critical	Reviews	in	

Microbiology	30:75–106.		
	
Cunningham,	A.	A.	1996.	Disease	risks	of	wildlife	translocations.	Conservation	Biology	

10:349–353.	
	
Ferrell,	S.	T.	2008.	Amphibian	quarantine	guidelines.	Pp.	63–72	In:	Poole,	V.	A.,	and	S.	

Grow	(eds.)	Amphibian	Husbandry	Resource	Guide,	Edition	1.0.	Association	of	
Zoos	and	Aquariums,	Silver	Springs,	Maryland,	USA.	

	



                                               	Cap.	6:	Cuarentena—115	

Gagliardo,	R.,	P.	Crump,	E.	Griffith,	J.	R.	Mendelson	III,	H.	Ross,	and	K.	C.	Zippel.	2008.	
The	principles	of	rapid	response	for	amphibian	conservation	using	the	
programmes	in	Panama	as	an	example.	International	Zoo	Yearbook	42:125–135.	

	
Greer,	A.	L.,	D.	M.	Schock,	J.	L.	Brunner,	R.	A.	Johnson,	A.	M.	Picco,	S.	D.	Cashins,	R.	A.	

Alford,	L.	F.	Skerratt,	and	J.	P.	Collins.	2009.	Guidelines	for	the	safe	use	of	
disposable	gloves	with	amphibian	larvae	in	light	of	pathogens	and	possible	toxic	
effects.	Herpetological	Review	40:145–147.	

	
Hyatt,	A.	D.,	D.	G.	Boyle,	V.	Olsen,	D.	B.	Boyle,	L.	Berger,	D.	Obendorf,	A.	Dalton,	K.	

Kriger,	M.	Hero,	H.	Hines,	R.	Phillott,	R.	Campbell,	G.	Marantelli,	F.	Gleason,	and	
A.	Colling.	2007.	Diagnostic	assays	and	sampling	protocols	for	the	detection	of	
Batrachochytrium	dendrobatidis.	Diseases	of	Aquatic	Organisms	73:175–192.	

	
Lee,	S.,	K.	C.	Zippel,	L.	Ramos,	and	J.	Searle.	2006.	Captive	breeding	programme	for	the	

Kihansi	spray	toad	at	the	Wildlife	Conservation	Society,	Bronx,	New	York.	
International	Zoo	Yearbook	40:241–253.	

	
Lyles,	A.	M.,	and	A.	P.	Dobson.	1993.	Infectious	disease	and	intensive	management:	

population	dynamics,	threatened	hosts,	and	their	parasites.	Journal	of	Zoo	and	
Wildlife	Medicine	24:315–326.	

	
Lynch,	M.	2001.	Amphibian	Quarantine	Protocols	Melbourne	Zoo.	Available	at:	

www.jcu.edu.au/school/phtm/PHTM/frogs/papers/attach6-lynch-2001.pdf	
	
Martel,	A.,	M.	Blooi,	C.	Adriaensen,	P.	Van	Rooij,	W,	Beukema,	M.C.	Fisher,	and	F,	

Pasmans.	2014.	Recent	introduction	of	a	chytrid	fungus	endangers	Western	
Palearctic	salamanders.	Science	346:	630–631.	

	
Miller,	D.	L.,	S.	Rajeev,	M.	Brookins,	J.	Cook,	L.	Whittington,	and	C.	A.	Baldwin.	2008.	

Concurrent	infection	with	Ranavirus,	Batrachochytrium	dendrobatidis,	and	
Aeromonas	in	a	captive	anuran	colony.	Journal	of	Zoo	and	Wildlife	Medicine	
39:445–449.	

	
Pasmans,	F.,	S.	Blahak,	A.	Martel,	N.	Pantchev,	and	P.	Zwart.	2008.	Ranavirus-associated	

mass	mortality	in	imported	red	tailed	knobby	newts	(Tylototriton	
kweichowensis):	a	case	report.	The	Veterinary	Journal	176:257–259.	

	
Primm,	T.	P.,	C.	A.	Lucero,	and	J.	O.	Falkinham.	2004.	Health	impacts	of	environmental	

mycobacteria.	Clinical	Microbiology	Reviews	17:98–106	
	
Pessier,	A.	P.	2003.	An	overview	of	amphibian	skin	disease.	Seminars	in	Avian	and	Exotic	

Pet	Medicine	11:162–174.	
	



                                               	Cap.	6:	Cuarentena—116	

Pessier,	A.	P.	2008.	Management	of	disease	as	a	threat	to	amphibian	conservation.	
International	Zoo	Yearbook	42:30–39.	

	
Robert,	J.,	L.	Abramowitz,	J.	Gantress,	and	H.	Morales.	2007.	Xenopus	laevis:	a	possible	

vector	of	Ranavirus	infection.	Journal	of	Wildlife	Diseases	43:645–652.	
	
Taylor,	S.	K.	2001.	Mycoses.	Pp.	181–191	In:	Wright,	K.	M.,	and	B.	R.	Whitaker	(eds.),	

Amphibian	Medicine	and	Captive	Husbandry.	Krieger	Publishing,	Malabar,	
Florida,	USA.	

	
Taylor,	S.	K.,	D.	E.	Green,	K.	M.	Wright,	and	B.	R.	Whitaker.	2001.	Bacterial	Diseases.	Pp.	

159–175	In:	Wright,	K.	M.,	and	B.	R.	Whitaker	(eds.),	Amphibian	Medicine	and	
Captive	Husbandry.	Krieger	Publishing,	Malabar,	Florida,	USA.	

	
Schrenzel,	M.,	M.	Nicholas,	C.	Witte,	R.	Papendick,	T.	Tucker,	L.	Keener,	M.	Sutherland-

Smith,	M.,	N.	Lamberski,	D.	Orndorff,	D.	Heckard,	P.	Witman,	M.	Mace,	D.	
Rimlinger,	S.	Reed,	and	B.	Rideout.	2008.	Molecular	epidemiology	of	
Mycobacterium	avium	subsp.	avium	and	Mycobacterium	intracellulare	in	captive	
birds.	Veterinary	Microbiology	126:122–131.	

	
Wright,	K.	M.,	and	B.	R.	Whitaker.	2001.	Quarantine.	Pp.	301–307	In:	Wright,	K.	M.,	and	

B.	R.	Whitaker	(eds.),	Amphibian	Medicine	and	Captive	Husbandry.	Krieger	
Publishing,	Malabar,	Florida,	USA.	

	
Young,	S.,	L.	Berger,	and	R.	Speare.	2008.	Amphibian	chytridiomycosis:	strategies	for	

captive	management	and	conservation.	International	Zoo	Yearbook	41:1–11.	
	



Cap.	7:	Pruebas	de	diagnóstico—117	

Capítulo	7		
	

PRUEBAS	DIAGNÓSTICAS	
	

7.0	INTRODUCCIÓN	
	 El	control	de	los	problemas	de	enfermedades	en	las	colonias	de	resguardo	y	
reintroducción	a	la	naturaleza	para	anfibios	depende	de	los	programas	de	vigilancia	de	
enfermedades,	una	identificación	precisa	de	estos	problemas	por	medio	de	métodos	de	
laboratorio	y	una	interpretación	apropiada	de	los	resultados	de	laboratorio.			

Algunos	aspectos	importantes	de	la	vigilancia	y	pruebas	de	detección	de	enfermedades	

son:	

• Principios	de	muestreo	de	las	poblaciones	para	detectar	agentes	infecciosos	(por	
ejemplo,	determinar	el	número	de	animales	de	los	que	se	deben	obtener	muestras	
para	estar	seguros	de	que	una	población	se	encuentra	libre	de	agentes	infecciosos).	

• Evaluación	e	identificación	de	los	laboratorios	que	pueden	llevar	cabo	pruebas	de	
diagnóstico	de	muestras	anfibias.	

• Seleccionar	la	prueba	de	diagnóstico	más	apropiada	para	el	agente	infeccioso	de	
interés	y	para	la	situación	o	contexto	en	que	se	usara	la	prueba.	

• Recolectar	el	mejor	tipo	de	muestra	para	la	prueba	que	se	llevara	a	cabo.	
• Interpretación	adecuada	de	los	resultados	de	las	pruebas	(Esto	es	sobre	todo	

importante	para	pruebas	de	diagnóstico	molecular	o	"PCR").	
• Usar	la	necropsia	(examinación	post	mórtem)	como	una	importante	herramienta	

para	identificar	y	manejar	problemas	de	enfermedades	en	colonias	anfibias	(ya	sea	
de	enfermedades	infecciosas	o	no	infecciosas)	y	para	llevar	a	cabo	análisis	de	riesgo	
de	enfermedades	en	programas	de	reintroducción	a	la	naturaleza	para	anfibios.		

	
Este	capítulo	apunta	a	entregar	una	descripción	de	estos	temas	e	incluye:	
	

• Discusión	de	métodos,	recolección	de	muestras	de	diagnóstico	e	interpretación	de	
las	pruebas	para	métodos	de	laboratorio	comúnmente	usados	para	el	control	de	
enfermedades	infecciosas	en	las	colonias	de	resguardo	para	anfibios.		

• Se	pone	énfasis	en	las	pruebas	de	diagnóstico	molecular	para	agentes	patógenos	
importantes	(por	ejemplo,	infecciones	ranaviral	y	hongo	quítrido	anfibio)	y	la	
revisión	de	heces	en	busca	de	parásitos	fecales.	

• La	examinación	a	partir	de	la	necropsia	se	discute	en	detalle	en	el	capítulo	9.	
• Una	lista	de	laboratorios	que	acepten	muestras	anfibias.	
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Se	espera	que	esta	información	recopilada	sea	útil	tanto	para	el	personal	en	ubicaciones	
dentro	de	países	que	no	posean	apoyo	veterinario	disponible	a	su	alcance	como	para	
veterinarios	que	estén	trabajando	para	desarrollar	protocolos	de	salud	para	anfibios.		
	
7.1	VIGILANCIA	DE	ENFERMEDADES	
	 La	vigilancia	de	enfermedades	es	la	práctica	de	buscar	enfermedades	con	la	
intención	de	controlarlas	si	fuera	necesario.	En	los	programas	de	conservación,	la	vigilancia	
de	enfermedades	ex	situ	(cautivos)	e	in	situ	(poblaciones	silvestres)	es	necesaria	para	
detectar	problemas	de	enfermedades	que	puedan	amenazar	la	sostenibilidad	de	las	
poblaciones	de	resguardo	y	el	éxito	de	los	programas	de	reintroducción	a	la	naturaleza.	De	
hecho,	dado	que	las	enfermedades	infecciosas	han	jugado	un	papel	tan	importante	en	el	
decline	de	muchas	poblaciones	anfibias,	el	control	de	problemas	de	enfermedades	que	
ocurran	en	poblaciones	in	situ	es	necesario	para	el	éxito	los	esfuerzos	conservacionistas	ex	
situ	que	involucren	la	reintroducción	de	animales	a	la	naturaleza.	La	vigilancia	de	
enfermedades	es	necesaria	para:	
	

• Detectar	y	mitigar	problemas	de	enfermedades	antes	de	que	causen	eventos	de	
mortalidad	que	puedan	tener	efectos	negativos	en	las	poblaciones.	

• Determinar	rápidamente	la	causa	de	mortalidad	en	una	población	con	el	objetivo	de	
limitar	los	impactos	de	los	brotes	de	enfermedades.	

• Limitar	el	potencial	de	propagación	de	enfermedades	infecciosas.	Esto	es	
especialmente	importante	cuando	los	anfibios	son	trasladados	desde	la	naturaleza	a	
cautiverio,	entre	instalaciones	de	cautiverio	y	del	cautiverio	a	la	naturaleza.	

• Cuando	esté	planeando	una	cuarentena	o	reintroducción	a	la	naturaleza	de	
anfibios,	recopile	la	información	necesaria	para	el	análisis	de	riesgo	de	
enfermedades.	

• Detectar	las	enfermedades	zoonóticas	potenciales	para	maximizar	la	salud	y	
seguridad	de	los	trabajadores	de	la	conservación.	

	
Una	lista	de	recomendaciones	específicas	para	cuando	la	vigilancia	de	enfermedades	sea	
necesaria	se	encuentra	en	las	secciones	anteriores	de	este	manual	que	tratan	de	evaluación	
de	riesgos,	cuarentena	y	bioseguridad.	La	vigilancia	de	enfermedades	debe	adaptarse	a	
cada	especie	anfibia	y	depende	de	factores	tales	como	susceptibilidad	a	cada	agente	
patógeno	de	interés,	presencia	del	patógeno,	objetivos	de	conservación	a	largo	plazo	para	
la	especie	bajo	consideración	y	consideraciones	prácticas	de	los	recursos	disponibles.	Con	
esto	en	mente,	la	flexibilidad	y	priorización	de	los	programas	de	vigilancia	son	importantes.		
	

¿Cómo	se	lleva	a	cabo	la	vigilancia	de	enfermedades?	
	 La	vigilancia	de	enfermedades	está	diseñada	para	vigilar	a	una	población	en	busca	
de	agentes	patógenos	novedosos	y	también	para	determinar	el	estado	de	enfermedades	de	
una	población,	la	carga	de	enfermedades	(prevalencia)	o	tasa	de	propagación	de	
enfermedades	(incidencia)	dentro	de	esta,	u	otras	características	tales	como	morbilidad	o	
mortalidad	relacionadas	a	enfermedades.	Por	ejemplo,	¿Tiene	la	población	una	enfermedad	
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o	no?,	¿qué	proporción	de	la	población	tiene	una	enfermedad?,	¿existe	un	incremento	del	
número	de	infecciones	nuevas?,	la	vigilancia	puede	enfocarse	específicamente	en	conocer	
agentes	infecciosos	o	su	importancia	(por	ejemplo,	hongo	quítrido	anfibio),	o	puede	ser	
diseñada	para	detectar	una	variedad	de	problemas	de	enfermedades	potenciales	y	
diferentes.		
	

• El	primer	paso	es	recolectar	un	historial	tanto	de	la	población	de	interés	como	de	
las	especies	que	coexistan	con	la	población	en	la	naturaleza	o	dentro	de	una	
instalación	de	cautiverio.		La	información	que	puede	ser	de	utilidad	incluye:	Tamaño	
de	la	población,	estructura	por	edad,	origen	(por	ejemplo,	criados	en	la	misma	
institución,	atrapados	en	la	naturaleza),	fuente	de	los	productos	alimenticios,	
historial	alimenticio,	historial	de	la	condición	corporal,	etc.	

• Dependiendo	de	la	información	que	se	desee	obtener,	puede	llevar	a	cabo	pruebas	
en	grupos	con	un	alto	riesgo	de	enfermedades	dentro	de	la	población,	tales	como	
animales	muertos	o	enfermos	(vea	el	capítulo	9),	para	incrementar	las	
probabilidades	de	detectar	enfermedades.	

• Por	lo	general,	es	más	rentable	hacer	pruebas	en	una	porción	de	los	sujetos	de	la	
población	que	en	todo	el	grupo	o	población.	Hay	varios	métodos	de	muestreo	de	
poblaciones,	pero	se	recomienda	usar	métodos	de	muestreo	al	azar	cuando	sea	
posible	y	apropiado	para	evitar	un	potencial	sesgo	en	el	muestreo	(vea	más	abajo	
para	encontrar	métodos	de	muestreo	adicionales).		

• Se	deben	obtener	tamaños	apropiados	de	muestras	si	se	quiere	determinar	el	
estado	de	enfermedades	de	las	poblaciones.	

	
Definir	la	población	de	interés	

	 La	población	de	interés	para	las	investigaciones	de	enfermedades	variará	
dependiendo	de	la	razón	del	muestreo	o	la	pregunta	de	interés	de	la	investigación.	Cuando	
se	esté	definiendo	la	población	de	muestreo,	se	deben	tener	en	consideración	las	
características	de	la(s)	población(es)	de	origen,	esto	incluye,	pero	no	está	limitado	a:	
	

• El	período	de	tiempo	de	observación	especificado.	
• Cuál	es	la	especie	de	interés	(por	ejemplo,	una	especie;	todas	las	especies	de	una	

región	u	hábitat	específicos).		
• Si	el	estudio	está	enfocado	en	una	región,	instalación	o	recinto	específicos.	
• Si	el	estudio	está	enfocado	en	animales	enfermos;	animales	presentados	para	la	

necropsia;	animales	probados	para	enfermedades	infecciosas	específicas.	
• ¿Está	el	estudio	enfocado	en	una	enfermedad	o	especie	específicas,	para	las	cuales	

debería	considerar	las	características	importantes	de	la	historia	de	vida	para	definir	
las	poblaciones	de	origen	o	muestreo?	Por	ejemplo,	¿La	enfermedad	afecta	solo	a	
adultos	(en	cuyo	caso	la	población	de	muestreo	debería	enfocarse	solo	en	adultos)?			
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Muestreo	de	la	población	
	 Los	métodos	por	los	cuales	se	lleva	a	cabo	el	muestreo	de	las	poblaciones	son	
importantes	porque	las	diferencias	en	la	metodología	de	muestras	pueden:	
	

• Sesgar	los	resultados	que	obtenga	y	afectar	la	prevalencia	o	presencia	percibidas	de	
enfermedades	en	una	población.	

• Afectar	el	desempeño	de	las	pruebas	de	diagnóstico.	
• Afectar	el	desempeño	de	las	pruebas	de	diagnóstico	y,	por	ende,	afectar	la	

capacidad	del	investigador	para	responder	su	pregunta	de	investigación.	
	
Se	han	desarrollado	varios	métodos	diferentes	de	muestreo	de	enfermedades	en	
poblaciones	de	animales,	y	la	elección	del	método	de	muestreo	debe	basarse	en	el	
propósito	específico	del	muestreo,	el	diseño	del	estudio	y	la	facilidad	para	obtener	
muestras.	Se	han	desarrollado	métodos	probabilísticos	(basados	en	igualar	las	posibilidades	
de	que	un	sujeto	en	particular	sea	seleccionado)	y	no	probabilísticos	(basados	en	la	
conveniencia	o	propósito	del	muestreo	en	grupos	de	alto	riesgo)	utilizando	diseños	simples	
y	complejos	(por	ejemplo,	muestreo	estratificado	o	por	conglomerado) y	estos	pueden	ser	
revisados	en	textos	estándar	de	epidemiología	veterinaria	(Thrusfield,	2007).		
	 Cuando	se	haga	un	muestreo	en	poblaciones	anfibias	para	buscar	enfermedades,	es	
importante	tener	en	cuenta	como	son	elegidos	los	individuos	para	probarlos	en	busca	de	
agentes	patógenos	específicos	y	como	esto	afectaría	la	interpretación	de	los	resultados.	
Para	estimar	la	prevalencia	de	las	enfermedades	en	una	población,	se	necesitan	muestras	
de	un	subconjunto	representativo	de	la	población	de	origen.	
		

• Si	no	se	hace	un	muestreo	de	toda	la	población,	los	sujetos	deben	ser	elegidos	
usando	una	metodología	sistemática	aleatoria	de	muestreo	cuando	sea	posible.	Por	
ejemplo,	si	se	van	a	recolectar	muestras	de	30	de	100	anfibios,	los	anfibios	deben	
ser	seleccionados	aleatoriamente	y	deberían	representar	recintos	similares	o	
iguales	que	los	del	resto	de	la	población.		

• Tenga	en	cuenta	diferencias	en	el	comportamiento	de	los	anfibios	que	puedan	
afectar	la	interpretación	de	la	detección	o	prevalencia	de	enfermedades.	Por	
ejemplo,	los	sujetos	que	son	más	fáciles	de	atrapar	pueden	estar	
desproporcionadamente	infectados	con	un	agente	patógeno	(por	ej.,	los	animales	
más	fáciles	de	atrapar	son	los	enfermos)	y,	por	consiguiente,	inclinarían	sus	
estimaciones	de	prevalencia	de	infecciones	a	un	nivel	más	alto	que	el	verdadero.	
Asimismo,	los	individuos	que	usen	el	espacio	del	recinto	de	una	forma	en	particular	
también	podrían	sesgar	el	resultado	si	su	comportamiento	está	influenciado	por	
una	infección.			

	
Determinar	el	tamaño	de	la	muestra	

	 Las	pruebas	para	detectar	agentes	patógenos	pueden	estar	enfocadas	en	animales	
individuales	para	evaluar	la	salud	individual	o	de	todas	las	poblaciones	para	determinar	el	
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estado	de	infección	o	salud	de	la	población.	Cuando	se	hagan	pruebas	en	poblaciones,	se	
debe	tener	en	consideración	el	tamaño	de	la	muestra	para:	
	

• Asegurarse	de	seleccionar	a	los	individuos	suficientes	para	responder	la	pregunta	de	
interés	de	una	prueba.		

• Determinar	la	precisión	con	la	que	se	pueden	hacer	estimaciones	de	prevalencia	y	
otras	estadísticas.		

• Evitar	el	sobre	muestreo	innecesario	cuando	los	recursos	sean	limitados;	este	
podría	ser	costoso	y	consumir	mucho	tiempo	y	no	siempre	proveerá	información	
adicional	acerca	de	las	mediciones	de	enfermedades	a	nivel	poblacional.	

	
El	tamaño	de	muestra	requerido	para	determinar	si	un	agente	infeccioso	está	presente	en	
una	población	o	cual	es	la	prevalencia	de	infección	en	una	población	por	lo	general	
requiere:	
	

• Conocimiento	o	estimados	del	tamaño	de	la	población	de	la	cual	serán	recolectadas	
las	muestras.	

o Generalmente,	cuando	la	población	es	grande,	un	gran	número	de	
individuos	en	la	población	(pero	una	pequeña	proporción	de	la	población	
total)	necesitara	ser	muestreada	para	estimar	la	prevalencia	o	detectar	la	
presencia	de	una	enfermedad,	comparado	con	el	muestreo	en	una	
población	pequeña.		
Generalmente,	cuando	la	población	es	pequeña,	una	proporción	grande	de	
la	población	(pero	menor	al	número	total	de	esta)	necesitara	ser	
muestreada	para	estimar	la	prevalencia	o	detectar	la	presencia	de	
enfermedades,	comparado	con	el	muestreo	en	una	población	grande.	Si	la	
población	es	muy	pequeña,	puede	que	casi	todos	los	individuos	necesiten	
ser	muestreados	para	tratar	de	responder	las	preguntas	de	interés	de	la	
prueba.		

• La	prevalencia	(o	incidencia)	esperada	de	una	infección	en	la	población	(por	ej.,	la	
proporción	de	la	población	con	infección).	A	menudo,	la	prevalencia	esperada	que	
se	usa	en	el	cálculo	del	tamaño	de	la	muestra	será	una	suposición.	Una	buena	
estrategia	de	estimación	debería	ser	diseñada	para	maximizar	el	tamaño	de	
muestra	necesario	para	responder	la	pregunta	de	interés	sin	sobre	muestreos	
innecesarios.	

o Cuando	se	esté	calculando	el	tamaño	de	muestra	para	detectar	la	presencia	
de	una	enfermedad	en	una	población,	use	la	prevalencia	(o	incidencia)	
mínima	esperada.	En	estos	cálculos	una	prevalencia	esperada	menor	
resultara	en	un	tamaño	de	muestra	más	grande.	Por	ejemplo,	si	estima	que	
la	prevalencia	estará	entre	2%	y	10%,	calcular	un	tamaño	de	muestra	que	
corresponda	a	la	prevalencia	mínima	(2%)	resultará	en	un	tamaño	de	
muestra	más	grande	y	será	el	mejor	estimado	de	prevalencia	para	utilizar.	

o Cuando	se	esté	calculando	el	tamaño	de	muestra	para	estimar	la	prevalencia	
(o	incidencia)	de	enfermedades,	se	necesitará	un	tamaño	de	muestra	más	
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grande	para	estimar	la	prevalencia	a	un	50%	en	una	precisión	estimada	que	
en	0%	o	100%.	Por	ejemplo,	si	cree	que	la	prevalencia	se	encuentra	entre	
10%	y	20%,	elegir	el	estimado	de	prevalencia	de	20%	para	los	cálculos	de	
tamaño	de	muestras	resultara	en	un	tamaño	de	muestra	más	grande.	
Asimismo,	si	cree	que	la	prevalencia	se	encuentra	entre	80%	y	90%,	elegir	el	
estimado	de	prevalencia	de	80%	para	los	cálculos	de	tamaño	de	muestras	
resultara	en	un	tamaño	de	muestra	más	grande.	Dado	que	el	tamaño	de	
muestra	máximo	para	estimar	la	prevalencia	siempre	está	en	50%,	los	
estimados	de	prevalencia	más	cercanos	a	este	número	siempre	resultara	en	
un	tamaño	de	muestra	más	grande,	y	podrían	ser	los	estimados	de	
prevalencia	más	conservadores	para	utilizar.		

• El	nivel	deseado	de	relevancia	(precisión	estadística)	al	encontrar	al	menos	a	1	
animal	infectado	o	en	determinar	la	prevalencia.	Por	lo	general	esto	esta	fijo	en	un	
intervalo	de	confianza	de	95%	(o	alpha	=	0,05).	

o Como	fue	señalado	anteriormente,	por	lo	general,	si	una	población	es	
grande,	serán	necesarios	más	individuos	para	identificar	a	un	animal	
infectado.	Este	es	el	caso	hasta	cierto	punto	hasta	que	el	número	necesario	
se	estabilice,	y	dependerá	de	la	precisión	estadística	deseada.	

o En	poblaciones	muy	pequeñas,	todos	los	individuos	podrían	ser	
muestreados,	y	puede	que	aun	así	el	estado	de	enfermedades	en	la	
población	no	pueda	ser	determinado	al	grado	necesario	de	precisión	
estadística.	

• Conocimiento	acerca	de	la	precisión	de	la	prueba.	Esto	incluye	la	sensibilidad	de	la	
prueba	(la	habilidad	para	clasificar	a	todos	los	animales	infectados	como	positivos	
para	los	agentes	infecciosos	basados	en	los	métodos	de	prueba)	y	la	especificidad	
de	la	prueba	(la	habilidad	para	clasificar	a	todos	los	animales	no	infectados	como	
negativos	para	los	agentes	infecciosos	basados	en	los	métodos	de	la	prueba).	

o 	Muchos	cálculos	de	tamaño	de	muestra	no	toman	en	consideración	las	
evaluaciones	de	precisión	de	las	pruebas	y	asumen	que	la	prueba	de	
diagnóstico	siempre	es	100%	precisa.	Aunque	sean	apropiados	en	algunas	
situaciones,	si	las	pruebas	de	diagnóstico	no	funcionan	bien,	los	cálculos	
podrían	sesgar	su	estimado	de	tamaño	de	muestra	y	mostrarlo	más	pequeño	
de	lo	necesario	para	abordar	las	preguntas	del	estudio.			

o Las	fórmulas	para	incorporar	pruebas	imperfectas	a	los	cálculos	de	tamaño	
de	muestras	son	complejas,	pero	han	sido	incorporadas	al	programa	
informático	Freecalc	(vea	Thrusfield,	2007,	para	discusiones	respecto	al	
tratamiento	Freecalc	de	cálculos	de	tamaño	de	muestras	con	pruebas	
imperfectas).	Podría	ser	útil	incluir	valoraciones	de	la	sensibilidad	y	
especificidad	de	las	pruebas	con	cálculos	de	tamaño	de	muestras	cuando	sea	
posible,	aunque	estos	parámetros	generalmente	son	desconocidos.		

o Si	no	se	incluyen	ajustes	para	pruebas	de	diagnóstico	imperfectas,	los	
investigadores	deberían	tener	en	cuenta	como	la	precisión	de	las	pruebas	
podría	afectar	la	interpretación	y	resultados	de	los	estudios	y	determinar	si	
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ajustar	los	métodos	de	muestreo	(por	ejemplo,	hacer	muestreos	en	más	
animales)	sería	necesario.	

• Muchos	de	los	parámetros	necesarios	para	estos	cálculos	son	desconocidos	en	las	
enfermedades	anfibias.		

	
	 Los	cálculos	de	tamaño	de	muestras	pueden	ser	específicos	para	el	diseño	de	un	
estudio,	la	prevalencia	esperada,	tamaños	estimados	de	población,	preguntas	de	interés,	
etc.	Los	cálculos	pueden	ser	complicados	y	podrían	requerir	la	participación	de	un	
epidemiólogo	o	un	estadístico.	Ejemplos	de	ecuaciones	que	pueden	ser	usadas	para	
calcular	el	tamaño	de	muestra	se	entregan	en	el	apéndice	o	en	libros	estándar	de	
epidemiología	veterinaria	(vea	Thrusfield,	2007).	Tablas	que	podrían	ayudar	a	obtener	
aproximaciones	rápidas	de	tamaño	de	muestras	también	se	encuentran	disponibles	los	
textos	de	epidemiología	(vea	Thrusfield,	2007)	y	en	algunas	calculadoras	en	línea	(vea	más	
abajo);	sin	embargo,	el	investigador	debería	estar	consciente	de	las	ecuaciones	
subyacentes	(y	de	sus	suposiciones)	usadas	en	cualquier	tabla	o	calculadora	y	evaluar	su	
adecuación	a	su	estudio	en	particular.	
	

• AusVet	Animal	Health	Services:	http://epitools.ausvet.com.au/	
• OpenEpi:	http://www.openepi.com/Menu/OpenEpiMenu.htm	
• EpiInfo:	http://www.cdc.gov/EpiInfo/	

7.2	EVALUACIÓN	DE	LABORATORIOS	QUE	REALIZAN	PRUEBAS	DE	DIAGNÓSTICO	
MOLECULARES	(REACCIÓN	EN	CADENA	DE	LA	POLIMERASA	"PCR")	

	 Las	pruebas	de	diagnóstico	moleculares	que	utilizan	pruebas	de	reacción	en	cadena	
de	la	polimerasa	("PCR")	para	detectar	agentes	infecciosos	tales	como	el	hongo	quítrido	
anfibio	o	ranavirus	son	herramientas	útiles	para	la	gestión	de	los	problemas	de	
enfermedades	en	las	poblaciones	de	anfibios	cautivos	y	las	colonias	de	resguardo.	Estas	
pruebas	se	han	vuelto	muy	comunes	para:	1)	Revisión	de	animales	en	cuarentena;	2)	
Revisión	de	poblaciones	(silvestres	o	cautivas);	3)	Revisión	de	los	animales	antes	de	su	uso	
en	programas	de	reintroducción	a	la	naturaleza;	y	4)	Para	el	diagnóstico	de	animales	
enfermos.		
	

• En	el	caso	de	muchos	agentes	patógenos	anfibios	importantes,	los	protocolos	para	
realizar	estas	pruebas	están	publicados	en	literatura	científica	y	el	equipo	necesario	
para	llevar	a	cabo	las	pruebas	se	encuentra	ampliamente	disponible	en	
universidades	y	laboratorios	privados.	Como	resultado,	las	pruebas	para	detectar	
agentes	patógenos	anfibios	se	encuentran	disponibles	en	una	cantidad	de	fuentes	
diferentes.	

• Los	laboratorios	que	ofrecen	pruebas	pueden	variar	enormemente	en:	
o Experiencia	con	pruebas	de	diagnóstico	para	detectar	agentes	de	

enfermedades	infecciosas.	
o Su	habilidad	para	ayudarlo	a	interpretar	correctamente	resultados	de	

pruebas.		
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o Puntualidad	para	entregar	resultados.	
o Su	habilidad	para	entregar	resultados	confiables.	

• En	el	laboratorio	se	deben	utilizar	prácticas,	validación	de	pruebas	y	medidas	de	
control	de	calidad	apropiadas	para	evitar	la	información	errónea	o	engañosa.		

• Las	pautas	para	una	apropiada	recolección	y	manejo	de	muestras	pueden	ser	
diferentes	para	cada	laboratorio.	Tener	una	buena	comunicación	con	el	laboratorio	
seleccionado	para	procesar	las	muestras	es	esencial	para	obtener	resultados	
óptimos.	Se	recomienda	buscar	referencias	del	laboratorio.	

	
Esta	sección	proporciona	algunas	preguntas	y	pautas	que	pueden	ser	utilizadas	para	evaluar	
y	seleccionar	un	laboratorio	que	entregara	pruebas	de	diagnóstico	moleculares	para	
detectar	agentes	patógenos	anfibios	importantes.	
	
¿Qué	tipo	de	prueba	utiliza	el	laboratorio?	Existen	dos	tipos	principales	de	prueba	PCR:	
PCR	convencional	y	PCR	en	tiempo	real.		

	
• Si	el	laboratorio	utiliza	PCR	convencional,	pregunte	como	son	verificados	los	

resultados	positivos.	En	la	PCR	convencional,	el	producto	de	la	reacción	de	una	
prueba	por	lo	general	es	visualizado	mediante	electroforesis	en	gel	de	agarosa,	la	
cual	separa	los	fragmentos	de	ADN	por	tamaño.		Dado	que	los	fragmentos	de	ADN	
no	patógenos	pueden	tener	un	tamaño	similar	al	de	los	fragmentos	de	ADN	
patógenos,	es	posible	obtener	falsos	positivos	si	solo	se	realiza	la	electroforesis	en	
gel.	Por	lo	tanto,	es	importante	considerar	si	son	necesarias	una	secuenciación	de	
ADN	o	hibridación	específica	para	verificar	los	resultados	de	los	análisis.	

• La	PCR	en	tiempo	real	(si	fue	validada	en	un	laboratorio)	tiene	algunas	ventajas	
sobre	la	PCR	convencional.	Estas	incluyen:	1)	Mayor	sensibilidad	de	las	pruebas;	2)	
No	hay	necesidad	de	verificar	los	resultados	positivos	mediante	secuenciación	de	
ADN	si	se	utiliza	el	método	Taqman	en	tiempo	real	(Una	sonda	de	ADN	específica	es	
incluida	en	el	proceso);	3)	La	posibilidad	de	incluir	controles	internos	que	puedan	
detectar	inhibidores	de	PCR;	y	4)	Resultados	rápidos.	

• Si	el	laboratorio	utiliza	PCR	en	tiempo	real,	averigüe	si	las	pruebas	utilizan	tintes	
fluorescentes	(SYBR	Green)	o	sondas	fluorescentes	de	reporteo	(Taqman).	La	PCR	
Taqman	utiliza	una	sonda	interna	para	incrementar	la	fidelidad	de	los	resultados	
mientras	que	la	PCR	cuantitativa	SYBR	Green	se	basa	en	puntos	de	fusión	y	por	lo	
tanto	es	menos	específica	(existe	la	posibilidad	de	falsos	positivos).	

• Si	el	laboratorio	utiliza	PCR	en	tiempo	real,	averigüe	cuantas	veces	se	realiza	la	
prueba	para	cada	muestra.	Podría	ser	importante	correr	las	muestras	por	triplicado	
debido	a	errores	inherentes	de	la	PCR	en	tiempo	real	debido	a	bajos	volúmenes,	
errores	en	el	pipeteo	y	desviaciones	en	la	detección	por	láser	en	algunos	pozos	
individuales.		

• Independientemente	del	tipo	de	PCR	utilizado,	averigüe	que	utiliza	el	laboratorio	
como	muestras	de	control	negativas	y	positivas.	En	las	PCR	en	tiempo	real,	se	debe	
correr	una	serie	de	diluciones	de	muestras	conocida	como	valoración	en	cada	lote	
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de	muestras	de	prueba,	si	se	puede	determinar	cualquier	tipo	de	información	
cuantitativa.		
 

¿Cuáles	son	los	límites	de	sensibilidad	y	especificidad	de	la	prueba?	Respecto	a	las	pruebas	
PCR,	es	importante	distinguir	entre	sensibilidad	y	especificidad	"analíticas"	y	de	
"diagnóstico"	(Saah	y	Hoover,	1997).	Nunca	existirá	una	prueba	que	sea	100%	sensible	y	
100%	específica,	ya	que	siempre	habrá	un	balance	entre	estos	dos	parámetros.	Una	prueba	
que	sea	altamente	sensible	tendrá	una	especificidad	menor	y	viceversa.		
	

• La	sensibilidad	analítica	de	las	pruebas	PCR	es	la	más	baja	concentración	de	ADN	
patógeno	que	puede	ser	detectado	por	la	prueba.		

o Esta	es	determinada	en	el	laboratorio	usando	diluciones	de	un	ADN	estándar	
conocido	de	algún	agente	patógeno	de	interés.	La	sensibilidad	analítica	de	la	
PCR	Taqman	para	el	hongo	quítrido	anfibio	puede	ser	tan	baja	como	0,1	
equivalentes	de	genoma	(En	términos	prácticos,	esto	sería	una	sola	
zoospora;	Boyle	y	colaboradores,	2004).	

o Los	laboratorios	deberían	ser	capaces	de	entregar	la	sensibilidad	analítica	de	
sus	pruebas.	

o La	sensibilidad	de	diagnóstico	describe	la	proporción	de	verdaderos	positivos	
(muestras	que	contienen	el	ADN	de	un	agente	patógeno)	detectados	por	una	
prueba.	

o Una	sensibilidad	de	100%	significa	que	la	prueba	es	capaz	de	identificar	todas	
las	muestras	verdaderas	positivas	y	que	no	hay	muestras	falsas	negativas	
(muestras	que	contienen	ADN	del	agente	patógeno,	pero	que	no	son	
detectadas	por	una	prueba).	

o Pocas	pruebas	tienen	una	sensibilidad	de	diagnóstico	de	100%,	incluso	si	
tienen	una	sensibilidad	de	diagnóstico	muy	alta.	Esto	es	debido	a	la	
variabilidad	inherente	a	la	recolección	y	el	procesamiento	de	muestras.	

o Muy	pocos	laboratorios	serán	capaces	de	proveer	una	sensibilidad	de	
diagnóstico,	dado	que	este	cálculo	requiere	una	correlación	de	resultados	de	
pruebas	en	animales	de	las	que	se	sepa	si	su	estado	es	negativo	o	positivo.		
La	sensibilidad	de	diagnóstico	también	puede	depender	de	factores	ajenos	al	
control	del	laboratorio,	como	por	ejemplo	el	método	utilizado	para	
recolectar	muestras.	Se	ha	determinado	en	un	laboratorio	que	la	sensibilidad	
de	diagnóstico	del	procedimiento	PCR	Taqman	para	el	hongo	quítrido	anfibio	
es	de	aproximadamente	75%	(Skerratt	y	colaboradores,	2008).	

• La	especificidad	analítica	para	las	pruebas	PCR	es	la	habilidad	de	identificar	
exclusivamente	el	ADN	del	agente	patógeno	de	interés	y	no	el	ADN	de	otros	
organismos.	

o Esta	es	realizada	usualmente	"desafiando"	a	la	prueba	con	organismos	
estrechamente	relacionados	al	patógeno	de	interés.		

o Por	ejemplo,	determinar	la	especificidad	analítica	del	PCR	para	el	hongo	
quítrido	anfibio	(Batrachochytrium	dendrobatidis)	requiere	que	la	prueba	
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solo	entregue	resultados	positivos	para	el	Batrachochytrium	y	no	para	un	
panel	de	otros	hongos	quitridios	(Boyle	y	colaboradores,	2004).		

o El	laboratorio	debería	ser	capaz	de	afirmar	la	especificidad	analítica	de	la	
prueba	que	ofrece.	

• La	especificidad	diagnóstica	es	la	proporción	de	negativos	reales	detectados	por	la	
prueba.	Una	especificidad	de	100%	significa	que	todas	las	muestras	negativas	reales	
fueron	identificadas	y	que	no	existen	muestras	falsas	positivas	(por	ej.,	muestras	que	
no	contienen	el	ADN	del	agente	patógeno,	pero	son	interpretadas	como	positivas).	

o La	especificidad	diagnóstica	puede	variar	en	las	pruebas	PCR.	Ya	que	estas	
pruebas	tienen	una	alta	sensibilidad	analítica,	es	fácil	que	las	muestras	se	
contaminen	con	ADN	patógeno	durante	la	recolección	de	muestras	o	en	el	
laboratorio,	lo	que	daría	como	resultados	pruebas	falsas	positivas.	Las	
pruebas	falsas	positivas	reducen	la	especificidad	diagnóstica.	

	
¿Qué	controles	de	calidad	son	utilizados	en	su	prueba?		
	

• El	laboratorio	debería	usar	controles	positivos	y	negativos	cada	vez	que	se	realiza	
una	prueba.	Esto	es	absolutamente	necesario	si	se	desean	resultados	fiables.	

• Los	controles	positivos	utilizan	ADN	conocido	del	agente	patógeno	de	interés	y	
demuestran	que	la	prueba	es	capaz	de	amplificar	el	ADN	y	que	funciona	
correctamente.	

• Los	controles	negativos	no	contienen	ADN	del	agente	patógeno	de	interés	y	son	
utilizados	para	detectar	una	contaminación	de	ADN	en	el	laboratorio	o	los	reactivos	
de	laboratorio.	

• En	el	caso	de	los	métodos	PCR	en	tiempo	real,	los	laboratorios	deberían	utilizar	un	
control	interno	positivo	(Hyatt	y	colaboradores,	2007).	Esta	es	una	reacción	PCR	de	
ADN	aparte	y	no	relacionada	al	agente	patógeno	de	interés	y	es	incluida	en	cada	
muestra	analizada.	El	control	interno	positivo	detecta	inhibidores	de	PCR	que	
puedan	resultar	en	pruebas	falsas	negativas	(disminuyen	la	sensibilidad	de	
diagnóstico	de	la	prueba).	Por	ejemplo,	muestras	cutáneas	del	hongo	quítrido	
anfibio	con	frecuencia	contienen	inhibidores	de	PCR	y	el	uso	del	control	interno	es	
esencial	(Hyatt	y	colaboradores,	2007;	Skerratt	y	colaboradores,	2008).		

• Los	inhibidores	de	PCR	también	son	un	problema	para	los	laboratorios	que	realizan	
PCR	convencionales.	Debería	averiguar	cómo	el	laboratorio	afronta	este	problema	
potencial.	

• Si	se	desea	obtener	resultados	cuantitativos	de	los	métodos	PCR	en	tiempo	real,	es	
importante	averiguar	cómo	fueron	generados	y	administrados	los	estándares	de	
cuantificación.	Se	ha	demostrado	que	la	degradación	de	los	estándares	de	
almacenamiento	ocurre	con	algunos	protocolos,	lo	que	lleva	a	la	subestimación	de	
las	cargas	fúngicas.	
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¿Qué	tipos	de	muestras	son	ideales	para	su	prueba	y	como	deberían	ser	recolectadas,	
almacenadas	y	enviadas?	
	

• Es	importante	conocer	el	tipo	de	muestra	correcto	para	el	tipo	de	prueba	que	se	va	a	
llevar	a	cabo.	Por	ejemplo,	las	pruebas	para	detectar	el	hongo	quítrido	anfibio	
requieren	un	hisopo	u	otra	muestra	cutánea.		

• Para	los	anuros,	las	mejores	muestras	provienen	de	las	superficies	de	piel	ventral.	
Las	muestras	provenientes	de	la	piel	dorsal,	o	tomadas	de	otra	parte	del	cuerpo	
como	el	hígado,	no	serán	válidas	y	entregarán	resultados	engañosos.	Asimismo,	un	
hisopo	cutáneo	por	lo	general	no	es	una	buena	muestra	para	detectar	ranavirus,	los	
cuales	suelen	infectar	tejidos	u	órganos	internos.		

• Las	mejores	muestras	para	los	anfibios	cecílidos	provienen	de	superficies	dorsales	
del	cuerpo	y	la	cabeza	(Gower	y	colaboradores,	2013;	Rendle	y	colaboradores,	
2015).	

• La	elección	de	materiales	de	recolección	de	muestras	puede	ser	importante.	Como	
ejemplo,	los	hisopos	utilizados	para	recolección	de	muestras	para	el	hongo	quítrido	
anfibio	están	hechos	de	diferentes	tipos	de	materiales	(mangos	de	madera,	metal	o	
plástico).	Para	el	método	PCR	Taqman,	los	hisopos	de	rayón	con	mango	de	plástico	
funcionan	mejor	que	los	hisopos	con	mango	de	madera.	Se	le	debería	consultar	al	
laboratorio	cuales	son	los	mejores	materiales	para	utilizar	en	la	recolección	de	
muestras.	

• Los	métodos	preferidos	para	el	almacenamiento	de	muestras	dependerán	del	tipo	
de	prueba	que	se	realizara.	Por	ejemplo,	el	método	PCR	Taqman	para	el	hongo	
quítrido	anfibio	funciona	mejor	con	muestras	de	hisopos	secados	al	aire,	pero	
algunos	laboratorios	que	realizan	métodos	PCR	convencionales	prefieren	hisopos	
conservados	en	etanol.	Siempre	pregúntele	al	laboratorio	como	almacenar	muestras	
después	de	la	recolección.	

• Los	métodos	utilizados	para	enviar	muestras	son	muy	importantes	para	los	
resultados	de	pruebas	PCR.	Como	ejemplo,	los	hisopos	tomados	para	pruebas	PCR	
para	detectar	el	hongo	quítrido	anfibio	Batrachochytrium	dendrobatidis	podrían	
degradarse	si	son	expuestos	a	temperaturas	muy	altas	(Van	Sluys	y	colaboradores,	
2008)	y,	por	lo	tanto,	se	deberían	tomar	medidas	para	enfriar	las	muestras	después	
de	la	recolección	y	durante	el	envío.	Si	el	PCR	se	va	a	realizar	en	muestras	de	tejido	
para	detectar	ranavirus	u	otros	agentes	infecciosos,	es	importante	que	los	tejidos	
permanezcan	congelados	durante	el	envío	o	que	sean	preservados	en	etanol	70%	no	
desnaturalizado	de	alta	calidad.	Las	muestras	destinadas	a	cualquier	tipo	de	
diagnóstico	PCR	no	pueden,	bajo	ninguna	circunstancia,	entrar	en	contacto	con	
formalina	u	otro	tipo	de	conservante.	Asimismo,	el	alcohol	isopropílico	no	puede,	
bajo	ninguna	circunstancia,	ser	utilizado	en	lugar	del	etanol.		
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¿Cuánto	puede	tardar	la	entrega	de	resultados?	
	

• Los	laboratorios	que	realizan	pruebas	de	diagnóstico	moleculares	para	detectar	
enfermedades	infecciosas	anfibias	están	muy	ocupados	y	podrían	demorarse	varias	
semanas	o	incluso	meses	en	obtener	resultados.	

• Las	altas	esperas	(plazos)	pueden	ser	inaceptables	en	algunas	situaciones	(por	
ejemplo,	para	el	diagnóstico	de	animales	enfermos	o	para	las	pruebas	en	cuarentena	
o	antes	de	la	liberación	de	animales	a	la	naturaleza).	En	estas	situaciones,	es	
importante	comunicarse	con	el	laboratorio	para	acordar	resultados	más	rápidos	si	es	
posible.	

	
¿Quién	tiene	la	propiedad	de	las	muestras	y	los	resultados?	
	

• La	comunicación	y	colaboración	con	el	laboratorio	es	esencial	cuando	se	trata	de	la	
propiedad	de	las	muestras	y	los	resultados	de	las	pruebas.	Debe	decirle	al	
laboratorio	con	anticipación	si	planea	hacer	nuevas	investigaciones	o	publicar	los	
resultados	de	las	muestras	presentadas.	

• Los	laboratorios	de	investigaciones	podrían	ser	capaces	de	realizar	las	pruebas	a	un	
bajo	costo	si	los	resultados	son	incorporados	a	proyectos	de	investigación	o	
publicaciones	en	curso.	

• Antes	de	realizar	las	pruebas	debería	verificar	que	se	hayan	obtenido	los	permisos	
adecuados	para	la	recolección,	exportación	y/o	importación.	

	
7.3	PRUEBAS	DE	DIAGNÓSTICO	PARA	EL	HONGO	QUÍTRIDO	ANFIBIO		
	
BATRACHOCHYTRIUM	DENDROBATIDIS	
	 El	hongo	quítrido	anfibio	(Batrachochytrium	dendrobatidis	"Bd")	es	una	causa	
importante	de	la	disminución	a	nivel	mundial	de	las	poblaciones	de	anfibios,	pero	también	
está	asociado	a	eventos	importantes	de	mortalidad	en	las	poblaciones	de	anfibios	cautivos.	
Aunque	especies	o	etapas	de	vida	vulnerables	puedan	sucumbir	a	la	quitridiomicosis	
durante	el	curso	de	un	período	de	cuarentena	rutinario,	debe	ser	reconocido	que	algunas	
especies	o	individuos	pueden	albergar	infecciones	de	bajo	nivel	o	"subclínicas"	con	Bd	que	
no	son	visibles	en	exámenes	clínicos	o	en	procedimientos	de	necropsia	rutinarios.	Los	
animales	infectados	subclínicamente	podrían	actuar	como	una	fuente	de	infección	para	las	
especies	vulnerables,	por	lo	que	debe	intentarse	detectar	y/o	tratar	a	estos	animales	antes	
de	introducirlos	a	colecciones	zoológicas	o	a	colonias	de	resguardo.	Es	importante	destacar	
que	la	OIE	y	Berger	y	colaboradores	(1998)	definen	la	quitridiomicosis	como	una	infección	
con	Bd.	Esta	es	la	norma	con	las	enfermedades	actualmente,	ya	que	incluso	las	infecciones	
subclínicas	pueden	tener	un	efecto	que	es	considerado	enfermedad,	como	por	ejemplo	una	
reproducción	o	distribución	reducidas.	
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Selección	de	una	prueba	de	diagnóstico	
	 Al	momento	de	seleccionar	un	método	de	diagnóstico,	es	útil	distinguir	entre	la	
enfermedad	o	la	muerte	causadas	por	una	infección	Bd	y	una	infección	subclínica	o	subletal	
(animales	portadores	que	no	muestran	símbolos	aparentes	de	infección	o	enfermedad).		
	

• Algunos	métodos	morfológicos	como	los	montajes	en	fresco,	la	citología	y	la	
histopatología	son	útiles	para	diagnosticar	a	animales	que	estén	enfermos	con	
quitridiomicosis	porque	un	gran	número	de	organismos	está	presente	en	su	piel.	
Estos	no	son	confiables	para	detectar	infecciones	subclínicas	y	no	son	usados	para	la	
revisión	en	cuarentena	de	animales.	

• Las	pruebas	de	reacción	en	cadena	de	la	polimerasa	("PCR")	convencionales	o	
Taqman	son	considerablemente	más	sensibles	que	los	métodos	morfológicos	y	son	
útiles	para	detectar	el	bajo	número	de	organismos	presentes	en	las	infecciones	
subclínicas.		

• El	PCR	es	la	prueba	por	elección	en	la	revisión	de	poblaciones	cautivas	o	silvestres	
para	detectar	la	presencia	de	infecciones	Bd	y	para	la	revisión	en	cuarentena	de	los	
animales.		

• Los	cultivos	fúngicos,	usando	técnicas	para	organismos	fúngicos	convencionales,	no	
son	útiles	para	detectar	Bd	(El	Bd	requiere	técnicas	especializadas	para	su	cultivo).	

	
Métodos	morfológicos	para	detectar	Bd	

	 Los	métodos	morfológicos	de	diagnóstico	se	basan	en	la	identificación	de	
organismos	fúngicos	característicos	(talos)	del	Bd,	por	medio	de	la	examinación	
microscópica	con	luz	de:	
	

• piel	mudada.	
• Muestras	cutáneas	obtenidas	por	medio	de	raspado	de	piel.	
• secciones	histológicas.	

	
Para	la	mayoría	de	las	especies,	es	preferible	el	muestreo	de	las	superficies	ventrales	del	
cuerpo	dado	que	los	talos	Bd	se	encuentran	más	presentes	en	esos	lugares.	Los	métodos	
utilizados	normalmente	para	los	diagnósticos	morfológicos	son:	
	

• Montaje	en	fresco.	Las	muestras	de	piel	mudada	se	obtienen	raspando	gentilmente	
las	superficies	ventrales	del	cuerpo	o	de	las	patas	usando	el	lado	suave	del	bisturí,	
mondadientes	o	cuchara	de	plástico	esterilizada.	Ver	la	imagen	7.1.			
	
La	muestra	debe	ser:	

o Esparcida	en	el	portaobjetos	de	un	microscopio	de	vidrio	con	una	pequeña	
cantidad	(1	o	2	gotas)	de	agua	o	solución	salina	normal	y	luego	poner	un	
cubreobjetos.	

o La	imagen	es	examinada	usando	un	microscopio	óptico	con	el	condensador	
apuntando	hacia	abajo	en	busca	de	talos	Bd	(ver	la	imagen	7.1).	
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Microfotografías	de	buena	calidad	de	talos	quitridios	sin	tintes	se	encuentran	
disponibles	en:	
www.umaine.edu/chytrids/Batrachochytrium/Photographs/htm	
		

o Tintes	tales	como	azul	algodón	(Parker	TM	Ink)	y	10%	KOH	(Mazzoni	y	
colaboradores,	2003)	y	Rojo	congo	(Briggs	y	Burgin,	2004)	pueden	aplicarse	
para	ayudar	a	visualizar	las	paredes	de	talos	Bd.	

	
• Citología.	Las	muestras	cutáneas	son	obtenidas	por	medio	de	la	técnica	de	montaje	

en	fresco	ya	descrita.	Las	muestras	cutáneas	son	esparcidas	en	un	portaobjetos	de	
microscopio,	secadas	en	aire	y	pintadas	con	tintes	hematológicos	tales	como	
Wright's	o	Wright-Giemsa	(También	Diff-Quik).	Ver	la	imagen	7.2.	

	

	
	

Imagen	7.1:	Montaje	en	fresco	cutáneo	de	una	Rana	arborícola	verde	(Litoria	caerulea)	examinado	por	
medio	de	microscopía	óptica.	Numerosas	estructuras	redondas	que	representan	el	talo	del	hongo	
quítrido	anfibio	(Batrachochytrium	dendrobatidis)	se	encuentran	presentes	dentro	de	las	células	
cutáneas.	

	
		
	



Cap.	7:	Pruebas	de	diagnóstico—131	

	
	

Imagen	7.2:	Citología	cutánea	de	una	rana	venenosa	de	dardo	(Dendrobates	sp.).	Numerosas	
estructuras	redondas	que	representan	el	talo	del	hongo	quítrido	anfibio	(Batrachochytrium	
dendrobatidis)	se	encuentran	presentes	dentro	de	las	células	cutáneas.	Muchos	talos	
poseen	estructuras	internas	purpuras	redondas	(zoosporas),	pero	otros	talos	se	encuentran	
vacíos	y	aparecen	como	espacios	redondos	claros	(flechas).	El	talo	de	la	esquina	derecha	
inferior	presenta	evidencia	de	septación	interna	(talo	colonial).	Reimpreso	de	Pessier	(2007).	

	
• Histología	El	diagnóstico	por	medio	de	histología	es	más	adecuado	para	muestras	

cutáneas	recolectadas	en	necropsia,	sin	embargo,	los	cortes	de	dedos	y	fragmentos	
de	piel	mudada	de	animales	vivos	también	pueden	ser	procesados	de	esta	forma.	

o Las	muestras	para	histología	deben	ser	preservadas	en	formalina	tamponada	
neutral	al	10%	(vea	el	capítulo	9	para	la	elaboración	de	formalina	tamponada	
neutral)	o	en	etanol	al	70-95%.	

o Las	muestras	de	necropsia	deberían	incluir	múltiples	secciones	de	piel	de	
espesor	total	del	cuerpo	ventral,	incluyendo	la	región	pélvica	("absorción"	o	
parche	pélvico),	piernas	y	patas.		

o En	los	animales	pequeños	(pesan	menos	de	5	a	10	gramos),	el	cadáver	debe	
estar	intacto,	desmineralizado	después	de	una	fijación	de	formalina	y	
múltiples	secciones	completas	del	cuerpo	deben	ser	preparadas,	esto	
también	incluye	la	piel.		

o Las	muestras	provenientes	de	renacuajos	anuros	deberían	enfocarse	en	el	
queratinizado	del	disco	oral	("piezas	bucales").		

o 	Una	coloración	rutinaria	con	hematoxilina	y	eosina	por	lo	general	es	
suficiente	para	demostrar	el	talo	de	Bd.	Las	paredes	del	talo	también	se	
coloran	con	ácido	shiff	periódico	(PAS,	por	sus	siglas	en	inglés)	y	con	plata	
metenamina	de	Gomori	(GMS,	por	sus	siglas	en	inglés).		

o 	La	inmunihistoquímica	usando	anticuerpos	policlonales	contra	el	Bd	puede	
ser	utilizada	para	mejorar	la	sensibilidad	de	la	histología,	sobre	todo	en	las	
infecciones	subclínicas	(Van	Ells	y	colaboradores,	2003).	Este	método	no	se	
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encuentra	ampliamente	disponible	y	ya	no	es	tan	utilizado	dada	la	alta	
disponibilidad	de	los	diagnósticos	PCR.	

o Las	lesiones	histopatológicas	en	la	piel	asociadas	a	quitridiomicosis	incluyen:	
! Hiperqueratosis.	
! Hiperplasia	epidérmica.	
! Diferentes	grados	de	inflamación	y	degeneración	epidérmica	(muchas	
veces	mínima).	

o Las	infecciones	micóticas	y	bacterianas	secundarias	son	comunes.	
	

Características	morfológicas	de	los	talos	Bd.	Todas	las	técnicas	morfológicas	descritas	
dependen	de	la	identificación	microscópica	del	talo	característico	del	Bd	dentro	del	
citoplasma	de	las	células	cutáneas	(queratinocitos).	Literatura	detallada	que	describe	las	
características	morfológicas	del	talo	Bd	se	encuentra	disponible	(Pessier	y	
colaboradores,	1999;	Longcore	y	colaboradores,	1999;	Berger	y	colaboradores,	2005).	
Algunas	características	que	podrían	ser	útiles	son	(vea	la	imagen	7.3):	
	
• El	talo	suele	medir	entre	7	a	20	µm	en	la	sección	histológica.	Habitualmente	se	

pueden	identificar	cuatro	formas:	
o Etapa	pequeña	uninucleada	
o Forma	multinucleada	punteada	con	citoplasma	microvacuolado.	
o Zoosporangio	maduro	que	contiene	múltiples	y	discretas	de	2	a	3	µm	

zoosporas	esféricas	basófilas	
o Talo	vacío	(Estos	contienen	zoosporas	previamente	vertidas).	Los	talos	vacíos	

son,	algunas	veces,	la	forma	predominante	observada	en	los	métodos	
morfológicos.	

• La	aparición	de	zoosporangios	maduros	puede	ser	confundida	con	las	etapas	de	vida	
de	un	organismo	protozoario.	Las	funciones	prácticas	más	útiles	para	un	diagnóstico	
morfológico	definitivo	son:	

o La	presencia	de	talos	vacíos	que	presenten	evidencia	de	septación	interna.		
Estos	son	los	restos	de	"talos	coloniales"	característicos	de	Bd.	

o 	Se	observan	talos	con	tubos	de	descarga	prominentes	que	le	dan	al	talo	una	
apariencia	de	"frasco".	

o En	algunos	casos,	pero	no	en	todos,	una	coloración	GMS	de	las	secciones	
histológicas	puede	mostrar	rizoides,	los	cuales	son	extensiones	delgadas	
como	raíces	del	talo.	
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Imagen	7.3:	Características	morfológicas	detalladas	del	talo	Batrachochytrium	dendrobatidis	útiles	
para	el	diagnóstico	histopatológico:	A)	Zoosporangios	maduros	que	zoosporas	basófilas	
discretas	y	un	tubo	de	descarga	(flecha),	también	hay	varios	talos	uninucleados	en	
desarrollo	(asterisco);	B)	Talos	multinucleados	en	desarrollo	(flechas);	C)	Tres	talos	"vacíos"	
que	ya	han	descargado	sus	zoosporas.	Los	talos	en	el	centro	son	talos	"coloniales",	lo	cual	es	
indicado	por	una	septación	interna	fina	que	pareciera	dividir	al	talo	en	la	mitad;	D)	Una	
sección	pintada	con	plata	metenamina	de	Gomori	(GMS)	que	muestra	a	los	rizoides	(flecha),	
los	cuales	son	proyecciones	delgadas	como	raíces	de	los	talos	que	se	pueden	observar	de	
forma	intermitente	en	secciones	histológicas	teñidas	con	plata.	
	

Métodos	basados	en	PCR	para	el	diagnóstico	del	Bd	
		 Las	pruebas	basadas	en	la	reacción	en	cadena	de	la	polimerasa	(PCR)	son	
importantes	herramientas	de	diagnóstico	de	infecciones	Bd.	Tanto	las	técnicas	
convencionales	(Annis	y	colaboradores,	2004;	Goka	y	colaboradores,	2009)	como	las	de	
tiempo	real	(Taqman)	son	utilizadas	actualmente	(Boyle	y	colaboradores,	2004;	Hyatt	y	
colaboradores,	2007;	Garland	y	colaboradores,	2009).	El	PCR	es	el	método	de	diagnóstico	
por	elección	de:	
		

• La	revisión	de	cuarentena	de	nuevos	animales.	
• La	revisión	de	animales	antes	de	su	reintroducción	o	translocación.	
• Inspección	de	poblaciones	cautivas	y	criadas	en	libertad	para	detectar	la	presencia	y	

prevalencia	de	infecciones	Bd.	
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• Confirmación	de	resultados	positivos	de	examinaciones	en	montaje	en	fresco	o	
citológicas	clínicas.	

		
Los	métodos	PCR	son	muy	sensibles	y	el	método	Taqman	puede	detectar	de	forma	
experimental	tan	poco	como	una	zoospora	Bd	(Boyle	y	colaboradores,	2004).	
	

• Es	por	esta	excelente	sensibilidad	que	un	resultado	positivo	del	PCR	solo	significa	
que	el	animal	está	infectado	con	Bd,	la	prueba	no	distingue	entre	infecciones	
subclínicas	y	una	infección	clínica	importante	(quitridiomicosis).		

• Reconocer	la	distinción	entre	una	infección	subclínica	y	una	infección	clínica	
importante	es	importante	al	momento	de	investigar	eventos	de	mortalidad	anfibia.	
Esto	significa	que	solo	los	resultados	positivos	de	Bd	en	PCR	no	pueden	probar	que	
la	quitridiomicosis	fue	la	causa	de	una	muerte	observada.	

	
Comparación	de	diferentes	técnicas	PCR.	La	técnica	PCR	en	tiempo	real	(Taqman)	(Hyatt	y	
colaboradores,	2007)	tienen	ventajas	en	comparación	con	los	métodos	PCR	convencionales	
(Annis	y	colaboradores,	2004).	Estas	ventajas	incluyen:	
	

• Mayor	sensibilidad	de	la	prueba.		
• Menores	posibilidades	de	contaminación	cruzada	durante	el	procesamiento	de	las	

muestras	(lo	que	da	como	resultado	pruebas	falsas	positivas).	
• No	hay	necesidad	de	confirmar	los	resultados	positivos	por	medio	de	una	

secuenciación	de	ADN	de	los	productos	PCR.	
• El	uso	de	controles	internos	que	detectan	inhibidores	de	PCR.	La	detección	de	

inhibidores	de	PCR	es	importante	porque	las	muestras	de	hisopos	cutáneos	anfibios	
presentadas	para	un	PCR	de	Bd	con	frecuencia	se	encuentran	contaminadas	con	
suciedad	rica	en	inhibidores	o	material	vegetal.	Sin	controles	internos	para	los	
inhibidores,	algunas	muestras	que	si	son	positivas	para	ADN	Bd	podrían	ser	
reportadas	como	negativas	(falsos	negativos).		

	
Las	desventajas	de	la	técnica	PCR	en	tiempo	real	son:	
	

• Costos	más	altos	de	los	reactivos	necesarios.	
• Disponibilidad	limitada	del	equipo	especializado	necesario	para	la	prueba	y	las	

técnicas	no	detectan	todas	las	cepas	de	Bd	debido	a	la	alta	especificidad	de	la	sonda	
(Goka	y	colaboradores,	2009).	

	
La	elección	de	técnica	PCR	utilizada	dependerá	de	una	variedad	de	factores,	incluyendo	
costos	y	disponibilidad	de	las	diferentes	pruebas.	Actualmente,	una	amplia	variedad	de	
diferentes	laboratorios	de	investigaciones	y	comerciales	se	encuentran	ofreciendo	PCR	para	
Bd.	Sugerencias	para	evaluar	y	escoger	un	laboratorio	para	llevar	a	cabo	pruebas	Bd	se	
encuentran	en	la	sección	7.2.	La	técnica	PCR	en	tiempo	real,	si	se	encuentra	disponible,	es	
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preferible	y	probablemente	formara	la	base	para	los	estándares	internacionales	
relacionados	a	las	pruebas	de	diagnóstico	para	detectar	Bd.	

	
Recolección	de	muestras	para	PCR	de	Bd	

	 El	procedimiento	de	PCR	puede	ser	realizado	usando	una	variedad	de	métodos	de	
muestreo	diferentes,	incluyendo	hisopos	cutáneos,	baños	de	agua	y	muestras	de	tejido	
(cortes	de	dedos	o	escisión	de	piezas	bucales	de	renacuajos;	Hyatt	y	colaboradores,	2007).		
	

• El	procedimiento	de	hisopo	cutáneo	es	simple,	mínimamente	invasivo	y	permite	el	
muestreo	de	múltiples	áreas	de	la	piel	que	podrían	estar	infectadas	con	Bd	
(Incrementando	la	posibilidad	de	que	las	áreas	infectadas	sean	muestreadas).	Por	lo	
general,	los	hisopos	cutáneos	son	el	método	de	muestreo	preferido	para	el	PCR	de	
Bd.		

• Las	muestras	recolectadas	con	el	procedimiento	de	baño	de	agua	requieren	una	
centrifugación	o	filtración	por	microporos	inmediatos	y	no	son	prácticos	en	muchos	
parámetros.		

• El	corte	de	dedos	es	un	procedimiento	invasivo	que	conlleva	preocupaciones	éticas	y	
tiene	la	desventaja	de	muestrear	solo	una	pequeña	porción	de	la	piel	
potencialmente	infectada.		

	
Materiales	necesarios.	Los	materiales	listados	más	abajo	son	pautas	generales	para	realizar	
el	procedimiento	de	hisopo	cutáneo	para	el	PCR	de	Bd	usando	el	método	de	Taqman.	Puede	
haber	diferencias	dependiendo	de	las	preferencias	del	laboratorio	que	procesara	las	
muestras	y	las	condiciones	ambientales	bajo	las	cuales	son	obtenidos	los	hisopos.		
	

• Guantes	desechables	de	látex	o	nitrilo	sin	talco.	
• Aplicadores	estériles	("hisopos");	vea	"Selección	de	hisopos"	más	abajo.	
• Tubos	de	micro	centrifugación/crioviales	de	1.5	ml	

	
La	recolección	de	muestras	para	el	método	de	PCR	convencional	requiere	que	los	hisopos	
sean	almacenados	en	etanol	al	70%.	Esto	no	se	recomienda	para	el	procedimiento	PCR	
Taqman.	Para	más	información	vea	la	sección	acerca	del	"Almacenamiento	de	las	muestras	
de	hisopos	cutáneos"	más	abajo.	
	
Selección	de	hisopos.	Existen	una	variedad	de	palitos	aplicadores	o	hisopos	que	difieren	en	
la	composición	de	la	punta	del	hisopo	(de	algodón	o	rayón),	la	composición	del	mango	del	
hisopo	(madera,	plástico	o	metal)	y	el	tamaño	de	la	punta	del	hisopo	(punta	fina	o	
estándar).		
	

• El	tipo	de	hisopo	utilizado	puede	afectar	al	desempeño	de	la	prueba	PCR	y	debería	
considerarse	cuidadosamente	antes	de	usarlo	en	el	muestreo	de	animales.		

• En	el	procedimiento	PCR	Taqman,	un	hisopo	de	rayón	de	punta	fina	con	un	mango	
de	plástico	fabricado	por	el	Medical	Wire	and	Equipment	Co.	ha	demostrado	tener	el	
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mejor	rendimiento	(Hyatt	y	colaboradores,	2007	y	M.	Schrenzel,	San	Diego	Zoo,	sin	
publicar).	Este	hisopo	se	encuentra	disponible	como:	

o MW	100-100	(Australia).	
o DryswabTMFine	Tip	MW113	(United	States:	www.mwe-usa.com).	

	
Si	este	hisopo	no	se	encuentra	disponible,	puede	utilizar	otros	hisopos	de	rayón	de	
punta	fina	con	mangos	plásticos	como	substitutos.		
	
• Para	el	procedimiento	PCR	Taqman	debería	evitar	(si	es	posible)	los	hisopos	con	

punta	de	algodón	o	con	mango	de	madera.	Estos	están	asociados	a	menores	tasas	
de	recuperación	del	ADN	Bd	e	incluso	a	pruebas	falsas	negativas	(M.	Schrenzel,	San	
Diego	Zoo,	sin	publicar).	

• Los	posibles	resultados	falsos	negativos	de	hisopos	con	mango	de	madera	podrían	
ser	causados	por	la	introducción	de	inhibidores	de	PCR	a	la	reacción	(vea	la	sección	
"Evitando	los	inhibidores	de	PCR	en	las	muestras"	más	abajo).	Algunos	laboratorios	
que	realizan	el	procedimiento	de	PCR	convencional	recomiendan	el	uso	de	hisopos	
con	punta	de	algodón	y	mangos	de	madera.	Se	necesitan	más	estudios	de	
laboratorio	para	determinar	si	los	inhibidores	de	PCR	pueden	resultar	en	reacciones	
falsas	negativas	en	estas	pruebas.	

	
BATRACHOCHYTRIUM	SALAMANDRIVORANS	

El	hongo	quítrido	de	las	salamandras	(Batrachochytrium	salamandrivorans	o	"Bsal")	
es	la	principal	causa	del	decline	de	la	salamandra	de	fuego	(Salamandra	salamandra)	en	los	
Países	Bajos	y	Bélgica	(Martel	y	colaboradores,	2013),	pero	este	también	ha	sido	
encontrado	en	poblaciones	anfibias	en	cautiverio	(Cunningham	y	colaboradores,	2015).	Las	
especies	o	etapas	de	vida	vulnerables	puedan	sucumbir	a	la	quitridiomicosis	durante	el	
curso	de	un	período	de	cuarentena	rutinario,	por	esto	debe	ser	reconocido	que	algunas	
especies	o	individuos	pueden	albergar	infecciones	de	bajo	nivel	o	"subclínicas"	con	Bsal	que	
no	son	visibles	en	exámenes	clínicos	o	en	procedimientos	de	necropsia	rutinarios.	Los	
animales	infectados	subclínicamente	podrían	actuar	como	una	fuente	de	infección	para	las	
especies	vulnerables,	por	lo	que	debe	intentarse	detectar	y/o	tratar	a	estos	animales	antes	
de	introducirlos	a	colecciones	zoológicas	o	a	colonias	de	resguardo.		
	

Selección	de	una	prueba	de	diagnóstico	
	 Al	momento	de	seleccionar	un	método	de	diagnóstico,	es	útil	distinguir	entre	la	
enfermedad	o	la	muerte	causadas	por	una	infección	Bsal	y	una	infección	subclínica	o	
subletal	(animales	portadores	que	no	muestran	síntomas	aparentes	de	infección	o	
enfermedad).		
	

• Las	pruebas	de	reacción	en	cadena	de	la	polimerasa	("PCR")	son	considerablemente	
más	sensibles	que	los	métodos	morfológicos	y	son	útiles	para	detectar	el	bajo	
número	de	organismos	presentes	en	las	infecciones	subclínicas.		
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• El	PCR	es	la	prueba	por	elección	para	la	revisión	de	poblaciones	cautivas	o	silvestres	
para	detectar	la	presencia	de	infecciones	Bsal	y	para	la	revisión	en	cuarentena	de	los	
animales.		

• Los	cultivos	fúngicos,	usando	técnicas	para	organismos	fúngicos	convencionales,	no	
son	útiles	para	detectar	Bsal	(El	Bsal	requiere	técnicas	especializadas	para	su	
cultivo).	

	
Métodos	morfológicos	para	detectar	Bsal	

	 Los	métodos	morfológicos	de	diagnóstico	se	basan	en	la	identificación	de	
organismos	fúngicos	característicos	(talos)	del	Bsal,	por	medio	de	exámenes	microscópicos	
o	secciones	histológicas	
	
Histología	El	diagnóstico	por	medio	de	una	histología	es	más	adecuado	para	muestras	
cutáneas	recolectadas	en	necropsia,	sin	embargo,	los	cortes	de	dedos	de	animales	vivos	
también	pueden	ser	procesados	de	esta	forma.	Los	fragmentos	de	piel	mudada	no	deberían	
ser	utilizados	para	la	detección	de	Bsal,	ya	que	el	hongo	puede	encontrarse	alrededor	de	las	
lesiones	y	no	siempre	en	la	capa	córnea,	como	ocurre	con	el	Bd	(A.	Martel	Pers.	Com.)	

o Las	muestras	para	histología	deben	ser	preservadas	en	formalina	tamponada	
neutral	al	10%	(vea	el	capítulo	9	para	la	elaboración	de	formalina	tamponada	
neutral)	o	en	etanol	al	70-95%.	

o Las	muestras	de	necropsia	deberían	incluir	múltiples	secciones	de	piel	de	
espesor	total	del	cuerpo	ventral,	incluyendo	la	región	pélvica	("absorción"	o	
parche	pélvico),	piernas	y	patas.		

o En	los	animales	pequeños	(pesan	menos	de	5	a	10	gramos),	el	cadáver	debe	
estar	intacto,	desmineralizado	después	de	una	fijación	de	formalina	y	
múltiples	secciones	completas	del	cuerpo	deben	ser	preparadas,	esto	
también	incluye	la	piel.		

o 	Una	coloración	rutinaria	con	hematoxilina	y	eosina	por	lo	general	es	
suficiente	para	demostrar	el	talo	de	Bsal.	Las	paredes	del	talo	también	
pueden	ser	pintadas	con	la	técnica	Shiff	de	ácido	peryódico	(PAS)	(Martel	y	
colaboradores,	2013)		

o 	Los	organismos	intraepidérmicos	se	tiñen	en	la	inmunihistoquímica	(Martel	y	
colaboradores,	2013)	

o Las	lesiones	causadas	por	Bsal	se	caracterizan	por	una	evidente	ulceración	de	
la	piel,	contrario	a	las	lesiones	causadas	por	Bd,	que	generalmente	provocan	
hiperplasia	epidérmica	e	hiperqueratosis	(Martel	y	colaboradores,	2013).	

o Las	salamandras	de	fuego	(Salamandra	salamandra)	infectadas	con	Bsal	con	
frecuencia	revelan	un	crecimiento	bacteriano	excesivo	en	la	piel	(Martel	y	
colaboradores,	2013).		
	

Características	morfológicas	de	los	talos	Bsal.	Se	encuentra	disponible	literatura	
detallada	que	describe	las	características	morfológicas	de	los	talos	Bsal	(Martel	y	
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colaboradores,	2013).	Algunas	características	que	podrían	ser	útiles	son	(vea	la	imagen	
7.3):	

	
• Los	talos	de	Bsal	están	ubicados	dentro	de	los	queratinocitos	(Martel	y	

colaboradores,	2013).	
• Los	talos	de	Bsal	son	principalmente	monocéntricos,	aunque	algunos	son	coloniales	

(Martel	y	colaboradores,	2013).	
• Estos	suelen	medir	de	6.9	a	7.2	µm	(Martel	y	colaboradores,	2013).	

	
	
	

	
Imagen	7.4: Imagen	de	microscopía	electrónica	de	un	esporangio	maduro	con	hizoids	(R)	Imagen	An	

Martel.	
	

Métodos	basados	en	PCR	para	el	diagnóstico	del	Bsal	
		 Las	pruebas	basadas	en	la	reacción	en	cadena	de	la	polimerasa	(PCR)	son	
importantes	herramientas	de	diagnóstico	de	infecciones	Bsal.	Tanto	las	técnicas	PCR	
convencionales	(Martel	y	colaboradores,	2013)	como	las	cualitativas	se	encuentran	en	uso	
(Blooi	y	colaboradores,	2013).	El	PCR	es	el	método	de	diagnóstico	por	elección	de:	
		

• La	revisión	de	cuarentena	de	nuevos	animales.	
• La	revisión	de	animales	antes	de	su	reintroducción	o	translocación.	



Cap.	7:	Pruebas	de	diagnóstico—139	

• Inspección	de	poblaciones	cautivas	y	criadas	en	libertad	para	detectar	la	presencia	y	
prevalencia	de	infecciones	Bsal.	

• Confirmación	de	resultados	positivos	de	examinaciones	clínicas.	
	
• Dada	su	sensibilidad,	un	resultado	positivo	del	PCR	solo	significa	que	el	animal	está	

infectado	con	Bsal,	la	prueba	no	distingue	entre	infecciones	subclínicas	y	una	
infección	clínica	importante	(quitridiomicosis).		

• Reconocer	la	distinción	entre	una	infección	subclínica	y	una	infección	clínica	
importante	es	importante	al	momento	de	investigar	eventos	de	mortalidad	anfibia.	
Esto	significa	que	solo	los	resultados	positivos	de	Bsal	en	PCR	no	pueden	probar	que	
la	quitridiomicosis	fue	la	causa	de	una	muerte	observada.	

	
Comparación	de	diferentes	técnicas	PCR.	La	técnica	PCR	en	tiempo	real	(Taqman)	(Hyatt	y	
colaboradores,	2007)	tienen	ventajas	en	comparación	con	los	métodos	PCR	convencionales	
(Annis	y	colaboradores,	2004).	Estas	ventajas	incluyen:	
	

• Mayor	sensibilidad	de	la	prueba.		
• Menores	posibilidades	de	contaminación	cruzada	durante	el	procesamiento	de	las	

muestras	(lo	que	da	como	resultado	pruebas	falsas	positivas).	
• No	hay	necesidad	de	confirmar	los	resultados	positivos	por	medio	de	una	

secuenciación	de	ADN	de	los	productos	PCR.	
• El	uso	de	controles	internos	que	detectan	inhibidores	de	PCR.	La	detección	de	

inhibidores	de	PCR	es	importante	porque	las	muestras	de	hisopos	cutáneos	anfibios	
presentadas	para	un	PCR	con	frecuencia	se	encuentran	contaminadas	con	suciedad	
rica	en	inhibidores	o	material	vegetal.	Sin	controles	internos	para	los	inhibidores,	
algunas	muestras	que	si	son	positivas	para	ADN	Bsal	podrían	ser	reportadas	como	
negativas	(falsos	negativos).		

	
Las	desventajas	de	la	técnica	PCR	en	tiempo	real	son:	
	

• Costos	más	altos	de	los	reactivos	necesarios.	
• Disponibilidad	limitada	de	equipo	más	especializado	para	realizar	la	prueba.	

	
La	elección	de	técnica	PCR	utilizada	dependerá	de	una	variedad	de	factores,	incluyendo	
costos	y	disponibilidad	de	las	diferentes	pruebas.	Un	número	limitado	de	laboratorios	de	
investigaciones	actualmente	ofrecen	PCR	para	Bsal.	Sugerencias	para	evaluar	y	escoger	un	
laboratorio	para	llevar	a	cabo	pruebas	Bsal	se	encuentran	en	la	sección	7.2.	La	técnica	PCR	
en	tiempo	real,	si	se	encuentra	disponible,	se	prefiere	y	probablemente	formara	la	base	
para	los	estándares	internacionales	relacionados	a	las	pruebas	de	diagnóstico	para	Bsal	
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Recolección	de	muestras	para	PCR	de	Bsal	
	
Consulte	la	recolección	de	muestras	para	PCR	de	Bd.					
	
	

Técnica	de	hisopado	para	anuros	y	caudados	post	metamórficos.	
(Fotos	por	E.	Kabay,	Zoo	Atlanta)	

	
1. Usando	un	marcador	permanente	de	punta	fina,	etiquete	un	criovial	con	el	nombre	

de	la	especie	y	el	número	de	identificación	individual	del	animal.		

	
	

2. Use	un	par	de	guantes	desechables	nuevos	para	cada	animal	que	sea	hisopado	(Vea	
la	sección	acerca	de	cómo	"Evitar	la	contaminación	cruzada	de	las	muestras"	más	
abajo).	
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3. Abra	el	paquete	que	contiene	el	hisopo	estéril.	Asegúrese	de	evitar	que	el	hisopo	
tenga	contacto	con	superficies	de	trabajo,	manos	o	sustrato	del	recinto.	

	

	
	
4. Gentilmente,	usando	un	movimiento	de	barrido,	deslice	el	hisopo	por	las	superficies	

ventrales.	Asegúrese	de	incluir	patas	(adelante	y	atrás),	muslos	y	abdomen	(sobre	
todo	el	parche	pélvico	o	la	absorción).	Cada	área	debería	ser	hisopada	de	3	a	5	
veces.	Dado	que	las	infecciones	por	Bd	suelen	concentrarse	en	las	superficies	
ventrales,	no	es	necesario	pasar	un	hisopo	en	la	piel	dorsal.		

	

	
	
5. Permita	que	el	hisopo	se	seque	con	aire.	No	permita	que	la	punta	del	hisopo	haga	

contacto	con	superficies,	manos	o	sustratos.	
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6. Rompa	o	corte	la	punta	del	hisopo	y	póngala	en	el	criovial	previamente	etiquetado.	

	

		 	
	

7. Almacene	los	hisopos	secados	con	aire	para	el	análisis	PCR	Taqman	a	o	menos	de	23	
oC	(Temperatura	ambiente).	Vea	la	sección	que	describe	el	"Almacenamiento	de	
muestras".	

	
8. Para	enviar	los	hisopos	al	laboratorio,	estos	deben	ser	enviados	con	bolsas	de	hielo	

para	protegerlos	de	las	temperaturas	extremas	y	se	debe	contratar	un	servicio	
nocturno	o	de	2	días	de	entrega.	Las	muestras	que	hayan	sido	previamente	
congeladas	deben	enviarse	en	hielo	seco	para	prevenir	su	derretimiento.	

	
Una	presentación	en	video	de	esta	técnica	para	el	PCR	de	Taqman	puede	ser	visto	aquí:	
http://amphibiaweb.org/chytrid/index.html	
	
Otra	presentación	en	video,	la	cual	utiliza	hisopos	derivados	de	la	madera	adecuados	para	
PCR	convencionales,	puede	ser	vista	aquí:	http://www.amphibianark.org/frog_gallery.html	
	

Técnicas	de	muestreo	para	renacuajos	
	

• En	los	renacuajos,	la	infección	por	Bd	se	limita	al	disco	oral	o	"piezas	bucales"	
queratinizadas	y	el	muestreo	para	PCR	debe	estar	dirigido	a	esta	área.			

• Las	muestras	para	PCR	incluyen	la	extracción	de	las	piezas	bucales	después	de	la	
eutanasia	del	renacuajo	(muestreo	letal)	o	un	hisopado	de	las	piezas	bucales	en	los	
renacuajos	vivos	usando	un	aplicador	o	mondadientes	de	madera	(Retallick	y	
colaboradores,	2006;	Hyatt	y	colaboradores,	2007).		

o El	uso	de	mondadientes,	aunque	sea	un	método	efectivo,	ha	sido	asociado	a	
menor	sensibilidad	de	las	pruebas	en	comparación	al	método	de	muestreo	
letal	(Retallick	y	colaboradores,	2006).		

o La	técnica	de	hisopado	es	comparable	al	método	de	muestreo	letal,	excepto	
para	infecciones	de	bajo	nivel	(Hyatt	y	colaboradores,	2007).			

• Para	el	muestreo	letal,	la	eutanasia	debe	llevarse	a	cabo	como	se	describió	en	la	
sección	8.6.	Las	piezas	bucales	son	removidas	usando	un	bisturí	nuevo	y	estéril.	Las	
piezas	bucales	se	deben	secar	al	aire	y	guardadas	en	papel	de	filtro	o	deben	ser	
almacenadas	en	etanol	al	70%	antes	de	su	procesamiento.	
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• 	Los	suministros	y	procedimientos	generales	para	la	recolección	de	muestras	con	
hisopos	son	similares	a	los	descritos	para	los	anuros	y	caudados	post	metamórficos	
más	arriba.	Algunas	consideraciones	especiales	son:	

o 	Las	muestras	de	hisopos	se	obtienen	insertando	un	hisopo	aplicador	en	la	
boca	y	girándolo	varias	veces	(Hyatt	y	colaboradores,	2007).	

o Las	muestras	de	mondadientes	se	obtienen	raspando	las	filas	de	dientes	y	el	
pico	queratinizado	con	un	mondadientes	de	madera	(Retallick	y	
colaboradores,	2006).	Las	muestras	deben	ser	preservadas	en	etanol	al	70%.			

o Existen	preocupaciones	acerca	de	la	toxicidad	potencial	de	los	guantes	de	
nitrilo	y	látex	para	los	renacuajos.	Pautas	para	minimizar	estos	riesgos	se	
encuentran	disponibles	(Greer	y	colaboradores,	2009).		

	
Técnicas	de	muestreo	para	cecílidos	

• En	los	cecílidos,	las	infecciones	con	Bd	con	frecuencia	son	detectadas	en	la	superficie	
dorsal	de	la	cabeza	y	el	cuerpo	(Gower	y	colaboradores,	2013;	Rendle	y	
colaboradores,	2015)	y	el	muestreo	para	PCR	debe	enfocarse	en	esta	área.		

• 	Los	suministros	y	procedimientos	generales	para	la	recolección	de	muestras	con	
hisopos	son	similares	a	los	descritos	para	los	anuros	y	caudados	post	metamórficos	
más	arriba.		
	

Evitar	la	contaminación	cruzada	de	muestras	
	 Las	pruebas	PCR	son	muy	sensibles	y	pueden	detectar	cantidades	muy	pequeñas	de	
ADN	Bd	y	Bsal.	Esto	es	útil	para	la	detección	de	animales	que	tienen	infecciones	Bd	o	Bsal	de	
muy	bajo	nivel,	pero	incrementa	las	posibilidades	de	que	las	muestras	de	un	animal	no	
identificado	puedan	contaminarse	con	el	ADN	Bd	/	Bsal	de	un	animal	infectado,	provocando	
así	un	resultado	falso	positivo	en	la	prueba.	Por	lo	tanto,	es	muy	importante	tomar	
precauciones	para	evitar	la	contaminación	cruzada	de	las	muestras,	estas	precauciones	
incluyen:	
	

• Debe	usarse	un	par	nuevo	de	guantes	desechables	de	látex	o	nitrilo	para	cada	
animal	al	que	se	le	realizaran	pruebas	(Mendez	y	colaboradores,	2008).	

• Evite	que	los	hisopos	(sobre	todo	la	punta	de	estos)	hagan	contacto	con	superficies	o	
sustratos	que	no	sean	la	piel	del	animal	al	que	se	le	realizara	la	prueba.	

• Si	se	usan	instrumentos	para	cortar	la	punta	del	hisopo	y	ponerla	en	crioviales,	debe	
usar	un	instrumento	fresco	y	desinfectado	para	cada	muestra.		

o Para	desinfectar	los	instrumentos	con	este	propósito,	debe	sumergirlos	en	
etanol	al	70%	y	luego	flamearlos	bajo	una	lamparita	de	alcohol.		

o Evite	usar	soluciones	de	lejía	para	desinfectar,	ya	que	esto	puede	degradar	el	
ADN	de	Bd	en	las	muestras	de	hisopos	(Lo	que	resultarían	pruebas	falsas	
negativas;	Cashins	y	colaboradores,	2008).	
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Evitar	inhibidores	de	PCR	en	las	muestras	
	 Los	materiales	extraños	como	tierra	o	materia	vegetal	pueden	contener	materiales	
que	inhiben	la	reacción	PCR.	Esto	podría	causar	un	resultado	de	prueba	falso	negativo	(en	el	
que	el	animal	está	infectado	con	Bd,	pero	este	no	es	detectado	por	la	prueba	PCR).		
	

• Antes	del	hisopado	cutáneo,	debe	procurarse	de	remover	manualmente	la	
contaminación	grave	de	la	piel.	Los	animales	pueden	ser	enjuagados	gentilmente	
con	agua	no	contaminada	antes	del	muestreo,	pero	debe	evitar	enjuagarlos	
bruscamente	debido	a	que	podría	lavar	las	células	cutáneas	u	organismos	infectados	
de	Bd	/Bsal.		

• Si	decide	hacer	la	limpieza	mediante	el	enjuague,	el	agua	que	utilice	no	debería	ser	
del	recinto	o	medio	ambiente	del	animal.		

• Los	laboratorios	que	realizan	PCR	para	detectar	Bd	siempre	deberían	utilizar	
controles	positivos	internos	exógenos	para	detectar	inhibidores	de	PCR	(Hyatt	y	
colaboradores,	2007).	

	
Almacenamiento	de	los	hisopos	cutáneos	

	 El	almacenamiento	de	hisopos	después	de	la	recolección	de	muestras	es	un	tema	
importante.	El	problema	más	importante	para	los	hisopos	secados	al	aire	son	las	
temperaturas	extremadamente	altas:	
	

• El	ADN	de	Bd	en	los	hisopos	cutáneos	secados	al	aire	es	notablemente	estable,	y	
algunos	hisopos	experimentales	han	sido	almacenados	por	hasta	18	meses	a	
temperatura	ambiente	(23oC)	sin	reducciones	de	la	sensibilidad	de	la	prueba	(Hyatt	y	
colaboradores,	2007).	La	estabilidad	del	ADN	Bsal	en	hisopos	secados	al	aire	no	ha	
sido	probada,	pero	es	probable	que	esta	sea	similar	a	la	del	Bd	(A.	Martel	pers.	
com.).	

• En	contraste,	la	exposición	de	hisopos	a	temperaturas	muy	altas	(>	38oC)	por	7	días	
resulto	en	una	menor	recuperación	de	ADN	Bd,	lo	que	podría	dar	como	resultado	
falsos	negativos	en	los	animales	con	infecciones	Bd	de	bajo	nivel	(Van	Sluys	y	
colaboradores,	2008).		

	
Por	lo	tanto,	se	recomienda	que	las	muestras	de	hisopos	cutáneos	secados	al	aire	sean	
almacenadas	en	la	temperatura	más	baja	posible	(Skerratt	y	colaboradores,	2008).	
	

• 	A	25oC	(refrigerador)	o	más	baja.	
• Las	muestras	deberían	ser	congeladas	(–20oC	o	más	bajo)	si	el	análisis	de	estas	no	se	

llevara	a	cabo	en	un	período	de	6	meses	de	la	recolección	de	muestras.		
	
Para	el	envío	al	laboratorio:	
	

• Idealmente	debería	enviar	los	hisopos	por	envío	nocturno	o	por	un	servicio	de	
traslado	de	2	días	(por	ejemplo,	Federal	Express;	UPS;	DHL).	
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• 	Considere	utilizar	paquetes	de	hielo	para	protegerlos	de	las	temperaturas	extremas	
(sobre	todo	cuando	exista	la	posibilidad	de	que	los	paquetes	estén	expuestos	a	altas	
temperaturas).	

• Las	muestras	que	hayan	sido	previamente	congeladas	deben	enviarse	en	hielo	seco	
para	prevenir	su	derretimiento.	

	
El	almacenamiento	de	los	hisopos	en	etanol	al	70%	ha	sido	sugerido	como	una	alternativa	al	
almacenamiento	en	frío,	sobre	todo	para	los	hisopos	que	serán	analizados	por	medio	de	un	
método	PCR	convencional	o	para	las	muestras	recogidas	en	el	campo	que	no	tienen	acceso	
a	refrigeración	(Annis	y	colaboradores,	2004;	Brem	y	colaboradores,	2007).	Detalles	se	
encuentran	disponibles	en:		
	
www.amphibianark.org/pdf/Field%20sampling%20protocol%20for%20amphibian%20chytri
d%20fungi%201.0.pdf.		
	
Valdría	la	pena	que	la	técnica	de	preservación	en	etanol	sea	validada	experimentalmente	en	
el	laboratorio	para	la	preservación	de	muestras	expuestas	a	mucho	calor.	
	

Agrupación	de	las	muestras	de	hisopos	cutáneos	
	 La	agrupación	o	prueba	por	lotes	de	hisopos	cutáneos	de	múltiples	animales	en	una	
reacción	de	PCR	ha	sido	utilizada	para	reducir	los	costos	asociados	a	las	pruebas	para	
detectar	el	hongo	quítrido	en	un	gran	número	de	animales.	La	prueba	por	lotes	es	más	útil	
en	la	revisión	de	poblaciones	ya	que	en	este	caso	los	resultados	individuales	no	son	tan	
importantes.		
	

• En	las	situaciones	en	que	los	resultados	individuales	sean	importantes,	no	se	
recomienda	la	agrupación	de	los	hisopos.	Esto	ya	que	se	podría	reducir	la	
sensibilidad	de	la	prueba	y	existiría	la	posibilidad	de	pasar	por	alto	infecciones	
quitridias	de	bajo	nivel	(pruebas	falsas	negativas).		

• De	forma	experimental,	se	han	combinado	hasta	5	hisopos	de	Bd	sin	una	perdida	
general	de	sensibilidad	(Hyatt	y	colaboradores,	2007).	Sin	embargo,	en	el	mismo	
reporte	un	hisopo	individual	de	un	campo	de	estudio	con	muy	bajos	niveles	de	Bd	no	
fue	detectado	cuando	los	hisopos	fueron	agrupados	y	otros	han	tenido	
observaciones	similares	(Skerratt	y	colaboradores,	2008).		

• Se	deberían	llevar	a	cabo	estudios	experimentales	que	examinen	la	posibilidad	de	
muestrear	a	múltiples	animales	con	el	mismo	hisopo.	Esto	solo	sería	útil	para	grupos	
de	animales	alojados	en	el	mismo	recinto	y	cuando	los	resultados	individuales	no	
son	importantes	(se	asume	que	los	animales	alojados	juntos	están	infectados	con	Bd	
/	Bsal	sin	importar	los	resultados	individuales	del	PCR).	

	
Interpretación	de	los	resultados	de	PCR	para	Bd	/	Bsal	

	 Los	resultados	del	PCR	Taqman	para	Bd	/	Bsal	por	lo	general	serán	reportados	como	
positivos,	equívocos	o	negativos.		
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• Un	resultado	positivo	indica	que	la	prueba	detecto	ADN	de	Bd	/	Bsal	y	que	los	

animales	probablemente	estén	infectados.		
o Los	resultados	falsos	positivos	son	poco	comunes	a	menos	que	el	ADN	se	

haya	contaminado	ya	sea	durante	la	recolección	de	muestras	(vea	"Evitar	la	
contaminación	cruzada	de	muestras"	más	arriba)	o	durante	el	procesamiento	
del	laboratorio.		

o Los	laboratorios	que	realicen	PCR	deberían	usar	procedimientos	que	
reduzcan	las	posibilidades	de	contaminación,	así	como	controles	negativos	
que	puedan	detectar	eventos	de	contaminación	(vea	la	sección	7.2).		

o Los	animales	cautivos	pueden	ser	tratados	con	medicamentos	antimicóticos	
para	intentar	mitigar	la	infección	(vea	la	sección	8.1).	Estos	no	deberían	ser	
introducidos	a	una	colección	de	zoológico,	colonia	de	resguardo,	o	utilizados	
en	un	programa	de	reintroducción	hasta	que	haya	confianza	en	que	la	
infección	fue	eliminada.		

• Un	resultado	equívoco	será	reportado	por	los	laboratorios	que	realizan	la	prueba	
PCR	Taqman	y	ocurre	cuando	1	o	2	de	los	depósitos	en	una	prueba	llevada	a	cabo	en	
triplicado	son	positivos	y	otros	depósitos	son	negativos	para	ADN	de	Bd	/	Bsal.		

o Los	resultados	equívocos	suceden	a	causa	de	una	contaminación	de	ADN	en	
el	laboratorio	o	por	infecciones	Bd	/	Bsal	de	bajo	nivel	(subclínicas).		

o 	En	este	caso,	la	muestra	original	puede	ser	analizada	otra	vez,	se	podría	
recomendar	un	nuevo	muestreo	del	animal	o,	se	podrían	realizar	ambas.	

• Un	resultado	negativo	indica	que	la	prueba	no	detecto	ADN	de	Bd	/	Bsal	Los	
resultados	negativos	pueden	significar	uno	de	las	siguientes:	

o Un	resultado	negativo	real	ya	que	el	animal	no	se	encuentra	infectado	con	
Bd	/	Bsal	

o Un	resultado	falso	negativo	ya	que	el	animal	tiene	una	infección	Bd	/	Bsal	de	
bajo	nivel	(o	ha	mudado	una	gran	cantidad	de	piel	infectada	recientemente)	
y	no	había	suficiente	ADN	Bd	/	Bsal	en	la	muestra	para	que	este	fuera	
detectado.		

o Un	resultado	falso	negativo	de	un	animal	infectado	con	Bd	/	Bsal	ya	que	hay	
inhibidores	de	PCR	presentes	en	la	muestra	(vea	"Evitar	inhibidores	de	PCR"	
más	arriba).	La	mayoría	de	los	laboratorios	que	realizan	PCR	Taqman	utilizan	
controles	internos	para	detectar	muestras	que	contengan	inhibidores	de	
PCR.	

o Porque	el	animal	está	infectado	con	una	sepa	de	Bd	/	Bsal	que	no	es	
detectada	por	el	PCR	Taqman	(Goka	y	colaboradores,	2009).	

	
La	posibilidad	de	resultados	falsos	negativos,	sobre	todo	a	causa	de	infecciones	de	bajo	
nivel,	parcialmente	explica	las	observaciones	acerca	de	cómo	animales	vulnerables	ingenuos	
expuestos	a	Bd	a	medida	que	sus	infecciones	progresan	en	intensidad	(Hyatt	y	
colaboradores.2007).	Es	posible	que	los	animales	con	infecciones	crónicas	de	bajo	nivel	
(portadores	de	enfermedades)	no	sean	detectados	con	este	sistema	de	muestreo.	Podría	
ser	necesario	estresar	a	los	animales,	realizar	los	muestreos	a	través	de	un	período	más	
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largo	o	introducir	a	animales	ingenuos	y	vulnerables	para	detectar	el	Bd	en	los	animales	
portadores.	
	

• En	vista	de	estas	observaciones,	en	las	situaciones	en	que	los	resultados	de	las	
pruebas	PCR	sean	críticos	(por	ejemplo,	en	cuarentena	anfibia	o	para	programas	de	
reintroducción	a	la	naturaleza),	se	sugiere	recolectar	múltiples	muestras	para	PCR	de	
hisopos	en	un	período	de	2	semanas,	o	más,	para	incrementar	la	confianza	en	los	
resultados	negativos	individuales	de	cualquier	PCR.		

	
Un	estudio	experimental	demostró	que	la	recolección	de	3	hisopos	en	un	período	de	14	días	
incremento	las	posibilidades	de	detectar	a	los	animales	con	infecciones	Bd	de	bajo	nivel	
(Hyatt	y	colaboradores,	2007).	Este	número	de	muestreos	podría	no	ser	posible	desde	un	
punto	de	vista	logístico	o	financiero	para	muchos	programas	que	mantienen	a	anfibios	
cautivos.	La	decisión	de	llevar	a	cabo	múltiples	pruebas	dependerá	del	riesgo	relativo.	
Ejemplos	de	situaciones	de	alto	riesgo	incluyen:	
	

• Animales	obtenidos	de	colecciones	con	un	historial	médico	de	poca	confianza	o	de	
distribuidores	que	no	poseen	colonias	de	animales	libres	de	Bd	/	Bsal.	

• Animales	provenientes	de	colecciones	o	fuentes	con	casos	recientemente	
identificados	de	quitridiomicosis.	

• Animales	silvestres	que	entraran	a	cautiverio.	
• Casos	de	animales	de	alto	valor	en	que	el	riesgo	(sin	importar	cuan	pequeño)	de	

introducir	o	no	detectar	Bd	/	Bsal	sea	inaceptable.		
	
7.4	INFECCIÓN	RANAVIRUS	
	 Los	iridovirus	en	el	género	de	los	Ranavirus	son	reconocidos	como	una	de	las	
mayores	causas	de	eventos	de	mortalidad	masiva	en	poblaciones	de	anfibios	silvestres	
(Green	y	colaboradores,	2002;	Jancovich	y	colaboradores,	1997;	Bollinger	y	colaboradores,	
1999;	Gray	y	colaboradores,	2009;	Driskell	y	colaboradores,	2009;	Kik	y	colaboradores,	
2012).		
	

• A	diferencia	de	la	quitridiomicosis,	las	infecciones	Ranavirus	no	han	sido	asociadas	
de	forma	concluyente	con	la	disminución	a	largo	plazo	de	las	poblaciones.		

• Los	eventos	de	mortalidad	asociados	a	Ranavirus	en	animales	cautivos	o	colecciones	
zoológicas	anfibias	solo	han	sido	documentados	recientemente	(Donnelly	y	
colaboradores,	2003;	Majji	y	colaboradores,	2006;	Pasmans	y	colaboradores,	2008;	
Miller	y	colaboradores,	2008;	Driskell	y	colaboradores,	2009;	Kik	y	colaboradores,	
2012)	y	muy	poco	es	sabido	acerca	de	la	prevalencia	e	importancia	de	las	infecciones	
en	poblaciones	cautivas.		

o Esto	puede	ser	porque	los	hallazgos	clínicos	y	patológicos	pueden	
superponerse	con	otras	enfermedades	infecciosas	anfibias	(por	ejemplo,	Kik	
y	colaboradores,	2012)	y	porque	las	pruebas	de	diagnóstico	específicas	no	
siempre	han	estado	disponibles	para	veterinarios.	
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• Las	infecciones	Ranavirus	pueden	ser	subclínicas	(animales	portadores	sin	señales	
externas	de	enfermedad)	y,	por	lo	tanto,	las	infecciones	podrían	ocurrir	en	
situaciones	de	cautiverio	sin	ser	detectadas.		

• Son	necesarias	investigaciones	prospectivas	de	colecciones	anfibias	cautivas	para	
encontrar	evidencia	de	infecciones	Ranavirus	y	así	informar	mejor	a	las	gestiones	de	
animales	en	cautiverio	y	a	los	programas	de	reintroducción	a	la	naturaleza	de	
anfibios.		

	
Las	principales	preocupaciones	respecto	a	los	ranavirus	en	relación	a	las	colonias	de	
resguardo	de	anfibios	incluyen:		
	

• La	posibilidad	de	causar	mortalidad	significativa	en	poblaciones	cautivas	vulnerables.	
• La	posibilidad	de	que	los	anfibios	criados	en	cautiverio	pertenecientes	a	colecciones	

zoológicas	cosmopolitas	sirvan	como	portadores	para	el	movimiento	de	ranavirus	
hacia	poblaciones	de	anfibios	silvestres.		

o El	movimiento	antropogénico	de	los	ranavirus	ha	sido	documentado	en	la	
industria	de	cebos	para	la	pesca	los	Estados	Unidos	y	también	en	las	ranas	
toro	importadas	desde	los	Estados	Unidos	(Picco	y	Collins,	2008;	Schloegel	y	
colaboradores,	2009).	

• Algunos	ranavirus	poseen	un	amplio	rango	de	huéspedes,	el	cual	puede	incluir	no	
solo	a	diferentes	especies	anfibias,	sino	también	a	diferentes	clases	de	animales,	
especialmente	peces,	anfibios	y	reptiles,	expandiendo	así	la	potencial	importancia	
ecológica	de	los	ranavirus	introducidos	a	nuevos	lugares	(Johnson	y	colaboradores,	
2007;	Schock	y	colaboradores,	2008).	

• Pueden	existir	diferencias	intraespecíficas	importantes	entre	cepas	de	patógenos	y	
poblaciones	huésped.	Incluso	cepas	de	ranavirus	relacionadas	estrechamente	(por	
ejemplo,	cepas	del	virus	Ambystoma	tigrinum)	pueden	causar	niveles	muy	diferentes	
de	mortalidad	y	enfermedad.	Además,	diferentes	poblaciones	de	anfibios	pueden	
responder	de	manera	muy	diferentes	a	una	sola	cepa	de	un	patógeno.	Esto	significa	
que	no	todas	las	cepas	y	no	todas	las	poblaciones	huésped	se	comportan	de	la	
misma	manera	(Schock	y	colaboradores,	2010).	

	
Los	ranavirus	son	un	grupo	grande	de	virus	relacionados	y	cada	uno	puede	tener	un	
comportamiento	biológico	único	(por	ejemplo,	rango	de	huésped;	virulencia	hacia	especies	
anfibias	diferentes).	Los	ranavirus	de	preocupación	en	la	conservación	de	anfibios	con	
frecuencia	serán	los	que	caigan	dentro	de	los	virus	de	la	rana	tipo	3	(FV3),	los	virus	
Ambystoma	tigrinum	(ATV),	el	ranavirus	del	ferreret	común	(CMTV)	o	el	iridovirus	Bohle	
(BIV).	
		

• Los	virus	FV3	por	lo	general	se	encuentran	aislados	de	los	anfibios	anuros	(ranas),	
pero	estos	también	han	sido	encontrados	en	tortugas	y	en	algunas	salamandras	
(Johnson	y	colaboradores,	2007;	Duffus	y	colaboradores,	2008).		
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• Los	virus	ATV	se	encuentran	naturalmente	en	las	salamandras,	mientras	que	los	
anfibios	anuros	aparentemente	son	resistentes	a	la	infección.	Sin	embargo,	
infecciones	experimentales	recientes	en	ránidos	han	incrementado	las	posibilidades	
de	que	los	virus	ATV	posean	un	rango	de	huéspedes	más	amplio	(Schock	y	
colaboradores,	2008).		

• El	ranavirus	del	ferreret	común	(CMTV),	proveniente	de	Europa,	es	importante	ya	
que	se	sabe	que	puede	causar	mortalidades	masivas	y	disminuciones	poblaciones	
localizadas	en	múltiples	y	diversos	anfitriones	anfibios	(Price	y	colaboradores,	2014)	

• El	iridovirus	Bohle	(BIV),	proveniente	de	Australia,	es	diferente	a	los	virus	FV3	y	ATV	
y	es	importante	ya	que	ha	mostrado	ser	capaz	de	causar	enfermedades	en	los	
anfibios	anuros	y	los	peces.	

	
Los	brotes	de	enfermedades	ranavirales	en	anuros	con	virus	similares	a	los	FV3	con	
frecuencia	ocurren	en	renacuajos	o	en	ranas	jóvenes	recientemente	metamorfoseadas,	
pero	las	enfermedades	también	pueden	observarse	en	animales	adultos.	Las	enfermedades	
asociadas	a	virus	ATV	en	las	salamandras	pueden	ser	observadas	en	sus	etapas	de	vida	
larvarias	y	adultas.		
	

• Algunos	síntomas	clínicos	de	enfermedades	ranavirales	pueden	incluir	hemorragias	
cutáneas	(de	la	piel),	ulceración	de	la	piel,	hemorragia	visceral	y	edema	subcutáneo.	
Por	fuera,	las	infecciones	pueden	parecerse	al	"síndrome	de	pierna	roja",	el	cual	
históricamente	ha	sido	atribuido	a	infecciones	bacterianas	sistémicas	en	anfibios.		

• Hiperplasia	epidérmica	que	da	como	resultado	"pólipos"	en	la	piel,	que	puede	ser	
observada	en	salamandras	infectadas	con	virus	ATV.	

• 	En	los	anuros,	se	ha	observado	ulceración	de	la	piel	crónica	sin	evidencia	de	
enfermedades	ranavirales	sistémicas	(Cunningham	y	colaboradores,	2008).	

	
Infecciones	subclínicas	(Sin	señales	exteriores	de	enfermedad)	si	pueden	ocurrir.	Pero	no	es	
claro	si	estas	son	transitorias	o	si	pueden	persistir	por	largos	períodos	de	tiempo.	La	posible	
duración	de	las	infecciones	subclínicas	puede	depender	de	la	especie	huésped,	el	tipo	de	
Ranavirus	y	otros	factores	tales	como	el	estado	inmunitario.	
	

• Xenopus	laevis	infectados	experimentalmente	eliminaron	la	infección	de	Virus	de	la	
rana	tipo	3	en	tan	sólo	20	días,	sin	embargo,	un	grupo	de	salamandras	tigre	
infectadas	subclínicamente	con	el	virus	Ambystoma	tigrinum	mostraron	evidencia	de	
infección	por	un	mínimo	de	6	meses	(Brunner	y	colaboradores,	2004;	Robert	y	
colaboradores,	2007).	

	
Selección	de	una	prueba	de	diagnóstico	para	los	Ranavirus	

El		 diagnóstico	de	infecciones	Ranavirus	es	el	más	fácil	de	obtener	en	los	animales	que	
se	encuentren	enfermos	y	que	tengan	enfermedades	ranavirales	sistémicas.	A	diferencia	de	
las	pruebas	PCR	para	detectar	el	hongo	quítrido	anfibio,	las	pruebas	de	diagnóstico	
disponibles	no	se	encuentran	validadas	para	la	detección	de	infecciones	en	animales	
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aparentemente	sanos	(animales	infectados	subclínicamente).	Esto	significa	que	no	existen	
pruebas	confiables	para	detectar	infecciones	subclínicas	en	animales	vivos	con	propósitos	
tales	como:		
	

• Inspecciones	de	poblaciones	cautivas	o	silvestres	para	detectar	la	incidencia	o	
prevalencia	de	infecciones	Ranavirus.		

• La	revisión	de	nuevos	animales	en	cuarentena	antes	de	su	entrada	a	una	colección	
cautiva.	

• La	revisión	antes	de	su	uso	en	programas	de	reintroducción	o	translocación.		
	
Una	variedad	de	métodos	de	diagnóstico,	los	cuales	incluyen	histopatología,	
inmunihistoquímica,	aislamiento	del	virus	en	cultivo	celular,	métodos	moleculares	(reacción	
en	cadena	de	la	polimerasa)	y	pruebas	serológicas	son	descritos	en	la	literatura	de	
investigación	y	son	resumidos	más	abajo.	Para	el	diagnóstico	de	enfermedades,	vigilancia	de	
enfermedades	infecciosas	y	evaluación	de	riesgos	para	programas	de	conservación	de	
anfibios	en	cautiverio,	las	pruebas	basadas	en	la	reacción	en	cadena	de	la	polimerasa	(PCR)	
son	las	más	usadas	para	diagnosticar	de	forma	definitiva	las	infecciones	Ranavirus.	
	

Métodos	morfológicos	para	el	diagnóstico	de	los	Ranavirus	
	 La	Necropsia	e	histopatología	pueden	ser	utilizadas	para	desarrollar	un	diagnóstico	
preliminar	de	infecciones	Ranavirus	si	se	observan	lesiones	microscópicas	sospechosas	con	
o	sin	cuerpos	de	inclusión	característicos.	Algunas	lesiones	comunes	asociadas	con	la	
infección	Ranavirus	incluyen:	
	

• Necrosis	con	o	sin	hemorragia	en	lugares	tales	como	hígado,	riñón,	tracto	
gastrointestinal,	tejido	hematopoyético	(incluyendo	sitios	de	hematopoyesis	en	el	
hígado,	riñón	y	bazo)	o	la	piel	(Gray	y	colaboradores,	2009).	

• Proliferación	epitelial	(de	la	piel)	en	infección	ATV	(Bollinger	y	colaboradores,	1999)	
• En	algunos	casos	el	único	hallazgo	puede	ser	ulceración	cutánea	(Cunningham	y	

colaboradores,	2008)		
• Cuerpos	de	inclusión	basófilos	intracitoplásmicos	(vea	la	imagen	7.4	abajo).	Estos	

pueden	ser	muy	difíciles	o	imposibles	de	detectar.	En	algunas	lesiones	estos	pueden	
ser	confundidos	con	desechos	nucleares	o	de	otras	células.		

• Lesiones	sutiles	o	no	específicas	tales	como	necrosis	del	tejido	hematopoyético	que	
podrían	no	ser	reconocidas	a	menos	que	el	patólogo	posea	una	extensiva	
experiencia	histológica	en	anfibios.		

	
Dado	que	los	hallazgos	pueden	ser	no	específicos	y	superponerse	con	otras	enfermedades	
infecciosas	anfibias,	la	confirmación	de	un	presunto	diagnóstico	de	Ranavirus	por	medio	de	
otros	métodos	de	diagnóstico	tales	como	inmunihistoquímica	o	PCR	suele	ser	necesario.			
	

• La	inmunihistoquímica	ha	resultado	exitosa	usando	antisuero	de	conejo	para	el	virus	
de	la	necrosis	hematopoyética	epizoótica	(VNHE)	de	los	peces	(Cunningham	y	
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colaboradores,	2008)	o	un	anticuerpo	monoclonal	para	la	proteína	cápside	mayor	
del	FV3	(Robert	y	colaboradores,	2005).	La	disponibilidad	de	estos	reactivos	podría	
estar	limitada	a	laboratorios	de	investigaciones.		

• Se	ha	descrito	una	técnica	para	amplificar	el	ADN	Ranavirus	de	los	tejidos	incluidos	
en	parafina	(Kattenbelt	y	colaboradores,	2000).		

• La	microscopía	electrónica	de	transmisión	puede	ser	utilizada	para	mostrar	viriónes	
de	iridovirus	en	los	tejidos	afectados.	

	
	

	
	

Imagen	7.5:	Sección	histológica	del	hígado	que	muestra	cuerpos	de	inclusión	intracitoplásmicos	
característicos	de	las	infecciones	ranavirus	(flechas)	dentro	de	los	hepatocitos	(células	del	
hígado).	

	
Aislamiento	de	los	ranavirus	en	los	cultivos	celulares	

	 Los	ranavirus	pueden	ser	aislados	en	cultivos	celulares	y	líneas	celulares	de	peces	
son	comúnmente	utilizadas	(Hengstberger	y	colaboradores,	1993;	Zupanovic	y	
colaboradores,	1998;	Bollinger	y	colaboradores,	1999;	Docherty	y	colaboradores,	2003).		
	

• El	aislamiento	del	virus	generalmente	es	utilizado	para	investigaciones	en	entorno	
de	laboratorio	y	podría	no	estar	ampliamente	disponible	para	el	diagnóstico	clínico	
de	infecciones	Ranavirus.		

• El	aislamiento	del	virus	es	necesario	para	realizar	perfiles	de	polimorfismos	de	
longitud	de	fragmentos	de	restricción	(RFLP,	por	sus	siglas	en	inglés)	necesarios	para	
identificar	un	Ranavirus	específico.	Esto	podría	ser	útil	en	algunos	programas	de	
conservación	de	anfibios	en	los	cuales	es	necesario	saber	si	el	virus	que	circula	en	
una	población	silvestre	es	el	mismo	virus	que	está	presente	en	una	población	cautiva	
(ver	más	abajo).	



Cap.	7:	Pruebas	de	diagnóstico—152	

• Las	muestras	apropiadas	para	el	aislamiento	del	virus	son	tejidos	frescos	o	
congelados,	tales	como	hígado	y	riñón,	obtenidos	en	la	necropsia	de	los	animales	
afectados.		

	
Serología	para	los	ranavirus	

	 Se	ha	descrito	una	técnica	de	ensayo	inmunoenzimático	(ELISA,	por	sus	siglas	en	
inglés)	para	la	detección	de	anticuerpos	antiRanavirus	en	suero	de	sapos	marinos	
(Zupanovic	y	colaboradores,	1998).		
	

• Esta	técnica	solo	puede	detectar	exposiciones	previas	a	un	Ranavirus,	no	infecciones	
activas.		

• Las	pruebas	ELISA	pueden	ser	útiles	para	estudios	de	salud	a	nivel	poblacional;	sin	
embargo,	la	prueba	no	se	encuentra	disponible	fuera	de	laboratorios	de	
investigación.		

• Otras	desventajas	de	un	uso	más	generalizado	de	este	método	de	pruebas	es	la	
inhabilidad	de	obtener	volúmenes	de	muestras	de	sangre	grandes	de	muchas	
especies	cautivas	y	la	necesidad	de	validar	la	prueba	para	su	uso	en	otras	especies	
aparte	del	Sapo	marino	(Rhinella	marina).					

	
Métodos	basados	en	la	PCR	para	el	diagnóstico	de	infecciones	Ranavirus	

	 Las	pruebas	de	reacción	en	cadena	de	la	polimerasa	basadas	en	la	PCR	para	detectar	
el	ADN	los	ranavirus	se	han	vuelto	ampliamente	disponibles	fuera	de	investigaciones	en	
entornos	de	laboratorio.	Ya	se	han	descrito	las	técnicas	PCR	convencionales	y	en	tiempo	
real	(Taqman)	basadas	en	la	proteína	cápside	mayor	(MCP)	(Mao	y	colaboradores,	1997;	
Pallister	y	colaboradores,	2007;	Schock	y	colaboradores,	2008).		

• Las	técnicas	PCR	han	sido	las	mejores	validadas	para	su	uso	en	muestras	de	tejido.	
Estas	pueden	aplicarse	a	otros	tipos	de	muestras	(por	ejemplo,	hisopos	de	animales	
vivos),	pero	los	resultados	deben	ser	interpretados	con	precaución.	

 
Comparación	de	diferentes	técnicas	PCR.	La	PCR	convencional	usando	el	conjunto	primario	
MCP	4/5	descrito	por	Mao	y	colaboradores	en	1997	es	comúnmente	utilizada	para	detectar	
ranavirus.	
	
Las	ventajas	de	las	pruebas	PCR	convencionales	son:	
	

• La	habilidad	de	realizar	una	secuenciación	de	ADN	del	producto	del	PCR	y	obtener	
información	adicional	acerca	del	tipo	de	Ranavirus	presente	(por	ejemplo,	un	virus	
FV3	o	ATV).			

• Bajo	costo	de	reactivos	y	equipo	en	comparación	con	los	métodos	PCR	en	tiempo	
real.	
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Las	desventajas	de	las	pruebas	PCR	convencionales	son:	
	

• La	necesidad	de	realizar	una	secuenciación	de	ADN	o	un	análisis	Southern	blot	para	
confirmar	los	resultados	positivos.		

• La	PCR	convencional	puede	ser	menos	sensible	que	las	técnicas	PCR	en	tiempo	real.	
 

La	técnica	PCR	en	tiempo	real	tiene	ventajas	para	situaciones	de	diagnóstico,	tales	como:	
 
• No	hay	necesidad	de	realizar	una	secuenciación	de	ADN	o	un	análisis	Southern	blot	

para	confirmar	los	resultados	positivos.	Esto	acelera	la	disponibilidad	de	la	
información	diagnóstica.	

• La	mayor	sensibilidad	de	la	PCR	en	tiempo	real	permite	detectar	cantidades	más	
pequeñas	de	ADN	Ranavirus.	

	
Las	desventajas	de	la	PCR	en	tiempo	real	son:	
	

• Costos	más	altos	de	reactivos	y	equipo.	
• Si	necesita	caracterizar	al	virus	(por	ejemplo,	determinar	si	es	un	virus	FV3	o	ATV),	

se	requerirán	reacciones	PCR	adicionales	con	más	conjuntos	primarios	específicos	
de	PCR	en	tiempo	real	o	una	PCR	convencional	con	secuenciación	de	ADN.	

	
Recolección	de	muestras	para	la	PCR	Ranavirus			

La	elección	de	tipo	de	muestra	para	la	PCR	de	Ranavirus	dependerá	de	si	las	
muestras	fueron	obtenidas	en	la	necropsia	de	un	animal	muerto	o	si	el	muestreo	se	llevara	
a	cabo	en	un	animal	vivo.		
	
Muestras	de	necropsia:	
	 Para	las	pruebas	en	animales	enfermos	que	mueran	de	forma	natural	o	que	sean	
sacrificados	debido	a	la	sospecha	de	que	tienen	una	enfermedad	Ranavirus.	Las	infecciones	
Ranavirus	letales	afectan	a	múltiples	sistemas	orgánicos	y,	por	lo	tanto,	el	diagnóstico	
debería	ser	a	partir	del	muestreo	de	uno	o	más	de	los	siguientes	tejidos	en	la	necropsia:	
	

• Hígado.	
• Riñón.	
• Piel	(Si	se	observan	lesiones	cutáneas	ulcerativas	o	proliferativas;	se	sugieren	PCR	

simultáneos	de	hígado	o	riñón	para	la	mayoría	de	los	casos).	
	
Para	usar	tejidos	de	la	necropsia	para	detectar	animales	que	se	encuentren	subclínicamente	
infectados	con	un	Ranavirus	(el	animal	no	murió	por	la	infección	Ranavirus,	pero	era	
portador	de	una	infección).	Este	tipo	de	pruebas	puede	ser	útil	para	las	pruebas	en	
poblaciones	que	busquen	la	presencia	o	ausencia	de	infecciones	Ranavirus.	
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• El	riñón	y	los	tejidos	que	contengan	un	alto	número	de	células	residentes	de	tipo	
macrófago,	como	el	hígado	o	el	bazo,	podrían	ser	útiles	según	hallazgos	hechos	en	
ranas	africanas	de	uñas	(Xenopus	laevis)	infectadas	subclínicamente	con	FV3	
(Robert	y	colaboradores,	2005,	2007).	

• La	pulverización	y	el	análisis	PCR	de	cadáveres	enteros	son	otra	consideración	para	
los	estudios	de	poblaciones	(Greer	y	Collins,	2007).	

	
Las	muestras	de	tejido	de	la	necropsia	deben	ser	recolectadas	en	bolsas	de	estilo	Whirl-
Pak®	(Nasco,	USA,	www.enasco.com)	o	en	crioviales	Nunc	CryoTubesTM	o	Vangard	CryosTM	
(Sumitomo	Bakelite	Co.,	Ltd.,	Japan;	www.sumibe.co.jp/english/).	Se	debe	utilizar	un	
conjunto	separado	de	instrumentos	para	cada	tejido	muestreado	con	el	propósito	de	evitar	
la	contaminación	cruzada.	Los	tubos	deben	ser	etiquetados	con	el	nombre	de	la	especie,	
tipo	de	tejido,	número	de	identificación	individual	del	animal	y	la	fecha.		
		
Muestras	clínicas	o	no	letales	(Muestras	de	animales	vivos):	

Debido	a	que	las	infecciones	letales	de	Ranavirus	suelen	afectar	a	múltiples	sistemas	
orgánicos,	diferentes	tipos	de	muestras	clínicas	(no	letales)	tienen	el	potencial	de	ser	
exitosas	en	detectar	la	infección.	
	

• Las	muestras	clínicas	son	las	que	tienen	más	probabilidades	de	ser	exitosas	en	
detectar	infecciones	en	animales	evidentemente	enfermos	con	enfermedades	
ranavirales.	Estos	animales	con	frecuencia	tienen	grandes	cantidades	del	virus	que	
pueden	ser	detectadas	en	múltiples	tejidos.		

• A	diferencia	de	las	pruebas	PCR	para	detectar	el	hongo	quítrido	anfibio,	las	
pruebas	de	diagnóstico	disponibles	no	están	validadas	para	la	detección	de	
infecciones	en	animales	aparentemente	saludables	(animales	infectados	
subclínicamente).	Esto	significa	que	no	existen	pruebas	confiables	para	detectar	
infecciones	subclínicas	en	animales	vivos	para	propósitos	tales	como:	
o inspecciones	de	poblaciones	cautivas	o	silvestres	para	detectar	la	incidencia	

o	prevalencia	de	infecciones	Ranavirus.		
o la	revisión	de	nuevos	animales	en	cuarentena	antes	de	su	entrada	a	una	

colección	cautiva.	
o la	revisión	antes	de	su	uso	en	programas	de	reintroducción	o	translocación.	

	
Los	animales	infectados	subclínicamente	podrían	tener	menores	cantidades	de	virus	y	el	
virus	podría	estar	presente	solo	en	algunos	tejidos	(por	ejemplo,	el	riñón).	Por	lo	tanto,	
estas	infecciones	podrían	ser	más	difíciles	de	detectar	en	el	tipo	de	muestras	que	se	
obtienen	fácilmente	de	animales	vivos.	Si	se	realizan	pruebas	en	animales	
aparentemente	saludables,	un	resultado	positivo	que	indique	que	se	detectó	ADN	
Ranavirus	es	más	definitivo	que	in	resultado	negativo.	Los	resultados	negativos	de	
pruebas	en	animales	aparentemente	saludables	no	deberían	utilizarse	para	determinar	
o	declarar	que	un	animal	se	encuentra	libre	de	una	infección	Ranavirus.		
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Los	tipos	de	muestras	que	pueden	ser	consideradas	para	animales	vivos	incluyen:	
	

• Hisopos	cutáneos	(solo	si	se	observan	lesiones	cutáneas	tales	como	úlceras),	de	la	
cavidad	oral/faringe	o	cloacales.		
o Para	la	recolección	de	muestras	para	PCR,	son	preferibles	los	hisopos	con	

mango	de	plástico	y	punta	de	rayón.		
o El	hisopo	debe	ser	aplicado	o	girado	gentilmente	en	la	ubicación	que	será	

muestreada	y,	después	de	la	recolección	de	muestras,	la	punta	del	hisopo	
debe	ser	rota	o	cortada	y	luego	depositada	en	un	criovial	etiquetado	o	una	
bolsa	estéril.		

o Se	usaron	hisopos	cloacales	y	orales	para	detectar	de	forma	variable	
infecciones	Ranavirus	en	Tortugas	de	orejas	rojas	de	Florida	infectadas	
experimentalmente	(Johnson	y	colaboradores,	2007),	pero	este	método	no	
ha	sido	validado	para	anfibios.	

	
• La	biopsia	de	tejidos	usando	cortes	de	dedos	(anuros)	o	cortes	de	aletas	(puntas	de	

colas	de	salamandras)	ha	sido	descrita	como	un	método	de	muestreo	no	letal	(St-
Amour	y	Lesbarreres,	2007;	Greer	y	Collins,	2007).		

o Es	muy	probable	que	esto	entregue	un	diagnóstico	para	los	animales	que	
sean	virémicos	(Que	tengan	grandes	cantidades	de	virus	circulando	por	su	
sangre).		

o Técnicas	son	menos	sensibles	que	una	PCR	de	hígado	u	homogeneizados	de	
cuerpo	completo	

o Podría	no	detectar	a	animales	en	etapas	tempranas	de	infección	o	a	animales	
con	infecciones	subclínicas.		

o La	biopsia	de	tejido	podría	ser	muy	invasiva	para	su	uso	clínico	rutinario.		
	

• Las	muestras	de	sangre	entera	o	de	capas	leucocitarias	pueden	ser	útiles	para	
detectar	a	animales	virémicos.		

o No	se	espera	que	esta	técnica	sea	diagnóstica	para	animales	en	etapas	
tempranas	de	infección	o	para	animales	con	infecciones	subclínicas.		

o Los	extremos	de	los	tubos	microhematocritos	centrifugados	que	contienen	la	
capa	leucocitaria	son	rotos	y	depositados	en	un	criovial	o	puede	almacenar	
los	tubos	en	una	bolsa	plástica	estéril.		

o Si	se	utilizan	anticoagulantes	prefiera	citrato	de	sodio	o	EDTA.	Si	la	sangre	
recolectada	es	puesta	en	viales	con	anticoagulantes,	asegúrese	de	notificar	al	
laboratorio	que	realizara	las	pruebas.	La	presencia	de	estos	anticoagulantes	
podría	interferir	con	las	reacciones	PCR	y	crear	resultados	falsos	negativos.	
Sin	embargo,	estos	anticoagulantes	pueden	ser	fácilmente	manejados	en	las	
reacciones	PCR	siempre	y	cuando	el	laboratorio	esté	al	tanto	de	su	presencia	
en	las	muestras	y	pueda	hacer	los	ajustes	necesarios	para	las	condiciones	de	
reacción	de	las	PCR.		
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Almacenamiento	de	las	muestras:	
Todas	las	muestras	para	las	PCR	de	Ranavirus	deben	ser	almacenadas	en	la	

temperatura	más	baja	posible	después	de	su	recolección.		
	

• Congelarlas	en	un	frigorífico	convencional	(–20oC)	es	adecuado	para	el	
almacenamiento	a	corto	plazo	de	1	a	2	semanas.	Tenga	cuidado	y	evite	(o	desactive)	
los	ciclos	automáticos	de	descongelamiento,	los	cuales	se	encuentran	disponibles	en	
muchos	modelos	de	congeladores.	El	descongelamiento	comprometerá	la	calidad	de	
las	muestras.	

• Para	el	almacenamiento	a	largo	plazo,	es	mejor	congelar	a	temperaturas	de	–70oC,	o	
más	bajas	con	frigoríficos	ultra	fríos	o	nitrógeno	líquido.		

• Las	muestras	congeladas	deberían	ser	enviadas	al	laboratorio	en	hielo	seco	para	
prevenir	su	descongelamiento.		

	
Interpretación	de	los	resultados	PCR	de	Ranavirus		

Los	resultados	de	las	técnicas	PCR	convencionales	o	en	tiempo	real	para	detectar	
Ranavirus	suelen	ser	reportados	como	"positivos"	o	"negativos".	
	
• Un	resultado	positivo	de	la	PCR	indica	que	la	prueba	detecto	ADN	Ranavirus	en	la	

muestra.	El	resultado	positivo	de	la	PCR	solo	indica	la	presencia	de	un	Ranavirus,	pero	
no	distingue	a	los	animales	que	tenían	infecciones	letales	de	los	portadores	subclínicos	
de	infecciones.	La	correlación	de	los	resultados	del	PCR	con	los	hallazgos	clínicos	y	de	
necropsia	(histopatológicos)	típicos	de	las	infecciones	Ranavirus	(ver	más	arriba)	es	
necesaria	para	determinar	si	un	Ranavirus	fue	la	causa	probable	de	una	muerte	o	un	
evento	de	mortalidad.	

• Las	pruebas	PCR	falsas	positivas	son	circunstancias	en	que	la	prueba	da	un	resultado	
positivo,	pero	el	animal	no	está	infectado	con	un	Ranavirus.	Más	comúnmente,	esto	
ocurrirá	como	resultado	de:	

o La	contaminación	con	ADN	Ranavirus	de	las	muestras	durante	la	recolección	
de	muestras	o	durante	el	procesamiento	de	laboratorio.	Todos	los	
laboratorios	que	realizan	PCR	deberían	tener	procedimientos	preparados	
para	reducir	la	posibilidad	de	contaminación	y	deberían	utilizar	controles	
negativos	de	muestras	para	detectar	eventos	de	contaminación.	

o No	realizar	una	secuenciación	de	ADN	o	análisis	Southern	blot	confirmativos	
en	las	muestras	positivas,	como	es	determinado	por	la	técnica	de	PCR	
convencional.	La	razón	de	esto	es	que	el	ADN	no	Ranavirus	algunas	veces	
será	amplificado	por	la	reacción	PCR	y	aparecerá	como	una	franja	en	un	gel	
de	agarosa	aproximadamente	del	mismo	tamaño	que	la	franja	esperada	del	
Ranavirus.	La	técnica	PCR	en	tiempo	real	tiene	una	sonda	interna	que	
confirma	la	aplicación	de	la	secuencia	correcta	de	ADN	y,	por	lo	tanto,	la	
secuenciación	de	ADN	no	será	necesaria	para	confirmar	resultados	positivos.	

• Un	resultado	de	PCR	negativo	indica	que	la	prueba	no	ha	detectado	ADN	Ranavirus	
en	la	muestra	presentada	al	laboratorio.	Esto	no	siempre	indica	que	el	animal	no	
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está	infectado	por	Ranavirus;	esta	declaración	puede	complicarse	a	causa	de	
resultados	falsos	negativos.		

• Un	resultado	falso	negativo	(el	animal	está	infectado	con	un	Ranavirus,	pero	la	
prueba	PCR	es	negativa),	ya	que:	

o No	había	ADN	del	virus	presente	en	la	muestra	presentada	al	laboratorio.	Es	
más	probable	que	esto	ocurra	en	muestras	tales	como	hisopos	(faríngeos	o	
cloacales),	biopsias	de	tejido	o	muestras	de	sangre	(capa	leucocitaria)	
tomadas	de	animales	vivos.	Estos	animales	podrían	no	ser	virémicos	o	no	
estar	derramando	virus	en	las	ubicaciones	muestreadas.	Aunque	la	mayoría	
de	las	infecciones	Ranavirus	pueden	ser	detectadas	en	múltiples	tipos	de	
tejidos,	estas	algunas	veces	están	limitadas	a	una	ubicación	específica	como	
la	piel	o	el	riñón,	y	la	muestra	presentada	para	las	pruebas	es	muy	
importante	para	evitar	resultados	falsos	negativos.	

o El	ADN	del	virus	está	presente	en	cantidades	menores	a	las	detectables	por	el	
método	PCR	utilizado.	Es	más	probable	que	esta	situación	se	dé	con	
infecciones	subclínicas.	Los	métodos	PCR	en	tiempo	real	son	considerados	
más	sensibles	y	más	capaces	de	detectar	infecciones	con	pequeñas	
cantidades	de	ADN	viral.	

o Hay	inhibidores	de	PCR	en	la	muestra.	Es	más	probable	que	esto	ocurra	con	
hisopos	de	cloaca	que	puedan	contener	cantidades	significativas	de	materia	
fecal.	

	
Identificación	específica	de	Ranavirus	

En	la	mayoría	de	las	situaciones,	para	las	poblaciones	de	anfibios	cautivos,	la	
confirmación	de	un	diagnóstico	de	infección	Ranavirus	se	llevará	a	cabo	por	medio	de	
métodos	PCR,	los	cuales	se	encuentran	disponibles	en	una	variedad	de	laboratorios	de	
investigación	y	comerciales.		
	

• Estos	métodos	no	pueden	determinar	la	especie	específica	de	Ranavirus	presente	en	
los	animales	infectados.	La	PCR	convencional	junto	con	una	secuenciación	con	
frecuencia	determinaran	el	grupo	(por	ejemplo,	grupo	de	virus	FV3	o	ATV)	de	
Ranavirus	presente	en	el	animal	o	grupo	de	animales.	

 
Ya	que	un	gran	número	de	diferentes	especies	de	Ranavirus	pueden	ser	colocadas	en	estos	
amplios	grupos	(Schock	y	colaboradores,	2008),	a	veces	se	requerirá	una	caracterización	
más	precisa	del	virus	presente	para	poder	tomar	decisiones	acerca	de	la	gestión	de	la	
población.	Por	ejemplo,	se	podrían	identificar	ranavirus	en	poblaciones	silvestres	de	ranas	y	
en	ranas	cautivas	de	la	misma	especie	alojadas	en	una	colonia	de	resguardo	que	cría	
animales	para	liberarlos	a	la	naturaleza.		
	 	

• Si	solo	se	realizan	PCR	convencional	y	secuenciación	de	ADN,	es	muy	probable	que	el	
virus	en	la	población	silvestre	reciba	una	caracterización	similar	a	la	del	virus	
presente	en	la	población	cautiva	(por	ejemplo,	"Virus	de	la	rana	3").		
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• Tal	determinación	podría	llevar	a	la	conclusión	errónea	de	que	el	virus	en	la	
población	cautiva	es	el	mismo	que	el	de	la	población	silvestre	y	que	es	seguro	
introducir	ranas	infectadas	criadas	en	cautiverio	a	la	población	silvestre	infectada.	
Sin	embargo,	especies	diferentes	de	Ranavirus	que	varían	en	cuanto	a	su	virulencia	
(habilidad	para	causar	graves	enfermedades	en	especies	diferentes)	tendrán	perfiles	
similares	o	idénticos	(Majji	y	colaboradores,	2006;	Schock	y	colaboradores,	2010).	

• Se	requieren	medidas	más	avanzadas	para	identificar	la	especie	de	los	virus	que	
afectan	a	las	poblaciones	silvestres	y	cautivas	para	así	determinar	mejor	la	
probabilidad	de	que	los	virus	sean	de	la	misma	especie	y	para	realizar	una	buena	
evaluación	de	riesgos	en	el	programa	de	reintroducción	a	la	naturaleza.	

	
Los	intentos	para	identificar	específicamente	a	un	Ranavirus	requerirán	el	aislamiento	del	
virus	en	cultivos	celulares	(ver	más	arriba)	seguido	por	la	aplicación	de	técnicas,	lo	que	
incluye	un	análisis	de	polimorfismos	de	longitud	de	fragmentos	de	restricción	(Hyatt	y	
colaboradores,	2000;	Majji	y	colaboradores,	2006;	Schock	y	colaboradores,	2008).		
	

• Es	más	probable	que	estas	técnicas	sean	realizadas	por	laboratorios	de	investigación	
y	que	no	se	encuentren	ampliamente	disponibles.	

• Estos	tipos	de	caracterizaciones	moleculares	requieren	tejidos	congelados	o	frescos	
para	que	aun	estén	presentes	viriónes	viables.	Las	muestras	preservadas	en	etanol	
no	pueden	ser	utilizadas	para	estos	tipos	de	caracterización.	

	
7.5	ENFERMEDAD	PROTOZOARIA	SIMILAR	AL	PERKINSUS	DE	LOS	RÁNIDOS	

La	infección	de	un	protista	patógeno	nuevo,	llamado	por	algunos	el	agente	de	tipo	
Perkinsus,	ha	resultado	en	eventos	de	mortalidad	masiva	en	renacuajos	de	ránidos	
silvestres	en	los	Estados	Unidos	(Green	y	colaboradores,	2003;	Davis	y	colaboradores,	
2007).	Los	ciclos	de	vida	y	modos	de	transmisión	de	este	no	han	sido	determinados	
definitivamente.		
	

• Entre	las	especies	afectadas	se	encuentran	la	Rana	de	la	madera,	Lithobates	
sylvaticus;	Rana	leopardo	del	sur,	L.	sphenocephalus;	Rana	toro	americana,	L	
castesbeianus;	Rana	visón,	L.	septrionalis;	Rana	verde,	L.	clamitans;	Rana	sebosa,	L.	
sevosus	y	la	Rana	capito,	L.	capito.		

• No	se	ha	determinado	de	forma	conclusiva	que	las	infecciones	con	estos	organismos	
son	la	causa	del	descenso	a	largo	plazo	de	las	poblaciones.			

• Existen	preocupaciones	de	que	los	eventos	de	mortalidad	masiva	asociados	al	
organismo	puedan	amenazar	la	persistencia	de	algunas	especies	al	reducir	o	eliminar	
el	reclutamiento	natural	en	algunos	estanques.	Hay	una	gran	preocupación	por	uno	
de	los	anuros	en	grave	peligro	de	extinción	en	Norteamérica,	la	Rana	sebosa	
(Lithobates	sevosus),	de	la	cual	solo	quedan	aproximadamente	100	adultos	en	la	
naturaleza.		
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Solo	se	han	observado	eventos	importantes	de	enfermedad	o	mortalidad	en	renacuajos	
ránidos.	
	

• Se	han	documentado	casos	de	infecciones	subclínicas	(donde	no	existe	evidencia	de	
enfermedad	o	muerte)	en	algunos	hylidaes	tales	como	el	"Spring	Peeper"	
(Pseudacris	crucifer)	y	la	Rana	grillo	del	sur	(Acris	gryllus).		

• Las	infecciones	en	animales	postmetamórficos	han	sido	subclínicas	y	se	han	limitado	
al	lumen	del	intestino	con	la	excepción	de	un	pequeño	grupo	de	metamorfos	de	la	
Rana	leopardo	del	sur	Lithobates	sphenocephalus	(Davis	y	colaboradores,	2007)	que	
tenían	infecciones	en	el	hígado	similares	a	las	observadas	en	renacuajos.		

• Con	la	excepción	de	animales	silvestres	traídos	a	colonias	de	resguardo	en	cautiverio	
o	a	laboratorios	de	investigación,	la	infección	con	los	agentes	de	tipo	Perkinsus	no	ha	
sido	documentada	en	animales	cautivos	o	en	colecciones	zoológicas	anfibias.		

,		
Las	principales	preocupaciones	respecto	a	los	agentes	de	tipo	Perkinsus	en	relación	a	las	
colonias	de	resguardo	de	anfibios	incluyen:	
	

• La	incertidumbre	respecto	al	rango	potencial	de	huéspedes	para	este	organismo	y	
las	implicaciones	de	su	introducción	a	colecciones	zoológicas	o	colonias	de	
resguardo.	

• El	potencial	desconocido	de	introducir	a	este	organismo	en	poblaciones	de	anfibios	
silvestres	ingenuos	por	medio	del	movimiento	de	ranas	cautivas	en	programas	de	
reintroducción	a	la	naturaleza.	

• El	potencial	de	mortalidad	significativa	en	las	poblaciones	cautivas	de	especies	
vulnerables.	

	
	 El	historial	de	vida	de	los	agentes	de	tipo	Perkinsus	es	desconocido	y	no	se	han	
logrado	estudios	experimentales	de	transmisión	o	de	infecciones	hasta	la	fecha.	Algunos	
síntomas	clínicos	de	infección	reportados	en	renacuajos	son	letargo,	hinchazón	y,	
ocasionalmente,	hemorragia	cutánea.	Algunos	hallazgos	a	partir	de	la	necropsia	revelaron	
órganos	internos	notablemente	ensanchados,	tales	como	hígado,	bazo	y	riñón,	que	podría	
haberse	decolorado	hasta	quedar	blanco.		
	

Diagnóstico	de	enfermedades	protozoarias	de	tipo	Perkinsus	
	 El	diagnóstico	en	renacuajos	evidentemente	enfermos	es	por	medio	de	la	
identificación	morfológica	de	esporas	características	por	medio	de	microscopía	óptica	
usando	frotis	de	tejidos	frescos	o	por	medio	de	histopatología	(vea	más	abajo).	
		

• No	hay	ninguna	prueba	de	diagnóstico	confiable	que	pueda	detectar	la	presencia	de	
infecciones	en	poblaciones	de	anfibios	cautivos	aparte	de	la	vigilancia	en	la	
necropsia	de	animales	enfermos	o	muertos.	
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Los	métodos	de	diagnóstico	incluyen:	
	
Frotis	de	tejidos:		
	 Esto	se	lleva	a	cabo	tomando	una	pequeña	parte	de	tejido	fresco	(2	X	2	mm)	
obtenido	en	la	necropsia	y	colocándolo	en	un	portaobjetos	de	microscopio	limpio.	Luego,	se	
debe	utilizar	un	segundo	portaobjetos	para	esparcir	el	tejido	a	través	del	primer	
portaobjetos,	asegurándose	de	que	el	tejido	quede	completamente	aplanado	(Davis	y	
colaboradores,	2007).	El	portaobjetos	debe	ser	examinado	por	medio	de	microscopía	óptica	
para	buscar	esporas	subesféricas	características	que	miden	aproximadamente	6	X	5.5	
micrones	(vea	la	imagen	7.5	más	abajo).		
	

	
 
Imagen.	7.6:	Microfotografía	de	un	tejido	en	montaje	en	fresco	que	muestra	las	esporas	

protozoarias	de	tipo	Perkinsus	características.  
	
Lavado	cloacal	o	examinación	de	los	contenidos	intestinales:		
	 Estos	materiales	son	examinados	en	busca	de	esporas,	como	fue	descrito	para	los	
frotis	de	tejido.	Este	método	puede	ser	usado	en	animales	vivos,	pero	no	debería	
considerarse	como	una	prueba	definitiva	para	declarar	a	los	animales	como	libres	de	
infección.	
	
Histopatología:		
	 La	necropsia	es	realizada	en	renacuajos	usando	la	técnica	de	fijación	de	cadáveres	
(vea	el	capítulo	9).	El	renacuajo	debe	ser	abierto	brevemente	haciendo	una	incisión	en	la	
cavidad	celómica	y	luego	todo	el	cadáver	debe	ser	sumergido	en	una	solución	fijadora	(por	
lo	general	esta	es	de	10%	formalina	tamponada	neutral	o	de	etanol).	Los	tejidos	son	
procesados	de	forma	rutinaria	para	la	examinación	histológica.	En	la	examinación	de	las	
secciones	histológicas	se	encuentran	esporas	esféricas	basófilas	características	en	grandes	
números,	infiltrándose	en	los	tejidos	tales	como	hígado,	riñón,	bazo,	músculo	esquelético,	
piel	y	mesenterio.		
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Técnicas	de	diagnóstico	molecular:		
	 No	hay	una	prueba	específica	de	diagnóstico	molecular	que	se	encuentre	
ampliamente	disponible.	Se	ha	utilizado	una	técnica	PCR	convencional	usando	una	
imprimación	que	amplifica	el	gen	ARN	ribosomal	18S	de	una	amplia	gama	de	organismos	
protozoarios	eucariotas	seguido	de	una	secuenciación	de	ADN	(Davis	y	colaboradores,	
2007).	
	

7.6	DECLARACIÓN	DE	ENFERMEDADES	Y	PARTICIPACIÓN	EN	BASES	DE	DATOS	DE	
ENFERMEDADES	

Declaración	de	enfermedades	de	la	OIE	
 La	Organización	Mundial	de	Sanidad	Animal	(OIE	por	sus	siglas	en	inglés)	es	una	
organización	internacional	responsable	de	mejorar	la	salud	animal	a	nivel	mundial	y	es	
reconocida	como	una	organización	de	referencia	por	la	Organización	Mundial	de	Comercio	
(OMC).	A	partir	de	abril	del	2009,	había	174	países	y	territorios	miembros.	Uno	de	los	
objetivos	principales	de	la	OIE	es	la	"seguridad	sanitaria",	lo	que	buscan	lograr	por	medio	de	
la	publicación	de	estándares	de	salud	para	el	comercio	internacional	de	animales	y	
productos	animales.	Estos	estándares	son	reconocidos	por	la	OMC	como	reglas	sanitarias	
internacionales	de	referencia.	
	 Se	les	requiere	a	los	países	signatarios	de	la	OIE	que	en	sus	reportes	notifiquen	a	la	
OIE	de	cualquier	enfermedad	importante	cada	6	meses.	Actualmente,	dos	enfermedades	
anfibias	son	notificables,	la	quitridiomicosis	y	las	enfermedades	ranavirales	(Schloegel	y	
colaboradores,	2010).		
	

• La	autoridad	veterinaria	del	país	es	quien	posee	la	responsabilidad	de	reportarle	a	la	
OIE.	Los	resultados	de	las	pruebas	para	estas	enfermedades,	incluyendo	los	
resultados	negativos,	deberían	enviarse	a	la	persona	del	país	que	envía	el	reporte	a	
la	OIE	(OIE,	2008).	En	los	Estados	Unidos,	el	jefe	veterinario	sería	el	United	States	
Department	of	Agriculture	Animal	and	Plant	Health	Inspection	Service	
(USDA/APHIS).	

• Sin	embargo,	actualmente	la	responsabilidad	de	los	reportes	de	zoológicos,	acuarios	
o	colonias	de	resguardo	para	anfibios	respecto	a	la	incidencia	de	quitridiomicosis	o	
infección	Ranavirus	no	es	clara	(por	lo	menos	en	los	Estados	Unidos).	Actualmente	
no	hay	pautas	para	el	reportaje	o	la	aplicación	de	las	recomendaciones	de	la	OIE	
para	las	pruebas	de	enfermedades.	

• Al	listado	de	enfermedades	ranavirales	y	quitridiomicosis	se	le	agregaran	
requerimientos	para	las	pruebas	de	detección	de	enfermedades	infecciosas	para	el	
envío	internacional	y	posiblemente	interestatal	de	anfibios.	Las	limitaciones	a	corto	
plazo	podrían	incluir:	falta	de	laboratorios	certificados;	costos	de	las	pruebas	de	
detección	de	enfermedades	y	la	creación	de	poblaciones	anfibias	libres	de	
patógenos	específicos;	falta	de	una	buena	prueba	validada	para	detectar	ranavirus	
en	animales	vivos.	
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• El	listado	de	quitridiomicosis	y	enfermedades	ranavirales	de	la	OIE	también	podría	
necesitar	la	certificación	de	las	pruebas	y	estándares	internacionales	de	referencia	
utilizados	en	las	pruebas	para	detectar	estas	enfermedades,	ya	que	estas	se	
relacionan	a	los	envíos	internacionales	de	animales.	Vea	los	siguientes	enlaces:	

• www.oie.int/vcda/eng/en_background_VCDA.htm?e1d9		
www.oie.int/vcda/eng/en_fichier_SOP.pdf	

	
Los	detalles	acerca	de	los	requerimientos	de	la	OIE	para	el	movimiento	internacional	de	
anfibios	bajo	el	código	sanitario	de	animales	acuáticos	para	quitridiomicosis	y	
enfermedades	ranavirales	pueden	ser	obtenidos	en:		
Quitridiomicosis:	www.oie.int/eng/normes/fcode/en_chapitre_1.8.1.htm		
Ranavirus:	www.oie.int/eng/normes/fcode/en_chapitre_1.8.2.htm	

	
Bases	de	datos	de	enfermedades	

 Actualmente,	hay	esfuerzos	a	nivel	mundial	para	registrar	la	incidencia	de	
enfermedades	infecciosas	importantes	en	anfibios,	sobre	todo	las	infecciones	del	hongo	
quítrido	anfibio	Batrachochytrium	dendrobatidis	(Bd)	(También	está	en	progreso	un	registro	
de	Bsal).	Se	espera	que	estos	esfuerzos	nos	ayuden	a	comprender	mejor	la	distribución,	el	
movimiento	y	la	genética	del	Bd.	Mientras	instituciones,	laboratorios	e	investigadores	en	el	
campo	identifican	a	más	anfibios	infectados	con	Bd,	se	espera	que	estos	reporten	toda	la	
información	pertinente	a	las	bases	de	datos	para	así	recolectar	toda	la	información	posible.	
Algunas	preocupaciones	que	deberían	abordarse	por	las	bases	de	datos	disponibles	
incluyen	la	estandarización	y	validación	de	la	información	generada	por	una	variedad	de	
fuentes	diferentes,	inquietudes	respecto	a	la	privacidad	institucional	y	la	propiedad	de	la	
información.		

La	base	de	datos	más	completa	y	actualizada	para	Bd	se	encuentra	en	línea:	
http://www.spatialepidemiology.net/bd/	
	
7.7	PRUEBAS	Y	VIGILANCIA	PARA	DETECTAR	PARÁSITOS	FECALES	
	 La	examinación	en	un	laboratorio	de	las	heces	para	buscar	la	presencia	de	parásitos	
internos	es	un	método	común	de	vigilancia	de	enfermedades	para	la	gestión	de	anfibios	en	
cautiverio.	Las	técnicas	de	examinación	fecal	rudimentarias	requieren	poco	equipamiento	y	
pueden	utilizarse	incluso	en	ubicaciones	remotas	que	tengan	colonias	de	resguardo	para	
anfibios.		
	

• La	examinación	fecal	sirve	para	detectar	parásitos	protozoarios	o	varios	helmintos	
(gusanos	cestodos,	trematodos	o	nemátodos).	Los	parásitos	detectados	no	están	
limitados	al	tracto	intestinal.	Por	ejemplo,	los	gusanos	adultos	del	nematodo	
Rhabdias	se	encuentran	ubicados	en	los	pulmones	de	una	variedad	de	anfibios.	

• La	examinación	fecal	puede	detectar	a	los	parásitos	que	probablemente	causaran	
problemas	de	enfermedades	en	anfibios	cautivos	y	a	los	organismos	comensales	que	
no	están	asociados	a	enfermedades.		
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• Los	anfibios	silvestres	con	frecuencia	(y	normalmente)	son	portadores	de	una	
variedad	de	parásitos	internos,	pero	la	mayoría	de	estos	parásitos	y	enfermedades	
parasitarias	no	son	considerados	factores	poblacionales	limitantes	dentro	de	las	
poblaciones	silvestres.	Sin	embargo,	algunos	de	estos	parásitos	pueden	causar	
graves	problemas	de	enfermedades	en	poblaciones	cautivas	debido	a	la	mala	
higiene,	un	cuidado	zootécnico	inadecuado	y	el	estrés.		

• La	vigilancia	de	parásitos	es	necesaria	para	mantener	poblaciones	cautivas	
saludables.	Los	nemátodos	rabditiformes,	Rhabdias	(gusano	pulmonar	anfibio)	y	los	
Strongyloides	(un	gusano	intestinal)	se	han	vuelto	problemas	importantes	en	
muchas	colonias	de	resguardo	para	anfibios	(Lee	y	colaboradores,	2006;	Pessier,	
2008;	Gagliardo	y	colaboradores,	2008).	La	detección	de	los	laboratorios	es	una	
parte	importante	de	los	programas	de	control	para	estos	parásitos.	

	
Algunas	consideraciones	a	tener	cuenta	a	la	hora	de	decidir	propuestas	para	la	supervisión	y	
el	control	de	parásitos	en	poblaciones	cautivas	son:	
	

• La	eliminación	y	el	control	de	todos	los	parásitos	internos	en	situaciones	de	
cautiverio	podría	no	ser	posible	o	deseada.	Por	ejemplo:	

o Los	nemátodos	rabditiformes	(Rhabdias	y	Strongyloides)	son	difíciles	de	
eliminar	completamente	con	tratamientos	antihelmínticos.	Por	lo	tanto,	una	
opción	sería	por	énfasis	en	la	reducción	de	los	niveles	parasitarios	por	medio	
de	tratamientos	y	un	buen	mantenimiento	de	la	higiene	del	recinto,	esto	es	
mejor	que	usar	tratamientos	extenuados	constantemente	para	tratar	de	
eliminar	la	infección	completamente.	

o En	el	caso	de	los	animales	en	colonias	de	resguardo	que	serán	devueltos	a	la	
naturaleza,	podría	ser	mejor	mantener	bajos	niveles	de	los	parásitos	que	son	
endémicos	en	las	poblaciones	silvestres	de	esa	especie.	Existe	una	
preocupación	teórica	respecto	a	la	perdida	de	resistencia	natural	adquirida	
hacia	estos	organismos	que	podría	ser	necesaria	para	la	supervivencia	de	los	
animales	después	de	su	liberación	(<biblio>).	

	
• Es	importante	diferencia	entre	parásitos	patógenos	o	potencialmente	patógenos	y	

los	organismos	comensales	que	son	comunes	en	los	tractos	gastrointestinales	
anfibios	(vea	más	abajo).	

	
Técnicas	para	la	examinación	fecal	en	busca	de	parásitos	

	 Las	técnicas	utilizadas	para	la	examinación	fecal	en	busca	de	parásitos	son	montajes	
en	fresco,	flotación	fecal,	sedimentación	fecal	y	la	técnica	de	Baermann.	Todas	estas	
técnicas	son	explicadas	con	detalle	en	textos	estándares	de	parasitología	y	son	familiares	
para	veterinarios	(Foreyt,	2001).	
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• Las	técnicas	más	rudimentarias	(montaje	en	fresco	fecal	y	flotación	pasiva)	para	
detectar	parásitos	fecales	solo	requieren	un	microscopio	compuesto	(de	luz)	básico	y	
reactivos	simples.		

o Estas	técnicas	son	útiles	para	la	gestión	sanitaria	de	colonias	anfibias	en	
ubicaciones	remotas,	y	son	adecuadas	para	detectar	nemátodos	
rabditiformes,	que	son	el	problema	parasitario	más	común	en	las	colonias	de	
resguardo.	

• Hay	una	falta	de	conocimiento	básico	respecto	a	la	apariencia	de	los	huevos	de	los	
parásitos	anfibios.	Esto	hace	que	algunas	veces	la	identificación	definitiva	sea	difícil	
o	imposible.	
	

Montaje	en	fresco	fecal:	
• Esta	técnica	también	es	llamada	"frotis	directo".	
• Esta	técnica	es	más	útil	para	identificar	a	parásitos	motiles	como	algunas	especies	de	

protozoo	y	larvas	nematodo.	
• Se	requieren	heces	frescas.	Si	las	heces	no	pueden	ser	procesadas	inmediatamente	

para	la	examinación	de	laboratorio,	deberían	refrigerarse	(4	oC).	
• Esta	técnica	es	usada	frecuentemente	para	detectar	parásitos	en	anfibios	debido	a	

que	solo	se	requiere	una	pequeña	muestra	de	heces	para	el	análisis.		
• Las	desventajas	del	montaje	en	fresco	son:	1)	baja	sensibilidad	para	detectar	bajos	

números	de	huevos	u	oocistos	parasitarios	en	la	muestra;	y	2)	los	huevos	u	oocistos	
pueden	ser	oscurecidos	por	la	presencia	de	desechos	fecales	en	la	muestra.		

• Un	sistema	de	puntuación	fecal	cualitativo	usado	en	el	tratamiento	de	infecciones	
de	nemátodos	rabditiformes	está	basado	en	la	examinación	de	montaje	en	fresco	
fecal	(vea	la	sección	8.4).	

	
Para	realizar	el	montaje	en	fresco	fecal:	

1) Aplique	una	pequeña	cantidad	(una	gota)	de	solución	salina	(cloruro	sódico	0.9%)	a	
un	portaobjetos	limpio	de	vidrio	de	microscopio.	

2) Agregue	una	pequeña	cantidad	de	heces	(del	tamaño	de	la	cabeza	de	un	fosforo)	a	la	
gota	de	solución	salina.	

3) Mezcle	las	heces	y	la	salina	en	un	movimiento	circular.	
4) Coloque	un	cubreobjetos	en	el	portaobjetos	y	examine	bajo	10X	y	40X	objetivos	de	

microscopio	en	busca	de	parásitos,	óvulos	de	parásito	y	oocistos.		

Flotación	fecal:	
• Se	pueden	concentrar	muchos	huevos	de	parásitos	helmintos	por	medio	de	la	

flotación.	La	concentración	incrementa	la	sensibilidad	de	la	examinación.	
• Esta	técnica	se	basa	en	el	uso	de	una	solución	sobresaturada	que	levanta	huevos	

hacia	la	superficie	de	la	columna	de	líquido	debido	a	su	baja	gravedad	específica.	Los	
huevos	son	recolectados	en	la	superficie	y	son	menos	oscurecidos	por	la	materia	
fecal	(en	comparación	con	el	montaje	en	fresco	fecal).	
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• Las	técnicas	de	flotación	son	pasivas	(heces	mezcladas	con	solución	para	la	flotación)	
o	centrífugas.	Las	técnicas	centrífugas	son	más	sensibles,	pero	requieren	una	
centrífuga,	por	lo	que	podrían	no	ser	prácticas	para	las	colonias	de	resguardo	
remotas.	Más	información	respecto	a	esta	técnica	se	puede	encontrar	aquí:	
http://www.drmichaeldryden.com/parasitology/5/clinical-parasitology		

	
Para	realizar	el	método	pasivo	de	flotación	fecal:	

1) Prepare	una	solución	de	flotación.	Es	preferible	una	solución	con	una	
gravedad	específica	de	1,2	o	1,3.	Si	las	soluciones	serán	preparadas	in	situ,	un	
hidrómetro	le	resultaría	útil	para	poder	verificar	y	ajustar	la	gravedad	
específica	de	las	soluciones	de	flotación.	Algunas	soluciones	de	flotación	son:	

• Sulfato	de	magnesio	(sales	de	Epsom)	(400g	disueltos	en	1000ml	
de	agua).	

• Azúcar	(454g	de	azúcar	granulada	+	355ml	de	agua	caliente	para	
disolver)	

• Nitrato	sódico	(568g	de	anhidro	NaNO3	+	1000ml	de	agua	tibia	
para	disolver).	

• Sulfato	de	cinc	(33g	de	anhidro	ZnSO4	en	agua	destilada;	llevar	a	
100ml).	

	
2) Coloque	de	1	a	2	gramos	de	heces	en	tubo	estrecho	de	fondo	plano	o	en	un	

vial	de	flotación	fecal	comercialmente	disponible	(Fecalyzer®,	Vetoquinol	
USA;	Ovassay,	Sybiotics	Corporation,	USA).		

o Para	evaluar	los	problemas	de	parásitos	fecales	en	colonias	de	
anfibios,	es	aceptable	recolectar	y	combinar	heces	provenientes	
de	varios	animales	del	mismo	recinto	para	obtener	una	muestra	
más	grande	para	el	análisis	de	parásitos	fecales.	

	
3) Agregue	aproximadamente	15	ml	de	solución	de	flotación	y	mezcle	bien.	Los	

viales	de	flotación	disponibles	en	el	comercio	vienen	incorporados	con	un	
filtro	que	remueve	los	desechos	fecales.	Si	se	utilizan	viales	convencionales,	
las	heces	y	la	mezcla	de	solución	de	flotación	pueden	ser	pasados	por	un	
filtro.	

4) Agregue	solución	de	flotación	adicional	al	vial	hasta	se	forma	un	menisco	
ligeramente	convexo	en	la	cima.	

5) Coloque	un	cubreobjetos	en	la	cima	del	vial	y	espere	10minutos.	
6) Después	de	10	minutos,	levante	el	cubreobjetos	de	la	superficie	del	vial	y	

colóquelo	en	un	portaobjetos	limpio	de	microscopio.	
7) Examine	con	una	magnificación	de	10X	y	40X	en	busca	de	parásitos	y	óvulos	

de	parásito.		
	
Si	se	encuentran	disponibles	el	equipo	y	personal	entrenado,	los	métodos	de	flotación	en	
centrífuga	deberían	ser	utilizados	por	el	laboratorio.	Los	métodos	de	centrífuga	son	mejores	
para	detectar	algunos	quistes	protozoarios	y	también	huevos	de	cestodos	y	nemátodos.	Los	
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detalles	para	realizar	técnicas	de	flotación	fecal	por	centrífuga	se	encuentran	disponibles	en	
la	literatura	citada	de	parasitología	estándar	y	en	línea:	
	
Dr.	Micheal	Dryden—http://www.drmichaeldryden.com/parasitology/5/clinical-
parasitology	
	
University	of	Pennsylvania,	Diagnosis	of	Veterinary	Endoparasitic	Infections—		
http://cal.vet.upenn.edu/projects/dxendopar/index.html	
 
Otras	técnicas:	

• La	sedimentación	fecal	en	agua	podría	ser	necesaria	para	detectar	huevos	de	
trematodos.	Los	huevos	de	trematodos	tienen	una	alta	gravedad	específica	y	son	
difíciles	de	detectar	con	métodos	de	flotación.	Probablemente	no	debería	realizarse	
de	forma	rutinaria	a	menos	que	otros	métodos	de	vigilancia	de	enfermedades	(por	
ejemplo,	necropsia	e	histopatología)	indiquen	que	la	colonia	sufre	de	problemas	de	
salud	relacionados	a	trematodos.	

• Puede	realizarse	una	esporulación	en	dicromato	de	potasio	para	identificar	
específicamente	a	los	oocistos	de	protozoo	coccidios.	

	
Parásitos	anfibios	identificables	por	medio	de	examinación	fecal	

Una	variedad	de	parásitos,	huevos	de	parásitos	y	organismos	comensales	pueden	
ser	identificados	en	la	examinación	fecal	de	los	anfibios	(Poynton	y	Whitaker	2001).	La	
identificación	de	estos	huevos	puede	resultar	difícil	algunas	veces	ya	que	existe	poca	
literatura	oficial	confiable	para	los	veterinarios.	Puede	encontrar	las	características	
generales	de	huevos	de	los	grupos	parasitarios	principales	en	la	literatura	relacionada	a	
reptiles	y	animales	domésticos,	estas	características	pueden	serle	de	utilidad	en	algunas	
circunstancias	(Foreyt	2001;	Jacobson	2007;	Klingenberg,	2007;	Barnard	y	Upton,	1994).		
Más	abajo	se	entregan	detalles	acerca	de	la	identificación	e	interpretación	de	parásitos	
comunes	por	medio	de	la	examinación	fecal.		
	
Nemátodos	de	tipo	rabditiforme:	
	 	En	el	caso	de	los	anfibios	cautivos,	estos	son	los	hallazgos	potenciales	más	
importantes	que	se	pueden	hacer	en	la	revisión	en	busca	de	parásitos	fecales,	estos	
incluyen	al	gusano	pulmonar	anfibio,	Rhabdias	spp.	y	a	los	parásitos	intestinales,	
Strongyloides	spp.		

	
• Los	Rhabdias	spp.	son	comunes	en	una	amplia	variedad	de	anfibios	criados	en	

libertad.	Estos,	en	bajos	números,	no	causan	enfermedades.		
• Los	rabditiformes	poseen	un	ciclo	de	vida	muy	rápido,	lo	que	puede	causar	

superinfecciones	en	algunas	situaciones	de	cautiverio.	Algunos	factores	zootécnicos	
tales	como	la	higiene	del	recinto	son	extremadamente	importantes	para	el	control	
de	estos	parásitos.	
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• Bajo	condiciones	de	cautiverio,	los	nemátodos	rabditiformes	han	sido	identificados	
como	una	de	las	mayores	causas	de	morbimortalidad	en	animales	que	han	ingresado	
a	cautiverio	recientemente	para	su	uso	en	colonias	de	resguardo	(Patterson-Kane	y	
colaboradores,	2001;	Lee	y	colaboradores,	2006;	Pessier,	2008;	Gagliardo	y	
colaboradores,	2008).	

• Los	detalles	acerca	del	tratamiento	y	el	control	de	los	nemátodos	rabditiformes	son	
revisados	en	la	sección	8.4.		

	
Los	nemátodos	rabditiformes	son	diagnosticados	cuando	se	observan	larvas	características	
de	nemátodos	y	huevos	embrionados	de	estos	en	la	examinación	en	montaje	en	fresco	fecal	
o	flotación	fecal.		
	

• Los	huevos	tienen	forma	oval,	de	cáscara	fina,	a	veces	se	les	refiere	como	de	tipo	
estróngidos	o	estrongílidos	y	frecuentemente	contienen	un	gusano	larval	enrollado	
(huevo	embrionado;	vea	la	imagen	7.6	más	abajo)		

	

	
	
Imagen	7.7:	Huevos	embrionados	típicos	de	un	parásito	nematodo	rabditiforme.	Cada	huevo	

oval	contiene	una	larva	inmadura	de	nematodo	enrollada.	Magnificación	de	40X		
	
• Los	huevos	de	Rhabdias	y	Strongyloides	pueden	ser	difíciles	o	imposibles	de	

diferenciar.	Si	tiene	disponible	un	micrómetro	para	medir	huevos,	los	huevos	del	
Rhabdias	pueden	ser	más	grandes	(aproximadamente	de	87	a	120	micrones	de	
largo)	que	los	del	Strongyloides	sp.	(40	a	55	micrones).	

• Otros	nemátodos	no	rabditiformes	de	los	anfibios	como	el	Cosmocerca,	el	Aplectana	
y	el	Oswaldocruzia	poseen	huevos	embrionados	y	podrían	ser	difíciles	de	distinguir	
de	los	nemátodos	rabditiformes.	Los	tamaños	de	estos	huevos	son	más	parecidos	a	
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los	del	Rhabdias	spp.	La	asistencia	de	un	parasitólogo	y	la	examinación	de	los	
gusanos	adultos	podrían	ser	necesarias.	

• Las	larvas	de	Strongyloides	son	desenvainadas	y	tienen	una	cola	recta	que	se	
encuentra	truncada	en	la	punta.	Bajo	inmersión	en	aceite,	la	punta	presenta	una	
muesca	en	forma	de	V	

• Las	larvas	de	Rhabdias	generalmente	son	reconocibles	por	poseer	un	estilete	con	
forma	de	aguja	al	final	de	la	cola	(Imagen	7.7).	Estas	pueden	ser	difíciles	de	distinguir	
de	las	larvas	de	nemátodos	de	vida	libre	(sobre	todo	si	la	muestra	fue	recolectada	de	
la	tierra	u	otro	lugar	con	mucho	material	orgánico).	

 
Imagen	7.8:	Larva	de	Rhabdias	sp.	en	un	montaje	en	fresco	fecal.	Observe	el	estilete	con	forma	de	

aguja	al	final	de	la	cola	(parte	superior	de	la	imagen).	
	

• La	técnica	Baerman	es	utilizada	para	concentrar	larvas	vivas	de	nemátodos	
rabditiformes.	Usualmente,	esta	técnica	no	es	utilizada	para	la	vigilancia	rutinaria	
de	parásitos,	pero	es	útil	para	obtener	grandes	números	de	larvas	de	nemátodos	
para	identificar.		

o 	Se	requieren	heces	frescas.		
o 	Las	heces	son	colocadas	en	una	estopilla	en	una	bandeja	de	rejilla	en	un	
embudo.	Luego	se	sujeta	un	tubo	en	la	salida	del	embudo	y	este	es	llenado	
con	agua	tibia	(30	°C)	para	cubrir	las	heces.	Después	de	6	horas,	recolecte	
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el	agua	del	tubo	y	póngala	en	un	tubo	de	centrífuga,	centrifugue	el	tubo	y	
examínelo	con	un	microscopio	compuesto	para	buscar	larvas.	

	
Otros	nemátodos	del	tracto	gastrointestinal:	
	 Existe	una	gran	variedad	de	parásitos	nemátodos	diferentes	que	han	sido	descritos	
de	los	tractos	gastrointestinales	de	anfibios	a	nivel	mundial	(Goldberg	y	Bursey;	2008;	
Goldberg	y	colaboradores,	2009;	Schotthoefer	y	colaboradores,	2009).	

	
• Existen	muy	pocos	o	ningún	caso	conocido	en	que	estos	nemátodos	hayan	

causado	problemas	significativos	de	enfermedades	en	anfibios	cautivos,	pero	
aun	así	esto	podría	ocurrir	bajo	condiciones	de	cuidados	zootécnicos	en	
cautiverio,	sobre	todo	a	medida	que	especies	nuevas	son	traídas	a	las	colonias	
de	resguardo.				

• Existen	pocas	descripciones	o	microfotografías	publicadas	que	sirvan	para	guiar	
los	diagnósticos	clínicos.	Como	ya	se	ha	señalado,	el	Cosmocerca,	el	Aplectana	y	
el	Oswaldocruzia	(un	trichostrongylus)	pueden	tener	huevos	embrionados	que	
pueden	necesitar	ser	distinguidos	de	los	huevos	de	los	nemátodos	rabditiformes.			

• Nemátodos	de	tipo	Oxyurid	(oxiuros)	Las	infecciones	de	oxiuros	se	pueden	
observar	en	renacuajos	(Adamson,	1981)	y	en	algunos	anuros	postmetamórficos.	
Estos	no	han	sido	asociados	a	enfermedades	y,	de	hecho,	los	oxiuros	pueden	ser	
organismos	comensales	beneficiosos	(Pryor	y	Bjorndal,	2005).	No	se	requiere	
tratamiento.	

	
Protozoos	ciliados	y	opalinidos:	
	 Estos	son	organismos	protozoarios	comensales	comunes	del	tracto	gastrointestinal	
anfibio.	Estos	se	caracterizan	por	tener	cilio	(ciliados)	o	múltiples	flagelos	que	se	parecen	a	
los	cilios	(opalinidos;	Poynton	y	Whitaker,	1994;	2001).	El	protozoario	opalíneo	Protoopalina	
se	muestra	abajo	en	la	imagen	7.8.		

	
• La	especie	incluye	Nyctotheroides	(ciliado),	Zelleriella	(opalíneo)	y	Protoopalina	

entre	otros.	
• Los	opalinidos	se	distinguen	de	los	ciliados	por	una	falta	de	macronúcleo	o	

infundíbulo.	
• No	se	requiere	tratamiento.	
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Imagen	7.9:	El	protozoario	opalíneo	Protoopalina	sp.	en	preparaciones	de	montaje	en	fresco	fecal	
en	magnificación	de	10X	(derecha)	y	40X	(izquierda).		

	
Protozoos	flagelados:	
	 Una	gran	variedad	de	protozoos	flagelados	son	comensales	comunes	del	tracto	
gastrointestinal	anfibio	(Poynton	y	Whitaker,	2001).		

• Los	flagelados	se	aprecian	mejor	como	organismos	motiles	muy	pequeños	en	
una	examinación	en	montaje	en	fresco	de	las	heces	(vea	la	imagen	7.9).		

• El	tratamiento	no	suele	ser	necesario.	
• El	estrés,	envío	reciente	o	los	ambientes	alterados	pueden	llevar	al	crecimiento	

excesivo	y	síntomas	clínicos	de	los	flagelos	(pérdida	de	peso/inhabilidad	de	
prosperar).	Si	aparecen	síntomas	clínicos	junto	a	números	muy	altos	de	
organismos	en	un	montaje	en	fresco	fecal	(5	a	10	organismos	por	campo	
microscópico	de	alto	poder	[40X]),	el	tratamiento	con	medicinas	como	el	
metronidazol	podría	ser	útil	(Poynton	y	Whitaker,	2001).	

	

	
Imagen	7.10:	Múltiples	protozoos	flagelados	en	el	montaje	en	fresco	fecal	de	un	Sapo	del	aerosol	de	

Kihansi	(Nectophrynoides	asperginus).	Magnificación	de	40X.	
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Cestodos	(Tenias):	
	 Los	huevos	de	tenia	rara	vez	son	identificados	en	una	examinación	fecal	(Imagen	
7.10).	No	se	requiere	tratamiento	a	menos	que	se	observen	pérdida	de	peso	u	otros	
síntomas	clínicos.	
	

	
	

Imagen	7.11:	Huevo	de	un	cestodo	en	una	flotación	fecal	de	una	rana	toro	africana	(Pyxicephalus	
adspersus).	Magnificación	de	40X	

	
Trematodos:		
	 Los	huevos	de	parásitos	trematodos	(imagen	7.11)	están	presentes	en	el	tracto	
urinario	(Gorgodera	spp.),	tracto	respiratorio	(Hematoloechus	spp.)	o	tracto	intestinal	y,	
ocasionalmente,	pueden	ser	observados	en	la	examinación	en	montaje	en	fresco	fecal	
(Poynton	y	Whitaker,	2001).	
	

	

Imagen	7.12:	Huevos	de	un	parásito	trematodo	(Hematoloechus	sp.)	en	un	montaje	en	fresco	fecal	
de	una	Rana	leopardo	Chiricahua	(Lithobates	chiricahuaensis).	Magnificación	de	40X.	
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Ameba:	
	 La	amebiasis	causada	por	el	protozoario	Entamoeba	ranarum	muy	raramente	ha	
sido	descrita	como	un	problema	clínico	(Valentine	y	Stoskopf,	1984;	Poynton	y	Whitaker,	
2001).	Los	trofozoítos	amebianos	o	quistes	se	pueden	encontrar	en	montajes	en	fresco	
fecales.	La	amoeba	puede	ser	una	especie	difícil	de	identificar	y	tanto	las	especies	
patogénicas	como	las	no	patogénicas	pueden	estar	presentes	en	las	muestras	fecales.	
	
Coccidia:	
	 Parásitos	protozoarios	usualmente	del	tracto	intestinal.	Los	tipos	Eimeria	e	Isospora	
han	sido	reportados	en	anfibios.	
	

• Los	problemas	de	enfermedades	(coccidiosis)	se	han	observado	con	frecuencia	
en	renacuajos.	Raramente	asociado	con	enfermedades	en	adultos.		

• Se	diagnóstica	por	medio	de	la	identificación	de	oocistos	en	la	examinación	en	
montaje	en	fresco	fecal	o	flotación.			

• Puede	considerar	el	tratamiento	si	se	observan	síntomas	clínicos	tales	como	
pérdida	de	peso	o	diarrea	o	si	reportes	de	necropsia	de	los	animales	muertos	
sugieren	una	alta	carga	parasitaria	(Poynton	y	Whitaker,	2001).	

	
Criptosporidio:		
	 Un	parásito	protozoario	que	raramente	es	visto	en	anfibios.	

	
• Solo	hay	1	reporte	de	esta	enfermedad	(gastritis	proliferativa)	en	anfibios	(Green	

y	colaboradores,	2003).	Descripción	reciente	de	C.	frágil	del	estómago	de	sapos	
(Jirků	y	colaboradores,	2008).		

• No	se	recomienda	la	revisión	rutinaria.	Si,	basado	en	resultados	de	la	necropsia,	
se	sospecha	que	está	presente	en	un	grupo	de	animales,	una	tinción	
acidorresistente	modificada	podría	ser	útil	para	que	se	manifiesten	los	oocistos	
en	las	heces.	

	
Acantocéfalos	(gusanos	de	cabeza	espinosa):		
	 Estos	parásitos	pueden	ser	encontrados	en	el	tracto	intestinal	y	algunas	veces	
pueden	estar	asociados	a	problemas	clínicos	(perforaciones	intestinales,	pérdida	de	
peso)	(Poynton	y	Whitaker,	2001).		

7.8	HEMATOLOGÍA	Y	BIOQUÍMICA	SÉRICA	
	 La	hematología	y	los	análisis	bioquímicos	en	suero	son	comúnmente	utilizados	en	los	
controles	sanitarios	para	mamíferos,	aves	y	reptiles	alojados	en	entornos	de	cautiverio.	La	
examinación	de	las	fracciones	celulares	de	la	sangre	en	la	forma	de	conteo	de	glóbulos	
blancos	es	utilizada	como	un	indicador	de	inflamación	(incluyendo	la	asociada	a	las	
enfermedades	infecciosas).	El	análisis	de	bioquímica	sérica	puede	entregar	información	
acerca	de	funciones	orgánicas	y	fisiológicas.	La	hematología	y	los	análisis	de	bioquímica	
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sérica	raramente	deben	ser	realizados	como	parte	de	valoraciones	y	vigilancia	sanitarias	en	
anfibios.	Las	razones	de	esto	incluyen:	

	
• Dificultad	para	recolectar	la	cantidad	adecuada	de	sangre	para	las	pruebas	que	

se	quieren	realizar	(especialmente	en	las	especies	muy	pequeñas).	
• Falta	de	rangos	fisiológicos	normales	estandarizados	para	muchas	especies	de	

anfibios.	
• Limitado	conocimiento	disponible	para	la	revisión	e	interpretación	de	

parámetros	de	sangre,	incluyendo	características	citológicas/morfológicas	de	la	
sangre	anfibia.	

	
Por	estas	razones,	el	uso	de	la	información	entregada	por	la	hematología	y	la	bioquímica	en	
suero	para	los	controles	sanitarios	de	anfibios	se	encuentra	en	su	infancia.	A	medida	que	
incrementa	el	interés	en	la	salud	de	los	anfibios,	se	reúne	experiencia	adicional	y	se	realizan	
investigaciones	prospectivas,	estas	metodologías	podrían	ser	utilizadas	con	mayor	
frecuencia.	Si	se	obtiene	información	proveniente	de	especies	anfibias	alojadas	en	
poblaciones	de	resguardo,	deben	hacerse	esfuerzos	para	registrar	detalladamente	los	
métodos	de	laboratorio	utilizados	para	recolectar	esta	información,	así	como	los	datos	
numéricos.	Esto	se	debe	a	que	el	método	de	laboratorio	utilizado	influye	en	los	resultados	y	
la	habilidad	de	comparar	hallazgos	entre	laboratorios	depende	de	esta	información.	

	
Recolección	de	muestras	

	 Recientemente	han	habido	varias	revisiones	de	las	técnicas	de	extracción	de	sangre	
en	anfibios	y	hematología	(Wright,	2001a;	Campbell	y	Ellis	2007;	Allender	y	Fry,	2008;	
Heatley	y	Johnson,	2009).		
	

• Algunos	sitios	comunes	de	venopunción	incluyen	la	vena	abdominal	de	línea	
media	(anuros);	plexo	lingual;	vena	caudal	de	la	cola	(salamandras)	y	punción	
cardiaca.		

• Prefiera	la	heparina	como	anticoagulante.	El	EDTA	está	asociado	a	la	lisis	de	los	
glóbulos	rojos	en	muchas	especies.	

• Dependiendo	del	tamaño	del	espécimen,	es	seguro	recolectar	hasta	un	1%	del	
peso	corporal	(por	ejemplo,	0.1ml	de	sangre	por	10g	de	peso	corporal)	de	un	
animal	saludable;	en	el	caso	de	los	animales	enfermos	o	debilitados,	se	deberían	
recolectar	menores	volúmenes.	

• El	suero	o	plasma	puede	ser	de	color	azul,	verde	o	naranjo,	incluso	en	los	
animales	saludables.		

• Si	un	veterinario	experimentado	se	encuentra	disponible,	el	uso	de	anestesia	de	
metanosulfonato	de	tricaína	(MS-222)	o	de	aceite	de	clavo	pueden	hacer	la	
recolección	de	muestras	más	fácil	y	con	estrés	reducido	(Wright	2001b;	Mitchell,	
2009).		
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Análisis	de	muestras	
 

• En	el	caso	de	los	animales	muy	pequeños,	se	puede	adquirir	información	si	
realiza	un	estimado	del	conteo	de	glóbulos	blancos	en	un	frotis	de	tinción	de	
sangre.		

• Los	conteos	sanguíneos	completos	se	realizan	usando	métodos	manuales	tales	
como	aquellos	que	usan	una	solución	Natt-Herricks.	

• La	morfología	y	la	función	de	los	glóbulos	blancos	anfibios	es	un	área	que	
requiere	investigaciones	adicionales.	Existen	formas	morfológicas	de	
granulocitos	que	son	similares	a	los	neutrófilos	y	los	eosinófilos	(en	contraste	a	
los	"heterófilos"	de	aves	y	reptiles).		

• Los	laboratorios	veterinarios	comerciales	de	diagnóstico	que	acepten	muestras	
de	reptiles	pueden	ser	utilizados	para	analizar	las	muestras	de	anfibios.	Si	el	
laboratorio	ya	tiene	paneles	para	reptiles,	estos	pueden	ser	usados	para	anfibios,	
sin	embargo,	una	sustitución	recomendada	es	incluir	nitrógeno	ureico	en	la	
sangre	en	vez	ácido	úrico	(así	reflejando	los	residuos	nitrogenados	
predominantes	de	los	anfibios),	excepto	en	el	caso	de	los	anfibios	uricotélicos	
(por	ejemplo,	Phyllomedusa	spp.	y	Chiromantisspp.)	

• La	interpretación	de	los	resultados	puede	ser	difícil.	Una	variedad	de	factores	
como	el	estado	de	hidratación,	la	estacionalidad	y	el	sexo	del	animal	pueden	
influenciar	el	resultado	de	los	parámetros	hematológicos	y	bioquímicos	a	un	
grado	más	alto	que	el	observado	en	otras	especies	normalmente	tratadas	por	
veterinarios	de	zoológico.	

• Pocos	valores	referenciales	normales	se	encuentran	disponibles.	Un	resumen	se	
encuentra	disponible	(Wright	2001a).	Las	bases	de	datos	de	la	International	
Species	Information	System	pueden	ser	una	buena	fuente	de	información	
(www.isis.org/CMSHOME/)	

• Para	la	interpretación	de	los	resultados	de	un	animal	enfermo,	es	útil	obtener	
también	una	muestra	de	la	misma	especie,	sexo	y	condiciones	habitacionales	
para	luego	compararlas.	

	
7.9	LABORATORIOS	QUE	ACEPTAN	MUESTRAS	DE	ANFIBIOS	

Necropsia	e	histopatología	
Estados	Unidos	
	

• Northwest	Zoopath,	654	W.	Main	St.,	Monroe,	WA	98272	
Phone:	(360)	794-0630		Fax:	(360)	794-4312	(zoopath@aol.com)	

	
• Zoo/Exotic	Pathology	Service,	2825	KOVR	Drive,	West	Sacramento,	CA	95605	Phone:	

(916)	725-5100	(Mail@zooexotic.com)	
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• Amphibian	Disease	Laboratory,	San	Diego	Zoo’s	Institute	for	Conservation	Research	
(apessier@sandiegozoo.org)	

	
Pruebas	de	diagnóstico	moleculares	("PCR")	

Estados	Unidos	
• Pisces	Molecular	PCR	convencional	para	detectar	el	hongo	quítrido	anfibio	

Batrachochytrium	dendrobatidis.	(www.pisces-molecular.com)	
• Amphibian	Disease	Laboratory,	San	Diego	Zoo’s	Institute	for	Conservation	Research	

PCR	Taqman	para	detectar	el	hongo	quítrido	anfibio	y	ranavirus.	
(www.sandiegozoo.org/conservation/news/low-
cost_health_screening_for_captive_amphibians)	

• School	of	Biological	Sciences,	Center	for	Integrated	Biotechnology,	Washington	State	
University.	PCR	Taqman	para	detectar	el	hongo	quítrido	anfibio	y	ranavirus.	
(astorfer@wsu.edu)	

• Zoologix	Laboratories.	PCR	Taqman	para	detectar	el	hongo	quítrido	anfibio	
Batrachochytrium	dendrobatidis	y	ranavirus.	(www.zoologix.com)	

• Research	Associates	Laboratories.	www.vetdna.com	
• University	of	South	Dakota,	Biology	Department.	Jacob.Kerby@usd.edu	
	

United	Kingdom	
• Zoological	Society	of	London.	matthew.perkins@ioz.ac.uk	

Australia		 	
• Australian	Animal	Health	Laboratory,	Geelong.	OIE	diagnostic	reference	laboratory	

for	chytridiomycosis	and	ranaviruses	(Alex.Hyatt@csiro.au).	
• James	Cook	University,	Townsville.	Diagnostic	research	laboratory	for	

chytridiomycosis	(lee.skerratt@jcu.edu.au).	
	
Switzerland	

• Ecogenics	Laboratory.	www.ecogenics.ch/indexhtml	
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CAPÍTULO	8	
	

TRATAMIENTO	Y	CONTROL	DE	ENFERMEDADES		
	

8.0	INTRODUCCIÓN	
	 Entre	los	problemas	más	importantes	de	enfermedades	infecciosas	identificados	
en	las	poblaciones	de	resguardo	para	anfibios	se	encuentran	la	quitridiomicosis,	
infección	Ranavirus	y	la	infección	con	nemátodos	rabditiformes	Rhabdias	y	
Strongyloides.	Los	objetivos	del	tratamiento	médico	y	las	otras	medidas	de	control	de	
enfermedades	descritas	en	este	capítulo	son:		
	

• Mitigar	los	efectos	de	las	enfermedades	infecciosas	en	el	éxito	y	la	sostenibilidad	
de	las	poblaciones	de	anfibios	cautivos.		

• Reducir	el	riesgo	de	que	poblaciones	de	anfibios	cautivos	puedan	actuar	como	
fuentes	de	enfermedades	infecciosas	limitadoras	de	poblaciones	(por	ejemplo,	la	
quitridiomicosis	y	el	Ranavirus)	para	poblaciones	de	anfibios	silvestres.	Estas	
poblaciones	cautivas	no	solo	se	definen	como	anfibios	en	poblaciones	de	
resguardo,	sino	que	también	pueden	ser	aquellas	con	otros	roles,	como	los	
animales	para	exhibiciones	o	con	propósitos	educacionales	y	comerciales	(por	
ejemplo,	intercambio	de	mascotas,	animales	de	laboratorio	o	comida).			

• Identifique	métodos	que	puedan	ser	usados	para	crear	poblaciones	anfibias	que	
estén	libres	de	patógenos	específicos,	sobre	todo	para	esos	tipos	de	anfibios	que	
son	trasladados	frecuentemente	como	resultado	del	comercio	de	anfibios	o	de	
programas	de	conservación.	

	
Debería	ser	reconocido	claramente	por	veterinarios	y	otras	personas	que	implementen	
regímenes	de	tratamientos	para	enfermedades	infecciosas	que	muy	pocas	
recomendaciones	terapéuticas	para	anfibios	están	basadas	en	ensayos	experimentales	
doble	ciegos	o	controlados.	La	mayoría	de	los	tratamientos	han	sido	derivados	
empíricamente	y,	por	lo	tanto,	no	son	eficientes	en	todas	las	circunstancias	o	podrían	no	
ser	seguros	de	usar	en	todas	las	especies	o	etapas	de	vida	anfibias.	Finalmente,	en	el	
caso	de	algunos	agentes	patógenos	(por	ejemplo,	Ranavirus),	no	se	encuentran	
disponibles	métodos	de	tratamiento	específico	y	se	debería	poner	énfasis	en	métodos	
de	control	de	enfermedades.	
	 En	el	caso	de	las	poblaciones	de	resguardo,	la	decisión	de	tratar	a	animales	por	
una	enfermedad	infecciosa	específica	o	los		objetivos	del	tratamiento	(por	ejemplo,	la	
completa	eliminación	de	un	parásito	por	medio	de	tratamiento	o	un	tratamiento	para	
reducir	los	números	de	parásitos,	pero	no	para	eliminar	la	infección)	dependerán	de	
factores	tales	como:	

• La	importancia	del	agente	patógeno	para	la	salud	de	la	población	cautiva.	Si	
se	ven	efectos	mínimos	en	los	animales	cautivos,	el	tratamiento	podría	no	
ser	necesario.	
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• Podría	ser	conveniente	mantener	poblaciones	de	resguardo	que	estén	
infectadas	con	agentes	patógenos	o	parásitos	que	se	encuentren	
naturalmente	en	la	población	silvestre.	Supuestamente,	esto	permitiría	que	
los	animales	cautivos	que	serán	devueltos	a	la	naturaleza	mantengan	su	
adaptabilidad	de	especie	hospedante	o	su	inmunidad	hacia	un	agente	
patógeno	específico.	

• Podría	ser	conveniente	desarrollar	poblaciones	de	resguardo	que	hayan	
adquirido	alguna	resistencia	o	exposición	a	agentes	patógenos	(por	ejemplo,	
el	hongo	quítrido	anfibio)	que	sean	responsables	de	disminuciones	en	la	
población	silvestre.	

• La	decisión	de	tratar	por	un	patógeno	a	un	individuo	o	una	población	
también	dependerá	de	la	incidencia	de	la	enfermedad	en	animales	
conspecíficos	y	de	contacto,	otras	poblaciones	cautivas	y	en	poblaciones	
silvestres.	

	
8.1		MÉTODOS	DE	TRATAMIENTO	Y	CONTROL	DEL	HONGO	QUÍTRIDO	DE	

ANFIBIOS	
	 Los	métodos	de	tratamiento	para	el	hongo	quítrido	de	anfibios	son	necesarios	
para:	
	

• Reducir	la	morbimortalidad	en	poblaciones	cautivas	debido	a	esta	infección.	
• El	salvamento	de	poblaciones	de	anfibios	silvestres	experimentando	mortalidad	

debido	a	quitridiomicosis	(Gagliardo	y	colaboradores,	2008).	
• Reducir	el	riesgo	hacia	las	poblaciones	de	anfibios	silvestres	y	cautivos	

planteados	por	anfibios	que	estén	infectados	con	hongo	quítrido	y	que	puedan	
introducir	el	hongo	a	nuevos	lugares.	

• La	creación	de	poblaciones	de	crianza	de	anfibios	que	estén	libres	de	infecciones	
fungales	quitridias	(libres	de	patógenos	específicos).	Estas	poblaciones	pueden	
ser	utilizadas	como	poblaciones	de	resguardo	o	para	propósitos	comerciales	
(por	ejemplo,	animales	de	laboratorio	y	mascotas).	

	
El	hongo	quítrido	anfibio	(Bd)	tiene	una	especificidad	del	hospedador	muy	baja,	lo	cual	
fue	demostrado	por	la	identificación	en	más	de	200	especies	y	20	familias	
representando	a	los	anuros,	caudados	y	cecílidos	(Gower	y	colaboradores,	2013).	
Aunque	una	amplia	gama	de	especies	anfibias	(probablemente	la	mayoría)	se	pueden	
ver	infectadas,	diferentes	anfibios	pueden	variar	de	forma	considerable	en	su	
susceptibilidad	a	la	enfermedad	quitridiomicosis	causada	por	Bd.	El	Bsal	sólo	se	conoce	
por	infectar	a	anfibios	caudados.	Los	anfibios	caudados	del	Paleártico	occidental	
parecen	ser	particularmente	vulnerables	a	la	quitridiomicosis	causada	por	la	infección	
Bsal.	En	el	caso	de	muchas	especies,	la	infección	no	causa	síntomas	externos	de	
enfermedades	(infección	subclínica),	pero	estos	animales	infectados	aun	así	pueden	
actuar	como	fuentes	de	infecciones	para	las	especies	que	son	altamente	vulnerables	a	
las	enfermedades	causadas	por	Bd	(quitridiomicosis).	Por	esta	razón,	suele	ser	necesario	
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tratar	a	los	anfibios	cautivos	por	infecciones	cuando	están	sean	identificadas	ya	sea	
como	causa	de	enfermedad	o	cuando	se	identifique	una	infección	subclínica	usando	una	
prueba	PCR	(vea	la	sección	6.7–6.8	y	el	capítulo	8).		
	 Aunque	se	ha	logrado	el	tratamiento	exitoso	para	el	hongo	quítrido	anfibio,	
existen	desventajas	para	todos	los	métodos	de	tratamiento	descritos	(Young	y	
colaboradores,	2007;	Berger	y	colaboradores,	2010;	Blooi	y	colaboradores,	2015).	Estas	
desventajas	incluyen:	
	

• Los	tratamientos	no	son	consistentemente	exitosos	en	eliminar	la	infección	
quítrida	entre	las	especies.			

• Existe	una	necesidad	de	realizar	pruebas	experimentales	controladas	de	los	
métodos	de	tratamiento	para	la	infección	quítrida.	La	mayoría	de	los	
tratamientos	han	sido	derivados	empíricamente	y	probados	en	una	sola	especie	
o	solo	en	un	pequeño	número	de	individuos.	Se	necesitan	desesperadamente	
pruebas	que	examinen	a	una	variedad	de	especies	anfibias	diferentes	y	que	
evalúen	tanto	la	eficacia	del	tratamiento,	así	como	la	tolerancia	y	seguridad	
entre	especies.	Otras	pruebas	podrían	examinar	combinaciones	de	tratamientos	
diferentes	(por	ejemplo,	una	combinación	de	calor	y	medicamentos	
antimicóticos).	

• Algunas	medicinas	o	regímenes	de	tratamientos	son	tóxicos	o	no	son	tolerados	
por	algunas	especies	anfibias	o	etapas	de	vida	anfibias	(por	ejemplo,	
renacuajos).	Muchos	de	los	reportes	de	muertes	asociadas	a	los	tratamientos	
han	sido	pobremente	documentados	

• Algunos	tratamientos	pueden	presentar	riesgos	para	la	salud	humana	(por	
ejemplo,	malaquita	verde;	cloranfenicol).	

• Existen	pocos	tratamientos	confiables	para	renacuajos	(Garner	y	colaboradores,	
2009).	

	
Algunos	comentarios	generales	acerca	de	todos	los	métodos	de	tratamiento	para	el	
hongo	quítrido	anfibio	son:	
	

• Existen	diferencias	importantes	en	la	habilidad	de	tolerar	medicación	
antimicótica	de	las	especies	y	etapas	de	vida	(por	ejemplo,	renacuajo,	jóvenes	y	
adultos).	Si	no	hay	experiencia	con	un	medicamento	específico	en	una	especie	o	
etapa	de	vida,	es	recomendable	tratar	a	un	número	pequeño	de	individuos	para	
evaluar	la	seguridad	del	medicamento	antes	de	tratar	a	un	grupo	entero	de	
animales.		

• Ya	que	la	infección	está	ubicada	en	la	superficie	de	la	piel,	los	tratamientos	
suelen	ser	aplicados	tópicamente	como	un	baño.	Es	importante	agitar	la	solución	
del	tratamiento	periódicamente	para	garantizar	que	la	medicación	haga	contacto	
con	todas	las	superficies	de	la	piel	(dorsales	y	ventrales).	

• Dado	que	el	hongo	quítrido	tiene	la	capacidad	de	persistir	en	el	medio	ambiente,	
es	importante	que	los	animales	sean	alojados	en	un	recinto	libre	de	hongo	
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quítrido	después	de	cada	tratamiento	diario.	Vea	el	paso	#	1	del	protocolo	de	
tratamiento	itraconazol	más	abajo.	La	desinfección	diaria	de	los	recintos	y	su	
amueblado	es	necesaria	(vea	el	capítulo	5).	

• Los	animales	no	deberían	ser	devueltos	a	un	recinto	permanente	contaminado	
después	de	su	tratamiento	para	el	hongo	quítrido.	Los	recintos	permanentes	
deben	ser	limpiados	y	desinfectados	minuciosamente.	Se	deberían	usar	nuevos	
sustratos.	

• Dado	que	los	tratamientos	no	son	uniformemente	efectivos,	es	altamente	
recomendado	el	uso	de	pruebas	PCR	después	del	tratamiento	para	evaluar	el	
éxito	o	el	fracaso	de	este	en	los	animales.	Podrían	ser	necesarias	múltiples	
pruebas	para	estar	seguro	de	que	los	animales	se	encuentran	libres	de	infección	
después	del	tratamiento	(vea	la	sección	7.3).	

• Si	una	prueba	PCR	resulta	positiva	después	del	primer	tratamiento,	será	
necesario	un	segundo	tratamiento	con	la	misma	o	diferente	medicación	o	
método	para	garantizar	la	liquidación	de	la	infección	Bd.	Algunas	veces	son	
necesarios	múltiples	ciclos	de	pruebas	y	tratamientos	para	garantizar	la	
liquidación	de	la	infección.		

• Si	los	animales	están	enfermos	o	muriendo	por	infecciones	Bd	/	Bsal	
(quitridiomicosis),	es	útil	entregar	tratamiento	complementario	con	electrolitos	
(Voyles	y	colaboradores,	2007;	Voyles	y	colaboradores,	2009;	Berger	y	
colaboradores,	2010)	y	con	antibióticos	(por	ejemplo,	Baytril).	Vea	la	sección	8.5	
para	detalles	acerca	de	la	formulación	de	soluciones	de	suplementación	de	
electrolitos.	

• Mientras	que	las	instituciones	empiezan	a	diagnosticar	y	a	tratar	quitridios	más	
ampliamente	en	sus	colecciones,	surge	una	oportunidad	para	determinar	
anecdóticamente	cuales	protocolos	de	tratamiento	resultan	más	eficaces	para	
cuales	especies.	Resultaría	útil	una	colección	de	información	que	incluya	la	
especie,	tamaño,	dosis	usada,	metodología	de	dosis,	período	de	tratamiento,	
diagnósticos	de	seguimiento,	resultados	y	necesidad	de	repetir	los	tratamientos.	
Recolectar	información	de	lo	que	no	funciona	es	tan	importante	como	la	
información	de	lo	que	si	funciona.		

	
Se	han	descrito	una	variedad	de	métodos	de	tratamiento	en	la	literatura	o	
anecdóticamente	dentro	de	los	programas	de	conservación	de	anfibios.	Estos	han	sido	
revisados	recientemente	(Berger	y	colaboradores,	2010).	El	tipo	de	tratamiento	
dependerá	de	varios	factores,	incluyendo:	
	

• Costo.		
• La	disponibilidad	de	los	medicamentos	específicos.		
• El	número	de	animales	que	deben	ser	tratados.	
• La	tolerancia	conocida	o	anticipada	de	las	especies	a	los	tratamientos	tales	

como	el	de		altas	temperaturas	ambientales	o	el	de	itraconazol.	
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Más	abajo	se	entrega	información	respecto	a	la	transmisión	del	hongo	quítrido	anfibio	y	
datos	específicos	de	algunos	de	los	métodos	de	tratamiento	más	usados.	
	

Transmisión	del	hongo	quítrido	de	anfibios	
	 Los	aspectos	de	la	transmisión	del	hongo	quítrido	de	anfibios	que	son	útiles	para	
el	diseño	de	tratamientos	y	programas	de	control	incluyen:		
	

• El	estado	infeccioso	del	hongo	quítrido	de	anfibios	responsable	de	la	transmisión	
de	la	infección	es	la	zoospora	flagelo.	La	incidencia	de	esporas	resistentes	o	de	
etapas	de	reposo	no	ha	sido	claramente	documentada.	

• Es	posible	albergar	a	anfibios	infectados	con	hongo	quítrido	en	la	misma	
habitación	o	instalación	que	los	anfibios	no	infectados	sin	riesgo	de	transmisión	
o	infección.	Esto	requiere	cuidadosa	atención	a	las	prácticas	de	bioseguridad	(ver	
más	abajo).	

• Las	zoosporas	infecciosas	de	Batrachochytrium	dendrobatidis	son	muy	
vulnerables	a	la	desecación	(secado	completo),	por	lo	tanto,	su	transmisión	por	
lo	general	requiere	materiales	o	herramientas	húmedas	o	contacto	entre	
animales)	Johnson	y	Speare,	2003;	Piotrowski	y	colaboradores,	2004).		

• El	hongo	quítrido	Batrachochytrium	dendrobatidis	ha	probado	ser	capaz	de	
sobrevivir	en	agua	desionizada	por	3	a	4	semanas,	en	agua	de	lago	esterilizada	
por	7	semanas,	en	arena	húmeda	de	rio	por	3	meses	y	en	plumas	de	aves	por	
hasta	3	horas	(Johnson	y	Speare,	2003;	Johnson	y	Speare,	2005).	

• Las	prácticas	de	bioseguridad	que	son	útiles	para	controlar	infecciones	y	
transmisiones	son:	

o Evite	mover	animales,	sustratos	húmedos	o	mojados	(por	ejemplo,	tierra,	
grava,	musgo,	plantas),	amueblado	de	la	jaula	o	agua	entre	recintos	
diferentes.	Desinfecte	herramientas	y	equipo	después	de	usarlos	en	
recintos	diferentes.	

o Siga	las	recomendaciones	para	la	higiene,	patrones	de	trabajo	e	higiene	
del	recinto	en	las	secciones	4.9,	4.12	y	el	capítulo	5.	

o Use	prácticas	de	desinfección	para	recintos	y	equipo	que	sean	conocidas	
por	eliminar	el	hongo	quítrido	anfibio.	Vea	el	capítulo	5.	

	
Tratamiento	de	infección	Bd	con	itraconazol	

	 La	droga	antimicótica	de	tipo	azole,	itraconazol,	es	comúnmente	usada	en	
zoológicos	y	programas	de	conservación	de	anfibios	para	el	tratamiento	de	
quitridiomicosis	causada	por	Batrachochytrium	dendrobatidis	en	anfibios	
postmetamórficos	(Nichols	y	colaboradores,	2000;	Forzan	y	colaboradores,	2008;	
Gagliardo	y	colaboradores,	2008;	Pessier,	2008).	Existen	algunas	pruebas	clínicas	
controladas	que	apoyan	el	uso	de	itraconazol,	sin	embargo,	estas	pruebas	se	han	basado	
en	pequeños	números	de	animales	o	especies	(Nichols	y	colaboradores,	2000;	
Lamirande	y	Nichols,	2001;	Garner	y	colaboradores,	2009).		
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Las	ventajas	del	itraconazol	incluyen:	
	

• Uso	exitoso	varios	programas	de	conservación	de	anfibios.	En	los	Estados	
Unidos,	los	programas	de	cría	en	cautiverio	para	el	sapo	de	Wyoming	(Anaxyrus	
baxteri)	y	el	sapo	puertorriqueño	(Peltophryne	lemur)	han	usado	esta	medicación	
extensivamente.	El	uso	de	itraconazol	en	una	operación	de	rescate	de	una	
variedad	de	especies	anfibias	panameñas	pareció	estar	bien	tolerado	(Gagliardo	
y	colaboradores,	2008).	

• El	itraconazol	podría	poseer	ventajas	sobre	otros	medicamentos	antimicóticos	
azole,	ya	que	en	los	mamíferos	se	vuelve	más	concentrado	y	persiste	en	tejidos	
queratinizados	tales	como	la	piel.	Esto	no	ha	sido	comprobado	en	anfibios.	

• El	tratamiento	de	aplicación	diaria	es	por	un	corto	período	de	tiempo	(5	a	10	
minutos).	

• Tiene	menos	riesgos	de	seguridad	para	humanos	comparado	con	otros	métodos	
de	tratamiento	descritos.	

	
Las	desventajas	del	itraconazol	son:	
	

• El	protocolo	de	tratamiento	que	ha	sido	usado	frecuentemente	para	anfibios	
postmetamórficos	en	programas	anfibios	de	cautiverio	es	tóxico	para	los	
renacuajos	y	algunas	ranas	recientemente	metamorfoseadas.	Este	protocolo	
estándar,	usando	una	solución	de	0,01%	itraconazol,	no	debería	ser	usado	en	
estas	etapas	de	vida.	Un	protocolo	alternativo	usando	una	concentración	
substancialmente	más	baja	de	itraconazol	fue	tolerado	por	renacuajos	Alytes	
muletensis,	pero	resulto	en	despigmentación	de	la	piel	(Garner	y	colaboradores,	
2009).	

• Existe	una	variación	en	como	los	animales	postmetamórficos	toleran	el	
tratamiento	con	la	solución	estándar	de	0,01%	de	itraconazol.	Se	han	registrado	
casos	de	anorexia,	úlceras	corneales,	enfermedades	del	riñón	y	muertes	en	
algunas	especies	(sobre	todo	en	ránidos)	relacionada	al	tratamiento.	Cuando	se	
esté	trabajando	con	especies	o	etapas	de	vida	novedosas,	el	tratamiento	debería	
ser	probado	y	evaluado	cuidadosamente	antes	de	su	aplicación	generalizada.	

o Las	observaciones	de	efectos	adversos	no	han	sido	consistentes	y	puede	
que	la	misma	especie	tolere	el	tratamiento	bien	en	una	instalación	y	que	
obtenga	resultados	negativos	en	una	instalación	diferente.	Los	factores	
que	influencian	el	resultado	de	los	tratamientos	podrían	incluir	la	
severidad	de	la	enfermedad	antes	del	tratamiento;	variaciones	en	como	
la	medicación	del	tratamiento	es	formulada	o	aplicada;	y	reacciones	
idiosincráticas	a	las	drogas.	

o Las	causas	de	muertes	asociadas	a	tratamientos	también	podrían	incluir	
factores	relacionados	a	la	formulación	del	itraconazol.	Para	lograr	la	
solubilidad	del	medicamento	en	una	forma	acuosa,	la	solución	oral	del	
comercio	es	muy	ácida.	Un	bajo	pH	podría	resultar	en	irritación	cutánea	o	
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disfunción	osmótica,	lo	cual	podría	ser	difícil	de	tolerar	para	animales	que	
ya	se	encuentran	osmóticamente	comprometidos	debido	a	una	
enfermedad	o	para	formas	de	vida	completamente	acuáticas	como	los	
renacuajos.	El	uso	de	soluciones	menos	concentradas	de	itraconazol	o	la	
aplicación	de	tratamientos	con	soluciones	con	capacidad	de	protección	
como	la	solución	para	anfibios	de	Ringer	podría	resultar	útil.		

• Algunas	de	las	medicinas	antimicóticas	de	tipo	azole	(como	el	itraconazol)	
disminuyen	la	síntesis	de	hormonas	de	esteroides	tales	como	la	testosterona	o	
los	corticosteroides,	lo	cual	podría	tener	un	impacto	en	la	viabilidad	reproductiva	
de	los	animales.	En	el	caso	del	itraconazol,	estos	efectos	secundarios	son	
mínimos	en	los	mamíferos,	pero	su	efecto	en	anfibios	no	ha	sido	estudiado.	
Algunos	anfibios	en	poblaciones	de	resguardo	sometidos	al	tratamiento	con	
itraconazol	han	podido	reproducirse	con	éxito	después	del	tratamiento	(sapo	de	
Wyoming,	rana	dorada	de	Panamá,	sapo	puertorriqueño).		

• La	solución	oral	de	itraconazol	disponible	en	el	comercio	es	cara,	por	lo	que	el	
tratamiento	de	un	grupo	grande	de	animales	tendría	costes	prohibitivos.		

	

	
Imagen	8.1—Una	rana	hylidae	(Hyloscirtus	colymba)	de	Panamá	que	muestra	síntomas	de	un	

caso	clínico	o	de	quitridiomicosis	contraída	en	la	naturaleza.	Foto	por	E.	Baitchman.	
	
	

Protocolo	de	tratamiento	con	itraconazol	
	 El	protocolo	de	tratamiento	con	itraconazol,	más	frecuentemente	utilizado	en	
programas	de	conservación	de	anfibios,	fue	desarrollado	en	pequeños	ensayos	con	
ranas	del	género	Dendrobates	cautivasen	el	Smithsonian	National	Zoo	(Nichols	y	
colaboradores,	2000;	Lamirande	y	Nichols,	2002).	El	protocolo	fue	derivado	
empíricamente	y	después	fue	aplicado	a	una	variedad	de	especies	anfibias	en	
parámetros	de	cautiverio	(Rendle	y	colaboradores,	2015).	Sus	usos	incluyen	el	
tratamiento	de	animales	enfermos	con	quitridiomicosis	causada	por	Bd,	el	tratamiento	
de	animales	infectados	subclínicamente	con	Bd	y	el	tratamiento	profiláctico	de	animales	
de	alto	riesgo	antes	de	su	hibernación,	envío,	apareamiento,	translocación	y	
reintroducción	a	la	naturaleza.	
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	 El	protocolo	original	utilizo	una	suspensión	compuesta	de	itraconazol	diluido	en	
0,6	%	NaCL	(salino)	diariamente	por	11	días.	Posteriormente,	han	emergido	muchas	
variaciones	del	protocolo	y	la	mayoría	de	estas	utilizan	una	solución	oral	de	10mg/ml	
(1%)	de	itraconazol	(Sporanox	®	Oral	Solution;	Itrafungol	®	Oral	Solution)	para	hacer	una	
solución	de	tratamiento	de	0,01%	por	medio	de	la	dilución	en	solución	de	Ringer	para	
anfibios.	
	
Se	recomienda	el	siguiente	protocolo:			
	

1. Durante	el	período	de	tratamiento,	los	animales	son	mantenidos	en	recintos	que	
sean	fáciles	de	desinfectar.	Algunas	opciones	incluyen	recintos	temporales	
hechos	de	contenedores	plásticos	de	comida	(“Tupperware®”),	recintos	baratos	
de	plástico	para	animales	(“Pet	Pals®”),	acuarios	de	vidrio	y	grandes	
contenedores	de	plástico	(“Rubbermaid®”).		

	
• Los	sustratos	del	recinto	temporal	deberían	ser	desechables	(por	

ejemplo,	toallas	de	papel,	musgo	sphangnum	húmedo)	y	ser	
cambiados	diariamente.	

• El	amueblado	del	recinto	temporal	(por	ejemplo,	cajas	para	
esconderse)	debería	estar	hecho	de	materiales	fáciles	de	limpiar	y	
desinfectados.	Estos	deberían	ser	desinfectados	diariamente.	

• Es	útil	tener	2	conjuntos	de	recintos	y	amueblados	para	recintos	que	
puedan	alternarse	entre	los	días	de	tratamiento.	Después	de	que	los	
animales	reciban	tratamiento,	estos	deben	ser	colocados	en	el	recinto	
limpio	que	debería	haber	sido	desinfectado	el	día	anterior	(ver	más	
abajo).		

	
2. Si	no	hay	experiencia	previa	usando	itraconazol	en	la	especie	o	etapa	de	vida	

(por	ejemplo,	renacuajo,	joven	o	adulto)	que	será	tratada,	el	protocolo	de	
tratamiento	debería	realizarse	en	un	pequeño	número	de	animales	para	evaluar	
su	seguridad	antes	de	tratar	a	un	grupo	grande	de	animales.	Esto	podría	no	ser	
posible	en	las	situaciones	que	involucren	a	animales	enfermos	o	cerca	de	la	
muerte.	Considere	tratar	a	estos	animales	con	concentraciones	más	bajas	de	
itraconazol	(vea	#	3	más	abajo).	

	
3. La	solución	del	tratamiento	con	itraconazol	debe	ser	preparada	diariamente.	La	

solución	oral	de	10mg/ml	(1%)	de	itraconazol	(Sporanox	®	Oral	Solution;	
Itrafungol	®	Oral	Solution)	disponible	en	el	comercio	debe	ser	diluida	en	solución	
de	Ringer	para	anfibios	(vea	la	sección	8.5	para	la	receta)	para	hacer	una	
solución	de	tratamiento	de	0,01%.	No	use	la	solución	de	tratamiento	de	0,01%	
en	renacuajos	o	en	animales	recientemente	metamorfoseados	(puede	que	bajas	
concentraciones	de	itraconazol	sean	seguras,	ver	más	abajo).	
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• Para	preparar	cada	solución	de	tratamiento	de	100	ml,	agregue	1,0	ml	
de	10mg/ml	de	itraconazol	a	99	ml	de	solución	de	Ringer	para	
anfibios	(para	preparar	1	litro	de	solución	de	tratamiento	agregue	
10ml	de	10mg/ml	de	itraconazol	a	990	ml	de	solución	de	Ringer	para	
anfibios).	Esto	es	equivalente	a	100mg	de	itraconazol	por	litro	de	
solución	de	tratamiento.	

• Experiencias	recientes	muestran	que	el	uso	de	concentraciones	de	
itraconazol	menores	a	0,01%	pueden	ser	exitosas	en	la	eliminación	de	
infecciones	Bd.	Se	necesitan	pruebas	experimentales	para	determinar	
la	concentración	mínima	efectiva	de	itraconazol.	El	uso	de	
concentraciones	más	bajas	es	sugerido	para	tratar	a	especies	que	no	
pueden	tolerar	el	tratamiento	con	soluciones	de	0,01%	o	si	no	tiene	
experiencia	previa	utilizando	itraconazol	en	una	especie.	Algunos	de	
los	asistentes	a	talleres	han	empezado	a	usar	soluciones	de	
tratamiento	de	0,005%	(50	mg	por	litro)	o	menos	con	éxito.	

• Un	ensayo	experimental	único	trato	con	éxito	a	renacuajos	del	
ferreret	(Alytes	muletensis)	con	una	concentración	muy	baja	de	
itraconazol	(de	0,5	a	1,5	mg	de	itraconazol	por	litro	de	solución	de	
tratamiento).	Sin	embargo,	estos	renacuajos	perdieron	pigmentación	
en	la	piel	y,	por	lo	tanto,	la	seguridad	a	largo	plazo	de	este	
tratamiento	en	renacuajos	es	desconocida	(Garner	y	colaboradores,	
2009).	Actualmente,	esta	baja	dosis	no	es	recomendada	para	
animales	post	metamórficos.					

	
4. El	tratamiento	de	baño	de	itraconazol	debe	ser	aplicado	por	5	minutos	1	vez	al	

día	por	10	días	consecutivos.	
	

• El	uso	de	bolsas	plásticas	con	un	sellado	de	tipo	cierre	(por	ejemplo,	
Ziploc®),	vasos	de	plástico	desechables	(Forzan	y	colaboradores,	
2008)	o	contenedores	plásticos	desechables	de	comida	son	útiles	
para	la	aplicación	de	los	baños	de	itraconazol.	El	bajo	volumen	
requerido	para	estos	contenedores	reduce	la	cantidad	de	solución	de	
tratamiento	necesaria.	El	uso	de	bolsas	plásticas	parece	reducir	el	
estrés	del	tratamiento	para	algunos	animales.		

• La	solución	de	itraconazol	se	volverá	blanca	o	parecida	a	leche	
cuando	sea	agregada	a	la	solución	de	Ringer	para	anfibios.	Algunos	
animales	reaccionaran	cuando	sean	colocados	en	la	solución	de	
tratamiento	y	trataran	de	escapar	del	baño	(esto	podría	causar	
irritación	cutánea).	Si	se	observan	reacciones	extremas,	debería	
considerarse	el	uso	de	una	concentración	más	baja	de	solución	de	
itraconazol.		

• La	solución	de	tratamiento	debería	cubrir	las	superficies	cutáneas	
ventrales	y	extenderse	aproximadamente	a	la	mitad	de	las	superficies	
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laterales	del	cuerpo.	Los	animales	no	deberían	nadar	o	flotar	en	la	
solución	de	tratamiento	(excepto	en	el	caso	de	las	especies	anfibias	
totalmente	acuáticas).	

• El	contenedor	de	tratamiento	debe	ser	agitado	regularmente	para	
asegurarse	de	que	la	solución	de	tratamiento	alcance	todas	las	
superficies	de	la	piel	(dorsal	y	ventral).	Evite	que	los	animales	suban	a	
los	lados	del	contenedor	de	tratamiento	para	escapar	de	la	solución	
de	tratamiento.	

• Después	de	cada	tratamiento	diario,	los	animales	deben	ser	devueltos	
a	un	recinto	limpio	y	previamente	desinfectado	(vea	#	1	más	arriba).	

	
5. En	el	caso	de	los	animales	que	se	encuentren	clínicamente	enfermos	con	

quitridiomicosis	(por	ejemplo,	que	muestren	síntomas	de	letargo,	anorexia,	
malos	reflejos,	descamación	excesiva	de	la	piel,	postura	encorvada)	un	
tratamiento	de	apoyo	con	electrolitos	y	antibióticos	suplementarios	puede	ser	
útil.		

	
• Ranas	infectadas	experimentalmente	con	quitridiomicosis	terminal	

mostraron	ser	hiponatrémicas	e	hipocalémicas	(Voyles	y	
colaboradores,	2007;	Voyles	y	colaboradores,	2009).		

• Para	intentar	corregir	las	anomalías	en	los	electrolitos,	se	sugiere	la	
administración	por	medio	de	sonda	gástrica	de	12%	solución	oral	
Whitaker-Wright	(Voyles	y	colaboradores,	2009;	Berger	y	
colaboradores,	2010).	Vea	la	sección	8.5	para	la	formulación	de	
Whitaker-Wright.	

• Alternativamente,	o	además	de,	los	animales	que	se	encuentran	
afectados	clínicamente	por	quitridiomicosis	deben	ser	colocados	en	
un	baño	Ringer	para	anfibios,	preparado	con	una	concentración	
isotónica	o	una	ligeramente	más	grande,	esto	con	el	propósito	de	
fomentar	la	retención	de	electrolitos.	La	fuente	de	agua	regular	
puede	ser	reemplazada	con	solución	de	Ringer	para	anfibios.	La	
solución	debe	ser	cambiada	diariamente.		

• También	debe	ser	administrado	un	tratamiento	antibiótico	empírico	
(por	ejemplo,	enrofloxacina)	para	tratar	infecciones	bacterianas	
secundarias.		

• Una	revisión	de	la	terapia	de	fluidos	para	anfibios	se	encuentra	en	
Wright	y	Whitaker	(2001).	Fórmulas	para	las	soluciones	de	electrolitos	
se	entregan	en	la	sección	8.5.	

	
6. El	tratamiento	debe	ser	descontinuado	después	de	10	días.	El	éxito	del	

tratamiento	puede	ser	verificado	por	medio	pruebas	PCR	de	hisopos	cutáneos	
(vea	las	secciones	7.2	y	7.3).		
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• Las	muestras	para	las	pruebas	PCR	deben	ser	obtenidas	2	semanas	
después	de	que	termine	el	tratamiento.	Esto	permite	que	los	animales	
terminen	de	descamar	piel	que	pueda	contener	organismos	quitridios	
inactivos	o	muertos.		

• Ya	que	los	animales	tratados	podrían	presentar	muy	bajos	niveles	de	
infección,	se	sugiere	que	al	menos	2	o	3	hisopos	para	PCR	sean	obtenidos	
en	un	período	de	2	semanas.	Múltiples	pruebas	PCR	negativas	entregan	
más	seguridad	de	que	los	animales	hayan	eliminado	con	éxito	la	infección		

• Combinar	las	muestras	de	múltiples	animales	del	mismo	grupo	de	
tratamiento	puede	ayudar	a	reducir	los	costos	de	las	pruebas	post	
tratamiento.	Si	cualquier	animal	en	el	grupo	de	tratamiento	da	un	
resultado	positivo,	el	grupo	entero	debe	considerarse	infectado	y	ser	
tratado	de	nuevo.	

	
7. Un	solo	ciclo	de	tratamiento	de	10	días	no	siempre	es	efectivo	para	eliminar	la	

infección	Bd.	Un	segundo	ciclo	de	tratamiento	y,	ocasionalmente,	múltiples	
ciclos	de	tratamiento	podrían	ser	necesarios	para	eliminar	la	infección	de	los	
animales.	Algunas	posibles	causas	de	fallas	del	tratamiento	incluyen:	

• No	desinfectar	los	recintos	de	los	animales	después	de	cada	
tratamiento	diario.	

• No	agitar	la	solución	de	tratamiento	para	asegurarse	de	que	todas	las	
superficies	de	la	piel	estén	cubiertas	con	medicación	o	permitir	que	
los	animales	escapen	de	la	solución	de	tratamiento	(por	ejemplo,	
subiéndose	a	los	lados	del	contenedor	de	tratamiento).	

• Si	se	utilizan	suspensiones	de	itraconazol	compuestas	en	vez	de	la	
solución	oral	de	10mg/ml	disponible	en	el	comercio,	el	itraconazol	
podría	desprenderse	de	la	solución	y	quedarse	en	el	fondo	del	
contenedor	de	tratamiento.	Agitar	y	mezclar	frecuentemente	podría	
ser	necesario	para	las	soluciones	de	tratamiento	hechas	de	
suspensiones	de	itraconazol.	

	
8. La	aplicación	en	el	campo	del	protocolo	de	tratamiento	de	itraconazol	puede	

lograse	fácilmente	y	puede	incrementar	la	supervivencia	de	los	animales	
provenientes	de	ambientes	con	Bd	que	están	siendo	recolectados	para	colonias	
de	resguardo	y	conservación.	Los	animales	que	sean	positivos	para	Bd	cuando	
son	capturados	podrían	desarrollar	rápidamente	enfermedades	clínicas	debido	a	
inmunosupresión	causada	por	el	estrés.	Aquellos	animales	que	son	capturados	
en	los	primeros	días	de	expediciones	que	duraran	varios	días	podrían	estar	
especialmente	en	riesgo	de	desarrollar	enfermedades	irreversibles	para	cuando	
todos	sean	traídos	a	la	instalación	primaria	de	cuarentena	y	tratamiento.	En	las	
regiones	positivas	para	Bd,	iniciar	el	protocolo	de	tratamiento	dentro	de	las	
primeras	24	horas	de	la	captura	puede	incrementar	notablemente	las	tasas	de	
supervivencia	general.		
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• Las	bolsas	de	plástico	sellables	y	desechables,	los	vasos	de	plástico	

desechables	y	las	reservas	de	solución	de	itraconazol	pueden	ser	
cargadas	fácilmente	en	el	campo.	Las	fuentes	locales	de	agua	pueden	
ser	utilizadas	para	preparar	la	solución	de	tratamiento	diluida,	esto	se	
logra	usando	dispositivos	portables	de	filtración	de	agua	que	incluyan	
filtros	de	0,5	micrones	o	más	pequeños	para	remover	a	los	
organismos	Bd	de	la	fuente	de	agua.	Los	dispositivos	portables	de	
filtración	de	agua	hechos	para	producir	agua	potable	para	
excursionistas	se	encuentran	disponibles	comercialmente.	

• Llevar	una	reserva	de	solución	de	Ringer	para	anfibios	y	antibióticos	al	
campo	permitirá	el	tratamiento	de	apoyo	para	los	animales	que	ya	se	
encuentren	clínicamente	enfermos	en	áreas	muy	afectadas.	 

	
Tratamiento	con	cloranfenicol	y	florfenicol	

	 El	antibiótico	cloranfenicol	ha	demostrado	paradójicamente	tener	actividad	in	
vitro	e	in	vivo	contra	el	Bd	(Poulter	y	colaboradores,	2007;	Bishop	y	colaboradores,	
2009).	Los	ensayos	iniciales	usando	un	baño	continuo	de	cloranfenicol	por	2	a	4	
semanas	eran	aparentemente	seguros	y	efectivos	en	la	eliminación	la	infección	Bd	en	
ranas	campana	moteadas	(Litoria	raniformis)	y	ranas	arborícolas	marrones	(Litoria	
ewingii).		
	
Las	ventajas	potenciales	del	tratamiento	con	cloranfenicol	son:	
	

• El	tratamiento	parece	ser	bien	tolerado	por	renacuajos	y	ranas	adultas,	incluso	
cuando	los	animales	son	mantenidos	de	forma	continua	en	solución	de	
tratamiento	por	varias	semanas.	

• El	tratamiento	podría	ser	una	de	las	pocas	medicaciones	disponibles	para	su	uso	
en	renacuajos.	

• La	aplicación	por	medio	de	inmersión	continua	es	muy	conveniente	para	el	
tratamiento	de	especies	anfibias	totalmente	acuáticas	y	de	renacuajos.		

• El	tratamiento	es	barato	comparado	con	el	de	itraconazol.	
	
Sin	embargo,	existen	algunas	desventajas	potenciales	importantes	respecto	al	uso	de	
cloranfenicol:	
	

• Los	protocolos	de	tratamiento	disponibles	requieren	que	los	animales	estén	
continuamente	expuestos	a	la	solución	de	tratamiento	por	un	período	de	2	a	4	
semanas.	Esto	puede	ser	tolerado	por	muchas	especies	anfibias	acuáticas	o	semi	
acuáticas,	pero	las	especies	anfibias	terrestres	(por	ejemplo,	los	sapos)	podrían	
tener	problemas	con	su	osmorregulación	y	balance	de	los	fluidos	bajo	estas	
condiciones.	Se	necesitan	pruebas	experimentales	con	especies	anfibias	
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terrestres	antes	de	poner	a	estos	animales	en	un	protocolo	extendido	de	
tratamiento	de	baño.	

• En	muy	raras	ocasiones	el	cloranfenicol	está	asociado	a	supresión	de	médula	
ósea	y	anemia	aplásica	en	gatos	y	seres	humanos.	Esto	podría	causar	
preocupaciones	respecto	a	la	salud	laboral	en	algunos	países.	Los	trabajadores	
que	traten	con	cloranfenicol	a	anfibios	deberían	usar	precauciones	para	evitar	la	
exposición	a	la	solución	de	tratamiento.	El	uso	de	medicamentos	tales	como	el	
florfenicol,	los	cuales	están	relacionados	al	cloranfenicol,	pero	no	presentan	
preocupaciones	respecto	a	la	salud	humana,	deberían	ser	evaluados	de	forma	
experimental	para	su	uso	en	el	tratamiento	de	quitridiomicosis.	

	
Un	protocolo	detallado	de	tratamiento	para	el	uso	de	cloranfenicol	se	encuentra	
disponible	en:	
www.nzfrogs.org/site/nzfrog/files/Treatment	Protocol.pdf	
	

• La	solución	de	tratamiento	está	hecha	de	cloranfenicol	de	grado	reactivo	
(cloranfenicol	C0378;	Sigma-Adrich,	St.	Louis,	MO).	Una	solución	de	reserva	se	
puede	hacer	agregando	200	mg	de	cloranfenicol	en	polvo	a	1	litro	de	agua	
caliente.	Una	parte	de	la	solución	de	reserva	es	diluida	en	9	partes	de	agua	para	
hacer	la	solución	de	tratamiento	(por	ejemplo,	100ml	de	solución	de	reserva	
agregados	a	900ml	de	agua	para	hacer	1	litro	de	solución	de	tratamiento).	La	
solución	de	tratamiento	contiene	20mg	por	litro	(20ppm)	de	cloranfenicol.	

• 	Los	animales	son	colocados	en	la	solución	de	tratamiento	por	un	período	de	2	a	
4	semanas	y	estos	deben	estar	constantemente	expuestos	a	la	solución	de	
tratamiento.	La	solución	de	tratamiento	debe	ser	cambiada	diariamente.	

• Los	intentos	preliminares	para	tratar	a	animales	con	florfenicol	(NuFlor®)	usando	
una	solución	de	tratamiento	de	30	mg	por	litro	(30ppm)	han	sido	tolerados	por	
algunas	especies	anfibias	(K.	Wright,	comunicación	personal).		Se	necesitan	
estudios	para	confirmar	su	eficacia	contra	el	hongo	quítrido	anfibio.	También,	se	
desconoce	si	hay	aditivos	en	la	solución	inyectable	disponible	en	el	comercio	de	
florfenicol	(comercializado	para	ganado	en	los	Estados	Unidos)	que	puedan	ser	
tóxicos	para	los	anfibios.	Es	preferible	el	uso	de	polvo	de	florfenicol	obtenido	de	
una	formulación	de	farmacia.	

• Cuando	concluya	el	tratamiento,	una	prueba	PCR,	como	fue	descrito	más	arriba	
en	el	protocolo	de	tratamiento	con	itraconazol,	es	recomendada	para	confirmar	
que	se	eliminó	la	infección.	

	
Tratamiento	químico	de	la	infección	Bsal		

• El	tratamiento	antimicótico	de	la	infección	Bsal	en	salamandras	de	fuego	
(Salamandra	salamandra)	usando	protocolos	desarrollados	para	Bd	resulto	en	
un	fracaso	terapéutico	(Blooi	y	colaboradores,2015)	
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• La	inhibición	de	Bsal	crecida	in	vitro	ocurrió	después	de	la	exposición	a	
voriconazol,	polimixina	E,	itraconazol	y	terbinafina,	pero	no	a	florfenicol	(Blooi	y	
colaboradores,	2015)	

• El	tratamiento	tópico	en	salamandras	de	fuego	infectadas	(Salamandra	
salamandra)	con	voriconazol	o	itraconazol	solos	(12,5	μg/ml	y	0,6	μg/ml	
respectivamente)	o	en	combinación	con	polimixina	E	(2000	IU/ml)	a	temperatura	
ambiente	de	15	°C	durante	10	días	redujeron	las	cargas	fúngicas,	pero	no	
eliminaron	las	infecciones	Bsal.	

• El	tratamiento	tópico	de	animales	infectados	con	Bsal	junto	a	una	combinación	
de	polimixina	E	(2000	IU/ml)	y	voriconazol	(12,5	μg/ml)	en	una	temperatura	
ambiente	de	20	°C	resultó	en	la	eliminación	de	infecciones	Bsal.	El	protocolo	de	
tratamiento	fue	validado	en	12	salamandras	de	fuego	infectadas	con	Bsal	
durante	un	brote	de	campo	y	resulto	en	la	eliminación	de	la	infección	en	los	
animales.	

• El	tratamiento	químico	de	infecciones	Bsal	no	ha	sido	reportado	para	otras	
especies.		

	
Tratamiento	de	infecciones	Bd	y	Bsal	con	temperaturas	

ambientales	elevadas	
	 El	uso	de	temperaturas	ambientales	elevadas	para	el	tratamiento	de	una	
infección	de	hongo	quítrido	anfibio	aprovecha	la	incapacidad	del	hongo	de	crecer	en	
altas	temperaturas	(crecimiento	máximo	del	Batrachochytrium	dendrobatidis	a	17-25o	C	
y	crecimiento	máximo	del	Batrachochytrium	salamandrivorans	10-15o	C).	En	un	estudio	
piloto,	ranas	arborícolas	verdes	Litoria	chloris	infectadas	experimentalmente	con	Bd	y	
mantenidas	a	37oC	por	16	horas	eliminaron	la	infección	mientras	que	la	mayoría	de	los	
animales	mantenidos	a	20oC	murieron	de	quitridiomicosis	(Woodhams	y	colaboradores,	
2003).	El	uso	de	32oC	por	medio	de	exposición	continua	fue	efectivo	para	eliminar	la	
infección	Bd	de	Pseudacris	triseriata	(Retallick	y	Miera,	2007).	Exponer	a	salamandras	de	
fuego	infectadas	con	Bsal	(Salamandra	salamandra)	a	25	oC	por	10	días	resulto	en	la	
completa	eliminación	de	la	infección	y	curo	clínicamente	a	todos	los	animales	infectados	
con	propósitos	experimentales	(Blooi	y	colaboradores,	2015).	
	

• Al	igual	que	con	otros	métodos	de	tratamiento,	las	alzas	de	temperatura	han	
sido	inconsistentemente	efectivas	entre	especies.	No	se	recomienda	usarlas	
como	tratamiento	único	en	la	mayoría	de	los	casos.	El	uso	de	alzas	de	
temperatura	en	combinación	con	otro	método	de	tratamiento	(por	ejemplo,	
itraconazol	o	cloranfenicol)	es	sugerido	para	el	tratamiento	de	infecciones	Bd.	

• No	todas	las	especies	anfibias	pueden	tolerar	las	altas	temperaturas	ambientales	
(37oC)	necesarias	para	la	rápida	eliminación	de	infecciones	Bd	o	(25oC)	para	la	
rápida	eliminación	de	infecciones	Bsal	por	medio	de	la	aplicación	de	calor.	Sin	
embargo,	el	uso	de	temperaturas	menores	que	excedan	las	temperaturas	ideales	
para	el	crecimiento	del	hongo	podría	ayudar	en	la	eliminación	de	la	infección.	
Por	ejemplo,	un	Mixophyes	fasciolatus	inoculado	con	el	hongo	quítrido	y	alojado	
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a	27oC	no	presento	evidencia	de	infección	por	98	días	después	de	la	inoculación	
(Berger	y	colaboradores,	2004).			

• Cuando	esté	considerando	la	temperatura	como	un	método	de	tratamiento	para	
Bd	y	Bsal,	es	importante	mantener	a	los	animales	a	una	temperatura	constante	
en	vez	intermitente	(Young	y	colaboradores,	2007).	

• Se	necesitan	ensayos	experimentales	adicionales	que	usen	calor	para	eliminar	la	
infección	de	hongo	quítrido	anfibio.	El	tratamiento	por	calor	podría	ser	útil	en	
combinación	con	otros	métodos	de	tratamiento.	

	
Otros	métodos	de	tratamiento	

	 Varios	métodos	de	tratamiento	más	son	descritos	o	usados	anecdóticamente.	
Estos	han	sido	revisados	recientemente	(Berger	y	colaboradores,	2010).	Algunos	de	
estos	métodos	poseen	importantes	desventajas.	
	

• Verde	de	Malaquita	y	formalina.	Esta	es	una	combinación	de	químicos	que	ha	
sido	usada	ampliamente	como	un	baño	antiprotozoario	y	antimicótico	para	
peces.	Su	uso	rutinario	para	el	tratamiento	de	infecciones	Bd	no	es	
recomendado.	

o Una	combinación	de	0,1mg/litro	de	malaquita	verde	y	25	ppm	de	
formalina	administrados	como	baño	por	24	horas	cada	dos	días	hasta	
llegar	a	un	total	de	4	tratamientos	fue	efectiva	en	el	tratamiento	de	ranas	
africanas	de	uñas	(Xenopus	tropicalis)	con	infecciones	Bd	(Parker	y	
colaboradores,	2002).	

o A	pesar	de	que	este	protocolo	de	tratamiento	podría	ser	considerado	
para	otras	especies,	tanto	la	malaquita	verde	como	la	formalina	son	
conocidas	por	ser	teratógenas	y/o	cancerígenas	y	están	asociadas	con	
preocupaciones	por	la	salud	humana.	

o Muchos	anfibios	no	toleraran	el	tratamiento	con	estos	químicos.	
• Cloruro	de	benzalconio.	El	cloruro	de	benzalconio	es	un	desinfectante	de	

amonio	cuaternario	ocasionalmente	usado	como	medicación	antimicótica	en	
peces	y	anfibios.	Ha	sido	mencionado	como	un	tratamiento	potencial	para	la	
quitridiomicosis	en	el	comercio	de	mascotas:	
www.flippersandfins.net/chytridBCtreatment.htm	Sin	embargo,	el	uso	de	
bensalkonium	en	ranas	africanas	de	uñas	enanas	con	quitridiomicosis	
(originalmente	diagnosticadas	como	con	una	infección	de	Basidiobolus	ranarum;	
vea	Groff	y	colaboradores,	1991)	resulto	en	un	número	reducido	de	muertes,	
pero	no	elimino	completamente	la	infección	de	Bd.	Actualmente,	el	
bensalkonium	no	es	recomendado	como	un	tratamiento	definitivo.			

• Medicinas	antimicóticas	de	azole	aparte	del	itraconazol.	Se	han	descrito	
protocolos	que	utilizan	miconazol	y	fluconazol	(Nichols	y	colaboradores,	2000;	
Berger	y	colaboradores,	2010),	pero	estos	no	son	usados	ampliamente	o	han	
tenido	efectos	marginales.	
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• Sulfafiazina	y	trimetoprim	Esta	combinación	parece	haber	tenido	actividad	
fungistática	en	un	ensayo	limitado	con	ranas	del	género	Dendrobates	infectadas	
con	Bd	(Nichols	y	colaboradores,	2000).		

• Terbinafina	(Lamisil	®).	Esta	es	una	medicación	antimicótica	de	venta	libre	que	
muchos	aficionados	y	dueños	de	mascotas	probados	han	usado	para	tratar	a	
animales	de	los	que	se	sospecha	que	portan	Bd	o	que	están	clínicamente	
enfermos	con	quitridiomicosis.	Los	protocolos	se	encuentran	rápidamente	en	
línea,	aunque	no	han	habido	estudios	controlados	que	confirmen	la	eficacia	o	
seguridad	de	este	tratamiento	y,	en	la	mayoría	de	los	casos,	no	se	ha	confirmado	
que	los	animales	tienen	Bd	antes	del	tratamiento.	Este	protocolo	no	se	
recomienda.	

	
8.2		CONTROL	DE	INFECCIONES	RANAVIRUS	
	 Las	infecciones	con	ranavirus	solo	recientemente	han	sido	reconocidas	como	un	
problema	potencial	en	las	poblaciones	de	anfibios	cautivos	(Miller	y	colaboradores,	
2008;	Pasmans	y	colaboradores,	2008;	Driskell	y	colaboradores,	2009)	y	la	extensión	e	
importancia	de	estas	infecciones	aún	son	desconocidas.	Son	necesarios	más	esfuerzos	
para	la	búsqueda	y	el	diagnóstico	de	infecciones	Ranavirus	en	poblaciones	cautivas	para	
así	poder	adquirir	estos	conocimientos	faltantes.		
	 Las	opciones	de	tratamiento	para	agentes	patógenos	virales	son	muy	limitadas	
para	los	vertebrados	en	general	y	la	eficacia	de	estas	es	desconocida	en	anfibios.	Si	se	
diagnostican	infecciones	Ranavirus	en	una	población	anfibia	cautiva,	la	mayoría	de	los	
esfuerzos	deberían	apuntar	al	control	de	enfermedades	más	que	al	tratamiento	de	
animales	individuales.	Los	objetivos	de	estas	medidas	de	control	son:	
	

• Evitar	la	transmisión	de	la	infección	a	otros	anfibios	de	la	población	o	
instalación.		

• Evitar	la	transmisión	de	la	infección	a	poblaciones	anfibias	nativas.		
• La	creación	de	poblaciones	de	crianza	de	anfibios	que	estén	libres	de	infecciones	

ranavirales	(libres	de	patógenos	específicos).	Estas	poblaciones	pueden	ser	
utilizadas	como	poblaciones	de	resguardo	o	para	propósitos	comerciales	(por	
ejemplo,	animales	de	laboratorio	y	mascotas).	

	
Se	ha	documentado	que	las	infecciones	subclínicas	de	ranavirus	poseen	períodos	de	
persistencia	que	varían	desde	tan	poco	como	20	días	a	6	meses	o	más	(Brunner	y	
colaboradores,	2004;	Robert	y	colaboradores,	2007).		
	

• Los	animales	infectados	subclínicamente	tiene	el	potencial	de	propagar	la	
infección	inadvertidamente	a	otros	animales	más	vulnerables.	Sin	embargo,	esto	
no	ha	sido	documentado	en	poblaciones	cautivas.		

• Desafortunadamente,	a	diferencia	de	las	infecciones	con	hongos	quitridios,	las	
pruebas	de	diagnóstico	confiables	para	detectar	a	animales	infectados	
subclínicamente	con	ranavirus	no	se	encuentran	disponibles	(vea	la	sección	7.4),	
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los	que	complica	la	implementación	de	medidas	para	el	control	de	
enfermedades.		

	
Transmisión	de	infecciones	Ranavirus	

	 Aspectos	de	la	transmisión	de	Ranavirus	que	son	útiles	para	el	diseño	de	un	
tratamiento	y	un	programa	de	control	incluyen:	
	

• La	transmisión	ocurre	por	medio	de	rutas	tales	como	contacto	directo	entre	
animales,	exposición	a	agua	que	haya	contenido	a	animales	infectados,	consumo	
de	tejidos	animales	infectados	y	potencialmente	por	medio	de	herramientas,	
equipo	y	recintos	contaminados.	

• El	Ranavirus	EHN	permanece	viable	por	más	de	97	días	en	agua	destilada	libre	de	
células	mantenida	a	15oC	(59oF)	y	por	más	de	113	días	en	superficies	secas	
(Langdon,	1989).	

• El	Ranavirus	Ambystoma	tigrinum	puede	permanecer	viable	en	agua	por	hasta	2	
semanas	a	25oC	(77oF;	Jancovich	y	colaboradores,	1997).	

	
Tratamiento	y	métodos	de	control	

	 Si	se	identifica	un	brote	de	enfermedades	ranavirales	en	una	población	cautiva,	
algunos	métodos	de	control	útiles	incluyen:	
	

1. El	aislamiento	de	los	animales	enfermos	de	los	animales	saludables.	
	
2. Apegarse	estrictamente	a	las	prácticas	de	bioseguridad	que	minimicen	o	

eliminen	la	transmisión	de	agentes	patógenos	entre	recintos	animales.	Esto	
puede	disminuir	el	número	de	animales	que	se	enferman	o	mueren	durante	un	
brote.	Las	prácticas	para	controlar	la	infección	y	la	transmisión	son:	

o Evite	la	transferencia	de	sustratos	sucios	(por	ejemplo,	tierra,	grava,	
musgo,	plantas),	amueblado	de	la	jaula	o	agua	entre	recintos	diferentes.	
Las	recomendaciones	para	la	higiene,	patrones	de	trabajo	e	higiene	del	
recinto	se	detallan	en	las	secciones	4.9,	4.12	y	el	capítulo	5.	

o Desinfecte	herramientas	y	equipo	después	de	usarlos	en	recintos	
diferentes.	Los	desinfectantes	que	desactivan	ranavirus	se	enumeran	en	
el	capítulo	5.	

	
3. Las	opciones	útiles	para	el	tratamiento	de	animales	individuales	con	infecciones	

Ranavirus	son	limitadas.	
o En	el	caso	de	las	salamandras	tigre	(Ambystoma	tigrinum)	expuestas	a	

el	Ranavirus	ATV,	las	temperaturas	ambientales	influenciaron	la	
mortalidad	y	el	tiempo	hasta	su	muerte.	La	mayoría	de	los	animales	
sobrevivieron	a	26oC	(78,8oF)	y	la	mayoría	murieron	a	18oC	(64,4oF)	y	
10oC	(50oF)	(Rojas	y	colaboradores,	2005).	
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o El	tratamiento	con	antibióticos	(por	ejemplo,	enrofloxacino)	podría	
ayudar	a	controlar	las	infecciones	bacterianas	secundarias.	

	
4. Se	debería	realizar	una	evaluación	de	riesgos	para	los	animales	de	los	que	se	

sabe	que	están	infectados	con	una	Ranavirus	o	que	han	sobrevivido	a	un	brote	
de	Ranavirus.	Esto	es	discutido	con	más	detalle	en	la	sección	6.2.	Brevemente,	
las	decisiones	respecto	a	la	gestión	de	estos	animales	dependerá	de:	

o La	importancia	de	los	animales	infectados	o	expuestos	para	la	
población	cautiva	y	para	los	esfuerzos	de	recuperación	de	la	especie.	

o Los	resultados	de	los	esfuerzos	de	vigilancia	de	enfermedades	para	
detectar	infecciones	Ranavirus.	Las	mejores	muestras	para	la	
vigilancia	son	las	muestras	de	tejido	recolectadas	en	la	examinación	a	
partir	de	la	necropsia.	Existen	pocas	pruebas	confiables	o	validadas	
para	detectar	infecciones	Ranavirus	en	animales	vivos.	

o la	presencia	de	la	misma	infección	Ranavirus	en	la	población	cautiva	
que	la	de	una	población	silvestre	de	una	especie	anfibia	particular.	
Esto	requiere	técnicas	especializadas	tales	como	el	análisis	RFLP	que	
está	más	allá	que	las	pruebas	estándar	basadas	en	PCR.	Vea	la	sección	
7.4	

	
8.3	CREANDO	POBLACIONES	DE	ANFIBIOS	LIBRES	DE	PATÓGENOS	ESPECÍFICOS	

(HONGO	QUÍTRIDO	DE	ANFIBIOS	Y	RANAVIRUS)	
	 Se	han	creado	poblaciones	de	animales	cautivos	libres	de	agentes	patógenos	
específicos	("Libres	de	patógenos	específicos"	o	SPF,	por	sus	siglas	en	inglés)	en	
ambientes	agrícolas,	acuicultura	y	en	colonias	animales	de	laboratorio.	Estas	propuestas	
podrían	resultar	muy	útiles	para	la	gestión	de	poblaciones	de	anfibios	cautivos	(Lotz,	
1997;	OIE	Aquatic	Health	Code:	http://www.oie.int/Eng/normes/fcode/A_summry.htm).	
Como	ya	se	ha	señalado	en	el	capítulo	4,	existen	preocupaciones	respecto	al	
movimiento	y	la	introducción	de	agentes	patógenos	anfibios	a	nuevas	ubicaciones	
geográficas	y	el	impacto	de	estos	para	las	poblaciones	de	anfibios	silvestres.		
	 La	creación	de	poblaciones	anfibias	SPF	para	anfibios	comúnmente	distribuidos	
en	el	comercio	de	mascotas	(por	ejemplo,	ranas	africanas	de	uñas	enanas;	rana	
arborícola	de	White);	investigaciones	de	laboratorio	(rana	africana	de	uñas;	ranas	
leopardo);	producción	de	alimentos	(ranas	toro	americanas)	y	poblaciones	de	resguardo	
para	anfibios	son	muy	recomendadas	para:	
	

• Reducir	el	riesgo	de	mover	agentes	patógenos	anfibios	importantes	tales	como	
el	hongo	quítrido	o	ranavirus	a	nuevos	lugares	por	medio	del	comercio	de	
anfibios.	

• Reducir	la	necesidad	de	realizar	extensivas	pruebas	de	detección	de	
enfermedades	infecciosas	antes	de	un	envío	o	durante	una	cuarentena	(vea	el	
capítulo	6)	si	se	sabe	o	se	tiene	un	certificado	de	que	los	animales	se	encuentran	
libres	de	agentes	patógenos	específicos.	Esto	resultaría	en:		
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o Menor	tiempo	en	cuarentena	y	menos	estrés	de	los	animales	
asociado	con	las	pruebas	de	detección	de	enfermedades.	

o Reducción	de	los	costos	de	las	pruebas	de	detección	de	
enfermedades.	

o Permitiría	cumplir	más	fácilmente	con	los	requerimientos	de	la	
Organización	Mundial	de	Sanidad	Animal	(OIE)	para	el	movimiento	de	
anfibios	(vea	la	sección	7.6)	

• Reducir	el	impacto	que	tienen	las	enfermedades	infecciosas	específicas	en	la	
sostenibilidad	de	poblaciones	cautivas	y	en	el	éxito	de	poblaciones	de	resguardo.	

	
Algunos	desafíos	potenciales	de	la	creación	de	poblaciones	SPF	son:	
	

• Las	poblaciones	son	caras	y	requieren	mucho	tiempo	para	ser	creadas.	
• El	mantenimiento	del	estatus	SPF	de	una	población	y	la	prevención	de	nuevas	

infecciones	requieren	un	compromiso	a	largo	plazo	para:	
o Mantener	estrictas	prácticas	de	bioseguridad	de	las	instalaciones	(vea	el	

capítulo	4).	Algunas	de	las	prácticas	de	bioseguridad	más	importantes	son	
prevenir	la	exposición	a	anfibios	silvestres	o	a	colecciones	anfibias	
cosmopolitas	que	alberguen	animales	de	múltiples	ubicaciones	
geográficas	o	fuentes.		

o Mantener	las	prácticas	de	cuarentena	en	vigor	antes	de	la	introducción	
de	nuevos	animales	a	una	población	(vea	el	capítulo	6).	

o Crear	y	utilizar	un	programa	de	vigilancia	de	enfermedades	que	incluya	
necropsia	e	histopatología	de	todos	los	animales	que	mueran	(vea	el	
capítulo	9)	así	como	pruebas	periódicas	para	detectar	agentes	patógenos	
de	interés.	

• En	algunos	casos	sería	preferible	mantener	la	infección	de	agentes	patógenos	
específicos	en	niveles	que	no	resulten	en	una	morbimortalidad	significativa	
dentro	de	la	población	cautiva.	Esto	es	más	adecuado	para	las	poblaciones	de	
resguardo	donde	es	preferible	que	los	animales	cautivos	desarrollen	o	
mantengan	la	tolerancia	a	agentes	patógenos	que	encontraran	cuando	sean	
reintroducidos	a	la	naturaleza.	

	
En	general,	la	creación	de	poblaciones	SPF	requiere:	
	

• La	disponibilidad	de	una	o	varias	pruebas	de	diagnóstico	confiables	para	detectar	
patógenos	de	interés.	

• La	disponibilidad	de	tratamientos	para	enfermedades	específicas	que	sean	
efectivos	para	la	eliminación	de	la	infección	del	patógeno	de	interés.	

• 	La	habilidad	para	mantener	la	bioseguridad	de	las	instalaciones	y	eliminar	la	
exposición	a	anfibios	que	no	sean	SPF.	

• El	uso	de	técnicas	que	separen	a	los	animales	juveniles	o	en	desarrollo	de	sus	
padres	infectados	u	otras	fuentes	de	contaminación	antes	de	que	se	infecten	con	
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el	agente	patógeno	de	interés.	Ninguna	de	estas	técnicas	han	sido	validadas	para	
su	uso	en	anfibios	o	específicamente	para	agentes	patógenos	anfibios.	Las	
técnicas	incluyen:	

o Eliminación	y/o	desinfección	de	los	huevos	seguido	de	la	remoción	
del	medio	ambiente	contaminado.	
www.oie.int/eng/normes/fmanual/1.1.3_DISINFECTION.pdf	

o La	remoción	de	larvas	por	medio	de	cesárea	(para	las	especies	
anfibias	vivíparas	tales	como	el	sapo	aerosol	de	Kihansi,	
Nectophrynoides	asperginis).	

	
Algunos	enfoques	que	podrían	ser	usados	para	la	creación	de	poblaciones	SPF	de	
anfibios	libres	del	hongo	quítrido	de	anfibios	o	ranavirus	se	entregan	más	abajo.	
	

Crear	poblaciones	cautivas	libres	de	hongo	quítrido	de	anfibios	
	 La	creación	de	poblaciones	de	anfibios	cautivos	libres	de	infecciones	con	el	
hongo	quítrido	de	anfibios	es	importante	para:	
	

• El	éxito	y	la	sostenibilidad	de	las	poblaciones	de	resguardo	para	anfibios,	
especialmente	para	aquellas	especies	que	son	muy	sensibles	a	las	infecciones	
micóticas	quitridias	y	que	están	en	peligro	de	extinción		debido	a	la	
quitridiomicosis.	

• Proveer	una	fuente	de	animales	libres	del	hongo	quítrido	de	anfibios	para	su	uso	
en	el	comercio	de	mascotas,	consumo	humano	y	como	animales	de	laboratorio.	
Esto	minimizaría	las	posibilidades	de	que	animales	cautivos	actúen	como	una	
fuente	de	infección	para	nuevas	poblaciones	anfibias.	

	
Una	estrategia	para	crear	poblaciones	cautivas	libres	del	hongo	de	quítrido	anfibios	

	
1.	Se	debe	determinar	la	presencia	o	ausencia	del	hongo	quítrido	de	anfibios	en	la	
población	cautiva.	Las	pruebas	de	reacción	en	cadena	de	la	polimerasa	(PCR)	en	
animales	serán	necesarias	(vea	la	sección	7.3)	a	menos	que	ya	se	sepa	que	la	población	
está	infectada	ya	que	lo	indicaron	los	resultados	de	las	vigilancias	a	partir	de	necropsias	
o	pruebas	PCR	anteriores.	

• Es	importante	que	las	pruebas	PCR	de	una	población	sean	diseñadas	para	
recolectar	el	tamaño	de	muestra	apropiado	para	estar	seguro	de	la	ausencia	de	
la	infección.				

• Se	requieren	múltiples	pruebas	PCR	para	determinar	si	animales	individuales	
definitivamente	se	encuentran	libres	de	la	infección.	Un	solo	resultado	negativo	
no	es	suficiente	para	el	propósito	de	la	creación	de	poblaciones	libres	de	hongos	
quitridios.	Los	resultados	falsos	negativos	ocurren	en	animales	que	tienen	
infecciones	subclínicas	o	de	bajo	nivel	(vea	la	sección	7.3).	Inicialmente,	se	
deberían	hacer	pruebas	en	animales	individuales	(en	el	caso	de	poblaciones	
pequeñas)	o	en	muestras	de	tamaño	apropiado	de	poblaciones	grandes	por	lo	
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menos	2	veces	y	no	más	de	3	veces	en	un	período	de	2	semanas.	El	uso	de	
protocolos	que	agrupen	muestras	de	hisopos	de	múltiples	animales	alojados	en	
el	mismo	recinto	podría	ser	útil	para	reducir	el	costo	de	las	pruebas.		

• Los	animales	que	mueran	deberían	ser	presentados	para	la	examinación	a	partir	
de	la	necropsia	e	histopatología	para	determinar	si	la	muerte	fue	causada	por	
quitridiomicosis	(vea	el	capítulo	9).		

	
2.	Si	todos	los	animales	dan	resultados	negativos	en	la	prueba	PCR	realizada	en	el	paso	1	
y	los	resultados	de	la	necropsia	de	los	animales	que	mueran	son	negativos	para	
quitridiomicosis,	se	podría	hacer	una	determinación	preliminar	de	una	estado	libre	de	
hongo	quítrido.	Vaya	al	paso	#	5.	
	
3.	Si	se	identifican	animales	PCR	positivos	o	si	se	encuentran	muertes	causadas	por	
quitridiomicosis	en	la	examinación	a	partir	de	la	necropsia,	toda	la	población	se	
considerará	infectada	con	hongo	quítrido.	Esta	determinación	se	lleva	a	cabo	sin	
importar	los	resultados	de	las	pruebas	de	cualquier	animal.	En	otras	palabras,	los	
animales	cuyo	resultado	de	PCR	haya	sido	negativo	en	esta	situación	se	considerarán	
infectados	con	hongo	quítrido	si	otros	animales	del	grupo	tienen	resultados	positivos.	
Toda	la	población	de	animales	debería	ser	tratada	con	medicación	antimicótica	usando	
los	protocolos	discutidos	más	arriba	en	la	sección	8.1.	
	
4.	Después	de	que	el	tratamiento	con	medicación	antimicótica	de	la	población	sea	
completado,	espere	un	mínimo	de	2	semanas	antes	de	repetir	las	pruebas	PCR	como	fue	
descrito	en	el	paso	#	1.	Si	la	serie	de	pruebas	post	tratamiento	detecta	animales	PCR	
positivos,	se	debe	repetir	el	paso	#	3	en	toda	la	población	hasta	que	las	pruebas	PCR	de	
la	población	sean	negativas.	Si	la	serie	de	pruebas	post	tratamiento	son	negativas	en	
toda	la	población,	se	podría	hacer	una	determinación	preliminar	de	un	estado	libre	de	
hongo	quítrido.	
	
5.	Las	poblaciones	con	una	determinación	preliminar	de	que	se	encuentran	libres	de	
hongo	quítrido,	como	fue	descrito	en	el	paso	#	1	o	#	4,	deberían	ser	monitoreadas	en	un	
programa	de	vigilancia	de	enfermedades	por	un	período	extendido	(por	ejemplo,	de	6	
meses	a	1	año)	antes	de	determinar	finalmente	que	se	encuentran	libres	de	Bd.	La	
vigilancia	de	enfermedades	puede	incluir	tanto	necropsia	e	histopatología,	así	como	
pruebas	PCR	esporádicas	de	animales	de	la	población.	Si	se	identifican	animales	PCR	
positivos	o	si	se	descubre	quitridiomicosis	en	la	examinación	a	partir	de	la	necropsia,	se	
debe	repetir	el	paso	#	3.	
	
6.	Es	importante	que	las	poblaciones	de	anfibios	PCR	negativas	sean	mantenidas	en	
aislamiento	permanente	de	los	animales	infectados	con	hongo	quítrido	o	de	los	cuales	
se	desconozca	su	estado	de	infección.	Las	prácticas	de	bioseguridad	indicadas	en	el	
capítulo	4	podrían	ser	útiles.	Antes	de	añadir	nuevos	animales	a	la	población,	es	
importante	que	estos	se	encuentren	sujetos	a	un	proceso	de	cuarentena	completo	(vea	
el	capítulo	6),	el	cual	incluye	pruebas	PCR	para	detectar	al	hongo	quítrido	anfibio.	
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Crear	poblaciones	cautivas	libres	de	ranavirus	

	 La	creación	de	poblaciones	de	anfibios	libres	de	Ranavirus	es	recomendada	por	
la	Organización	Mundial	de	Sanidad	Animal	(OIE)	para	el	control	de	infecciones	
ranavirales	en	anfibios	criados.	El	proceso	necesario	para	crear	poblaciones	SPF	de	
Ranavirus	es	menos	claro	comparado	al	del	hongo	quítrido	anfibio,	esto	es	debido	a	la	
falta	de	prueba	de	diagnóstico	validadas	para	su	uso	en	animales	vivos.	

• Las	poblaciones	SPF	de	Ranavirus	también	tendrán	usos	para	los	animales	
criados	en	grandes	números	para	el	comercio	de	mascotas.		

• En	el	caso	de	las	poblaciones	de	resguardo	y	los	programas	de	reintroducción	a	
la	naturaleza	para	anfibios,	las	poblaciones	SPF	de	Ranavirus	probablemente	solo	
serán	necesarias	en	situaciones	en	que	la	población	cautiva	haya	adquirido	un	
Ranavirus	que	no	circule	normalmente	en	las	poblaciones	silvestres	o	si	está	
infectada	con	un	Ranavirus	que	consistentemente	causa	mortalidad	significativa	
en	la	población	cautiva.	

	
Estrategias	para	crear	poblaciones	cautivas	libres	de	ranavirus	

	
1.	Determinar	la	presencia	o	ausencia	de	infecciones	ranavirales	en	la	población	cautiva.	
Algunos	métodos	sugeridos	incluyen:	
	

• La	vigilancia	por	medio	de	necropsia	e	histopatología	de	las	muertes	en	la	
población	que	muestren	signos	que	podrían	sugerir	una	infección	Ranavirus.	
Estos	incluyen:	hemorragias	en	múltiples	tejidos;	degeneración	y	necrosis	en	
hígado,	riñón,	tracto	gastrointestinal	o	tejido	hematopoyético;	y	condiciones	
cutáneas	proliferativas	o	ulcerativas.	

• Realice	pruebas	PCR	en	los	tejidos	(por	ejemplo,	hígado	riñón)	recolectados	en	la	
necropsia	de	todos	los	animales	que	mueran	y/o	de	todos	los	animales	que	sean	
sacrificados	para	propósitos	de	vigilancia	de	enfermedades.	Vea	la	sección	7.4	

• La	recolección	de	muestras	para	pruebas	PCR	de	animales	vivos	aparentemente	
saludables	no	ha	sido	validada	y	no	es	recomendada	como	la	única	prueba	de	
diagnóstico	para	determinar	el	estado	de	infección	de	Ranavirus	de	una	
población.	

• La	vigilancia	debería	llevarse	a	cabo	en	un	período	extendido	(por	ejemplo,	1	
año).	

• Los	grupos	de	animales	que	serán	utilizados	para	la	creación	de	una	población	
SPF	deberían	mantenerse	en	aislamiento	a	largo	plazo	de	otros	anfibios	(vea	la	
sección	4.9)	

	
2.	Si	la	vigilancia	para	detectar	ranavirus	descrita	en	el	paso	#	1	es	negativa,	la	población	
podría	ser	provisionalmente	considerada	libre	de	Ranavirus.	Vaya	al	paso	#	4.	
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3.	Si	la	vigilancia	para	detectar	ranavirus	descrita	en	el	paso	#	1	es	positiva	y	muestra	
evidencia	de	infección	Ranavirus	en	la	población,	las	siguientes	medidas	podrían	ser	
útiles:	
	

• Si	hay	animales	enfermos,	sepárelos	de	los	animales	clínicamente	saludables.	
• Incremente	los	esfuerzos	de	la	vigilancia	como	fue	descrito	en	el	paso	#	1.	Se	

debería	considerar	el	sacrificio	de	animales	para	la	vigilancia	de	enfermedades	
(pruebas	PCR	de	los	tejidos).		

• Si	grupos	individuales	de	animales	en	la	población	dan	resultados	negativos	para	
la	evidencia	de	una	infección	Ranavirus,	estos	deberían	ser	separados	de	los	
grupos	que	den	resultados	positivos.	Se	deberían	instituir	prácticas	de	
bioseguridad	que	aíslen	a	estos	grupos	negativos	de	los	grupos	positivos.	(vea	la	
sección	4.9).	

• Las	medidas	de	vigilancia,	como	fueron	descritas	en	el	paso	#	1,	se	seguirán	
aplicando	en	los	grupos	que	tengan	resultados	negativos.	La	vigilancia	se	debería	
realizar	en	un	período	extendido	(por	ejemplo,	de	6	meses	a	1	año).	Si	estos	
grupos	siguen	siendo	PCR	negativos,	podrían	ser	considerados	provisionalmente	
libre	de	Ranavirus.	En	esta	etapa,	vaya	al	paso	#	4.	

• Considere	volver	a	derivar	a	las	poblaciones	cautivas	por	medio	de	la	remoción	
de	sus	huevos	de	los	ambientes	o	poblaciones	contaminadas.	Una	advertencia	
potencial	es	si	las	infecciones	Ranavirus	pueden	tener	transmisión	vertical	
(desconocido).		

	
4. Es	importante	que	las	poblaciones	anfibias	SPF	de	Ranavirus	sean	mantenidas	en	

aislamiento	permanente	de	los	animales	infectados	o	potencialmente	infectados	con	
ranavirus.	Antes	de	añadir	nuevos	animales	a	la	población,	es	importante	que	estos	se	
encuentren	sujetos	a	un	proceso	de	cuarentena	completo.	

	
8.4		MONITOREO	Y	TRATAMIENTO	DE	PARÁSITOS	
	 Aunque	no	siempre	es	preferible	eliminar	completamente	las	cargas	parasitarias	
naturales	de	los	animales	destinados	a	la	reintroducción	a	la	naturaleza	(Lyles	y	Dobson,	
1993;	Cunningham,	1996),	son	necesarios	programas	de	control	para	ciertos	
endoparásitos	bajo	condiciones	de	cautiverio.	Infecciones	de	especial	importancia	son	
aquellas	con	nemátodos	rabditiformes	tales	como	el	gusano	pulmonar	anfibio	Rhabdias,		
y	el	nematodo	intestinal	Strongyloides.	Estas	son	infecciones	subclínicas	comunes	en	los	
anfibios	silvestres,	pero	causan	serios	problemas	en	los	grupos	de	animales	
recientemente	traídos	a	cautiverio	desde	la	naturaleza	(Lee	y	colaboradores,	2006;	
Pessier,	2008).		
	

• Muchos	anfibios	en	la	naturaleza	se	han	adaptado	para	sobrevivir	con	bajos	
niveles	de	cargas	parasitarias	de	nemátodos.	A	su	vez,	los	parásitos	producen	
altos	números	de	crías	para	incrementar	las	posibilidades	de	que	una	de	estas	
eventualmente	encuentre	un	huésped	viable.	Cuando	un	animal	infectado	es	
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traído	a	cautiverio,	el	animal	es	repetidamente	expuesto	a	una	gran	
contaminación	ambiental	con	altos	números	de	óvulos	o	larvas	de	parásito	
infecciosos.		

• En	el	caso	de	los	nemátodos	rabditiformes,	estos	parásitos	poseen	un	ciclo	de	
vida	directo,	el	cual	es	completado	en	tan	poco	como	48	horas,	por	lo	que	las	
hiperinfecciones	pueden	ocurrir	fácilmente.	(Poynton	y	Whitaker,	2001).		

• Los	nemátodos	rabditiformes	son	controlados	en	las	situaciones	de	cautiverio	
por	medio	de	una	combinación	de	vigilancia	de	parásitos	fecales,	buena	higiene	
del	recinto	e	instalación	y	tratamientos	antihelmínticos.		

	
Vigilancia	de	parásitos	

	 La	vigilancia	de	las	muestras	fecales	para	encontrar	evidencia	de	parasitismo	
interno	es	una	parte	importante	de	un	programa	de	control	parasitario	(vea	la	sección	
7.7).	
	

• Durante	la	cuarentena	para	los	nuevos	animales,	el	objetivo	es	reducir	la	carga	
parasitaria	tanto	como	sea	posible	para	evitar	introducir	animales	
hiperinfectados	a	las	poblaciones	cautivas	establecidas.	La	vigilancia	fecal	para	la	
cuarentena	es	discutida	en	detalle	en	la	sección	6.	11.	

• Los	animales	en	poblaciones	cautivas	que	han	pasado	la	cuarentena	
exitosamente	son	vigilados	por	medio	de	examinación	fecal	por	lo	menos	de	
cada	6	a	12	meses	o	tan	frecuentemente	como	sea	necesario	para	alcanzar	un	
nivel	deseado	de	control	parasitario.		

o Además	de	los	controles	rutinarios,	se	deberían	tomar	y	revisar	muestras	
fecales	de	todos	los	animales	que	presenten	pérdida	de	peso,	pérdida	de	
apetito,	enfermedad	patológica,	etc.	

o Las	examinaciones	fecales	también	se	deben	realizar	más	
frecuentemente	si	la	vigilancia	a	partir	de	la	necropsia	de	la	población	
indica	que	los	problemas	parasitarios	son	una	causa	importante	de	
enfermedad	o	muerte.	

• En	el	caso	de	los	nemátodos	rabditiformes,	un	sistema	de	puntuación	
estandarizado	es	utilizado	para	registrar	con	exactitud	los	niveles	parasitarios.	
Un	sistema	de	puntuación	fecal	para	las	larvas	de	nematodo	rabditiforme	es	
propuesto	abajo.	Ciertamente,	este	sistema	es	subjetivo	y	otros	enfoques	
podrían	ser	utilizados.	El	uso	consistente	de	un	sistema	dentro	de	la	instalación	
es	lo	más	importante.		

		
Este	sistema	para	la	larva	de	nematodo	rabditiforme	es	utilizado	con	una	examinación	
en	montaje	en	fresco	de	las	heces:		

• 1+	=	1	o	menos	larvas	identificadas	por	cada	3	o	más	campos	bajos	(Objetivo	de	
10x)		

• 2+	=	1	larva	identificada	por	cada	2	o	3	campos	bajos	
• 3+	=	1	larva	identificada	por	cada	1	o	2	campos	bajos	
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• 4+	=	1	o	más	larvas	identificadas	en	cada	campo	bajo;	para	las	muestras	4+,	
intente	registrar	un	número	aproximado	de	cuantas	larvas	son	vistas	por	campo	
bajo	

	
Nota:	Ya	que	el	portaobjetos	es	escaneado	en	bajo	poder	(Objetivo	10x),	cada	posición	
nueva	del	portaobjetos	es	considerada	un	campo	bajo.		Un	puntaje	es	asignado	basado	
en	el	promedio	de	todos	los	campos.	
	
Se	recomienda	que	todos	los	animales	en	una	colección	establecida	con	resultados	de	
3+	o	más	sean	tratados.	Las	heces	de	todos	los	animales	que	reciban	tratamiento	
parasitario	deberían	ser	examinadas	de	nuevo	1	semana	después	del	último	
tratamiento.	Si	una	muestra	fecal	da	un	resultado	positivo	en	un	recinto	que	contiene	a	
más	de	un	animal,	considere	a	todos	los	animales	del	recinto	como	positivos.		
	

Tratamiento	antiparasitario	
	 El	tratamiento	para	los	nemátodos	rabditiformes	requiere	atención	a	la	higiene	
del	recinto	de	los	animales	para	controlar	tanto	las	etapas	ambientales	del	parásito,	así	
como	la	administración	de	medicina	antihelmíntica	para	reducir	las	cargas	parasitarias	
internas.	
	

• En	el	caso	de	los	animales	gravemente	infectados	debe	considerar	alojarlos	en	
recintos	temporales	que	se	puedan	limpiar	y	desinfectar	fácilmente	y	que	
contengan	cantidades	mínimas	de	sustratos	orgánicos.	Las	heces	deberían	ser	
removidas	diariamente	del	recinto	y	los	sustratos	o	los	recintos	deberían	ser	
reemplazados	y	limpiados	aproximadamente	cada	2	días	durante	el	tratamiento.	

• Para	el	control	parasitario	a	largo	plazo,	los	recintos	para	animales	deberían	ser	
diseñados	de	forma	que	la	limpieza	y	la	remoción	de	desechos	fecales	sean	
fáciles.	

o El	uso	de	recintos	con	pisos	agujereados	y	pisos	falsos	permite	el	
enjuague	frecuente	(por	ejemplo,	semanal)	de	los	sustratos	del	recinto.	

o La	materia	fecal	debería	ser	removida	manualmente	de	las	superficies	de	
las	plantas	u	otros	sustratos	del	recinto.	

• Debe	obtener	el	peso	corporal	en	gramos	preciso	de	cada	animal	para	la	
administración	de	medicinas	antihelmínticas.	

• Antes	del	uso	de	una	medicación	en	una	especie	nueva,	sería	prudente	tratar	a	
un	pequeño	número	de	animales	antes	de	tratar	a	toda	la	colección.	Todas	las	
medicinas	presentadas	más	abajo	han	probado	ser	seguras	en	una	amplia	gama	
de	especies,	aunque	aun	así	es	posible	que	exista	sensibilidad	y	toxicidad	en	
especies	individuales.	Además,	cualquier	medicación	podría	ser	tóxica	si	se	
entrega	una	dosis	excesiva;	es	esencial	prestar	atención	a	los	pesos	corporales,	el	
cálculo	de	las	dosis	y	la	preparación	de	las	disoluciones.			

• Algunas	opciones	de	medicación	incluyen:	
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o Drontal	Plus®	Bayer	HealthCare	Animal	Health	Division.	Un	producto	de	
combinación	que	contiene	praziquantel,	paomato	de	pirantel	y	febantel.	
Una	suspensión	es	compuesta	usando	comprimidos	orales	para	perros	
disponibles	en	el	comercio.	La	suspensión	es	formulada	para	proveer	2,25	
mg/ml	del	componente	de	pirantel	del	producto.	La	dosis	es	de	0,01	ml	(o	
10	microlitros)	de	forma	oral	por	cada	gramo	de	peso	corporal.	Repita	la	
dosis	en	2	o	3	semanas.	Este	protocolo	ha	sido	usado	de	forma	segura	y	
efectiva	en	anuros	panameños	traídos	a	poblaciones	de	resguardo	
(Gagliardo	y	colaboradores,	2008).	Es	útil	usar	una	micropipeta	en	los	
animales	muy	pequeños.	Una	uñeta	blanda	de	guitarra	o	un	aparato	
similar	delgado	de	plástico	blando	es	usado	para	abrir	gentilmente	la	
boca	del	animal	para	la	dosificación	oral.	

o Fenbendazole	(Panacur®)	suspensión	oral	10%	(100	mg/ml).	Un	
antihelmíntico	comúnmente	usado	en	la	medicina	veterinaria	con	un	
amplio	perfil	de	seguridad.	La	dosis	es	de	50–100	mg/kg.	De	0,5	a	1	
microlitros	de	suspensión	de	100mg/ml	por	1	g	de	peso	corporal	(de	50	a	
100	mg/kg),	administrados	de	forma	oral	(como	fue	descrito	para	el	
Drontal	Plus).	Repita	en	10	a	14	días.	Como	alternativa,	en	el	caso	de	los	
animales	muy	pequeños,	utilice	gránulos	de	22%	de	Fenbendazole	
(222mg/g)	para	espolvorear	a	los	elementos	de	presa.	Ofrezca	los	
elementos	de	presa	espolvoreados	una	vez	al	día	por	5	días	y	repítalo	en	
2	a	3	semanas.		

o Levamisol.	Este	es	un	antihelmíntico	comúnmente	utilizado	en	el	ganado	
doméstico	y	se	encuentra	disponible	en	muchos	países	como	una	
solución	inyectable.	
La	dosis	es	de	10mg/kg	(equivalente	a	0,01mg	de	Levamisol	por	cada	g	de	
peso	corporal),	la	cual	es	aplicada	de	forma	tópica	en	la	piel.	La	aplicación	
cutánea	presenta	ventajas	para	los	animales	que	se	estresan	fácilmente	y	
que	no	pueden	tolerar	las	medicinas	administradas	de	forma	oral.	La	
solución	de	tratamiento	se	hace	diluyendo	la	solución	inyectable	
disponible	en	el	comercio	a	10	mg	por	mililitro.	Usando	esta	solución,	
aplique	0,01ml	por	cada	10	g	peso	corporal.	Para	los	animales	que	pesan	
menos	de	10	gramos,	utilice	una	micropipeta	para	dar	1	microlitro	por	
gramo	de	peso	corporal.	Después	de	aplicar	la	solución	en	la	piel,	
enjuague	la	piel	con	agua	fresca	después	de	1	hora	de	contacto.	Vigile	a	
los	animales	por	si	presentan	síntomas	de	parálisis;	si	esto	ocurre,	
enjuague	al	animal	minuciosamente	y	manténgalo	en	un	ambiente	bien	
oxigenado	y	fresco	hasta	que	se	recupere.	Repita	el	tratamiento	cada	14	
días	para	un	total	de	2	o	3	dosis.	Esta	medicación	ha	sido	utilizada	de	
forma	segura	en	una	amplia	variedad	de	anuros	cautivos	y	caudados	en	
colecciones	de	zoológicos	y	colonias	de	resguardo	ex	situ.	Su	efectividad	
ha	variado	y	es	necesario	volver	a	verificar	las	muestras	fecales	1	o	2	
semanas	después	de	completar	el	tratamiento		para	verificar	sus	efectos,	
al	igual	que	con	cualquier	tratamiento	antiparasitario.	 
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o Ivermectina.	Se	encuentra	disponible	una	solución	inyectable	de	1%	(10	
mg/ml)	de	ivermectina	(Ivomec	®).	Esta	preparación	puede	aplicarse	de	
forma	tópica,	inyectable	u	oralmente.	La	dosis	para	la	mayoría	de	los	
anfibios	es	de	0,2	mg/kg,	lo	cual	es	equivalente	a	0,02	microlitros	de	un	
1%	de	la	ivermectina	inyectable	por	cada	gramo	de	peso	corporal.	La	
administración	requerirá	la	dilución	del	producto	de	1%	para	poder	medir	
la	dosis	con	exactitud.	Alternativamente,	se	puede	preparar	un	baño	de	
ivermectina	con	una	concentración	de	10mg/L	(1ml	de	un	1%	de	
ivermectina	inyectable	en	1	litro	de	agua).	Los	animales	deben	ser	
colocados	en	el	baño	por	60	minutos,	lo	que	se	debe	repetir	en	7	días.	
Han	habido	reportes	anecdóticos	de	toxicidad	a	la	ivermectina	en	algunas	
especies,	por	lo	que	se	debe	tener	cuidado	cuando	se	aplique	esta	
solución	a	especies	con	la	que	no	está	familiarizado.	  
	

8.5	MEZCLAS	DE	ELECTROLITOS	
Los	anfibios	con	quitridiomicosis	u	otros	patógenos	pueden	presentar	

importantes	desequilibrios	de	electrolitos.	Por	lo	tanto,	además	del	tratamiento	
antimicótico,	los	animales	afectados	se	benefician	de	terapias	de	fluidos	y	electrolitos.	
Las	propuestas	para	las	terapias	de	fluidos	para	anfibios	se	han	revisado	en	otras	
publicaciones	(Wright	&	Whitaker,	2001).	En	el	caso	de	los	animales	levemente	y	
moderadamente	afectados,	los	baños	de	electrolitos	como	el	de	solución	de	Ringer	para	
anfibios	aplicados	continuamente	en	el	caso	de	especies	acuáticas	o	como	fuente	de	
agua	para	las	especies	terrestres	podrían	ser	útiles.	En	el	caso	de	los	animales	
deprimidos	o	moribundos,	podría	ser	necesaria	la	administración	intracelómica	de	
soluciones	de	electrolitos	balanceados	(no	lacteados)	diluidos	en	1:1	o	2:1	con	5%	de	
dextrosa.				

	
• Receta	para	la	solución	de	Ringer	para	anfibios	(1	litro)		

o Cloruro	sódico	(NaCl),	6,6	gramos	
o Cloruro	potásico	(KCl),	0,15	gramos	
o Cloruro	cálcico	(CaCl2),	0,15	gramos	
o Bicarbonato	sódico	(NaHCO3),	0,2	gramos	

	
Agregue	agua	destilada	para	hacer	1	litro	de	solución.	Mezcle	la	solución	
minuciosamente	para	garantizar	que	todos	los	cristales	se	disuelvan.	Agite	bien	antes	de	
usar.	Manténgala	en	un	contenedor	sellado	para	reducir	la	evaporación	(Wright	y	
Whitaker	2001).	Si	se	compran	productos	químicos	secos,	sería	conveniente	premezclar	
los	químicos	en	bolsas	separadas	que	estén	listas	para	ser	agregadas	al	agua.	También	
hay	soluciones	líquidas	concentradas	premezcladas	convenientes	y	baratas	de	reserva	
disponibles	en	el	comercio:	http://www.enasco.com/product/SA09708(LM)M	
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• Receta	para	la	solución	Whitaker-Wright	(1	litro	de	100%	de	solución	de	
reserva)  

o Cloruro	sódico	(NaCl),	113	gramos	
o Sulfato	de	magnesio	(MgSO4·7H2O),	8,6	gramos	
o Cloruro	cálcico	(CaCl2),	4,2	gramos	
o Cloruro	potásico	(KCl),	1,7	gramos	

"Disuelva	los	cristales	minuciosamente	en	agua	destilada.	Mantenga	el	contenedor	
tapado	para	prevenir	evaporación.	Agregue	la	base	de	Trizma	(7,4),	calidad	de	pez,	para	
estabilizar	el	pH	de	la	solución	entre	7,0	y	7,3"	(Wright	y	Whitaker,	2001).	Esta	es	una	
solución	de	reserva	que	debe	ser	diluida	antes	de	usarse.	Una	solución	Whitaker-Wright	
12%	ha	sido	utilizada	como	suplemento	oral	de	electrolitos	para	ranas	con	
quitridiomicosis	(Voyles	y	colaboradores,	2009;	Berger	y	colaboradores,	2010).	Una	
solución	12%	se	prepara	agregando	12	ml	de	solución	de	reserva	a	88	ml	de	agua	
destilada.	
	
	
8.6	EUTANASIA	
	 Una	variedad	de	métodos	para	la	eutanasia	de	anfibios	han	sido	descritos,	
incluyendo	baños	de	inmersión	en	metanosulfonato	de	tricaína	(MS-222)	o	benzocaína;	
inyección	de	barbitúricos	tales	como	el	pentobarbital;	y	métodos	físicos	como	el	
descabello.	Estos	métodos	han	sido	discutidos	en	revisiones	de	los	métodos	de	
eutanasia	para	animales	(www.avma.org/issues/animal_welfare/euthanasia.pdf)	
	 La	inmersión	en	metanosulfonato	de	tricaína	(MS-222)	(Finquel®,	Argent	
Chemical	Laboratories)	es	uno	de	los	métodos	de	eutanasia	menos	estresantes	y	es	el	
que	menos	interfiere	con	las	pruebas	de	diagnóstico	de	laboratorio	tales	como	la	
necropsia	e	histopatología.	Los	animales	son	puestos	en	una	bañera	que	contiene	de	1	a	
3	gramos	de	MS-222	por	litro.	Se	deja	a	los	animales	en	la	solución	hasta	que	no	
respondan	a	estímulos	y	haya	evidencia	de	que	su	respiración	y	actividades	cardiacas	
hayan	cesado.	El	clorhidrato	de	benzocaína	es	una	droga	relacionada	al	MS-222	y	puede	
ser	administrada	en	un	baño	con	por	lo	menos	250mg	por	litro.	
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CAPÍTULO	9	

NECROPSIA	DE	ANFIBIOS	
9.0	INTRODUCCIÓN	
	 La	necropsia	(o	examen	post-mortem)	es	un	componente	importante	de	los	
programas	de	vigilancia	de	enfermedades	en	las	colonias	de	supervivencia	de	anfibios,	
al	tiempo	de	ser	una	herramienta	importante	para	las	evaluaciones	del	riesgo	de	
enfermedades.	
	

• Idealmente,	se	debe	realizar	una	necropsia	completa	en	la	mayor	cantidad	de	
animales	que	mueren	en	las	colonias	de	supervivencia	de	anfibios.	

• También	se	realizan	necropsias	en	animales	entresacados	de	las	poblaciones	y	
sacrificados	para	recolectar	información	para	la	vigilancia	de	la	enfermedad.	

• Una	necropsia	completa	incluye	también	el	examen	histológico	de	los	principales	
órganos	y	de	la	piel.	

	
Los	siguientes	son	algunos	de	los	beneficios	que	aportan	las	necropsias	y	estudios	
histopatológicos	para	la	seguridad	de	las	colonias	de	supervivencia	de	anfibios:	
	

• La	histopatología	puede	detectar	una	amplia	gama	de	enfermedades	infecciosas	
y	no	infecciosas	(incluyendo	pruebas	de	deficiencias	nutricionales	comunes	en	
las	colonias	de	supervivencia).	Es	el	método	de	diagnóstico	que	posee	más	
posibilidades	de	detectar	enfermedades	nuevas	o	inesperadas	para	las	cuales	no	
existen	pruebas	específicas	(por	ejemplo,	PCR	para	el	hongo	quítrido	de	los	
anfibios).	

• Además	de	ser	una	herramienta	para	la	evaluación	de	riesgos	de	enfermedad,	
los	datos	recolectados	con	las	necropsias	son	utilizados	por	veterinarios	y	
administradores	de	instalaciones	para	determinar	los	problemas	de	salud	más	
importantes	que	afectan	a	una	colonia	de	supervivencia.	Esto	permite	
concentrar	los	esfuerzos	de	gestión	hacia	esas	acciones	(por	ejemplo,	la	
corrección	de	la	dieta,	o	el	tratamiento	de	una	infección	específica)	que	serán	de	
gran	beneficio	para	mantener	colonias	de	supervivencia	seguras	y	
autosustentables.		

	
No	todas	las	instalaciones	tienen	acceso	inmediato	a	un	patólogo	veterinario,	o	incluso	
un	veterinario	local	que	pueda	realizar	necropsias.	
	

• Aún	en	estas	situaciones	sigue	siendo	importante	recolectar	muestras	post	
mortem,	las	que	se	pueden	conservar	y	utilizar	posteriormente,	cuando	se	
disponga	de	un	veterinario	o	de	un	patólogo.	
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• El	método	de	fijación	de	cuerpos	para	las	necropsias	que	se	describe	en	la	
sección	“Realización	de	la	necropsia”	puede	ser	enseñado	fácilmente	al	
personal,	aunque	éste	no	tenga	formación	en	biología	o	veterinaria.	[p.	197]	

• Las	muestras	para	necropsia	son	un	recurso	insustituible	para	la	comprensión	de	
los	problemas	sanitarios	en	las	colonias	de	supervivencia.	Por	lo	tanto,	es	mucho	
mejor	recolectar	y	conservar	muestras	siempre,	que	luego	lamentar	no	haberlo	
hecho.	

• Esta	sección	analiza	los	procedimientos	de	necropsia	de	anfibios,	enfatizando	en	
la	toma	de	muestras	en	aquellas	colonias	de	supervivencia	que	no	cuentan	con	
apoyo	veterinario	in	situ.	Existen	algunas	revisiones	detalladas	métodos	de	
necropsia	en	anfibios	y	reptiles	(Nichols,	2001,	Pessier	y	Pinkerton,	2003,	Terrell	
y	Stacy,	2007).	Las	directrices	generales	para	la	recolección	de	muestras	de	
necropsia	de	animales	salvajes	están	disponibles		en	
(www.wcs.org/~/media/Files/pdfs/necropsy2.ashx),	y	contienen	información	
útil.	

• También	se	discutirán	algunas	consideraciones	especiales	a	aplicar	en	eventos	de	
mortalidad	masiva,	en	los	que	se	encuentran	múltiples	animales	muertos	o	
muriendo.	

	
9.1	PREPARACIÓN	PARA	LA	NECROPSIA	

La	necropsia	se	debe	realizar	tan	pronto	como	sea	posible	después	de	la	muerte	
del	animal.	La	descomposición	(autolisis)	de	los	tejidos	en	anfibios	se	produce		
rápidamente,	y	cuanto	antes	se	puedan	conservar	las	muestras,	mayor	será	la	
posibilidad		de	que	la	histopatología	y	otras	pruebas	diagnósticas	proporcionen	
información	útil.	
	

• Si	la	necropsia	no	se	realiza	inmediatamente,	los	cuerpos	deben	ser	conservados	
en	refrigeración	(2-8°C)	por	un	lapso	máximo	de	24	a	72	horas.	

• Los	cuerpos	no	deben	ser	congelados,	a	menos	que	no	exista	otra	alternativa,	o	
que	se	requiera	de	ese	procedimiento	para	otro	tipo	de	pruebas	de	diagnóstico	
(ver	“Investigación	de	eventos	de	mortalidad”,	más	abajo).	El	congelamiento	
puede	crear	artefactos	significativos,	que	pueden	interferir	con	las	
interpretaciones	histopatológicas.	

• Los	cuerpos	conservados	en	el	refrigerador	deben	disponerse	en	bolsas	plásticas	
con	cierre	hermético	u	otro	tipo	de	recipiente	sellado.	Cada	recipiente	estará	
etiquetado	con	el	nombre	de	la	especie,	el	número	individual	de	identificación	
del	animal	y	la	fecha.	

• Las	necropsias	deberán	realizarse	en	un	espacio	limpio,	alejado	de	las	áreas	en	
las	que	se	mantiene	a	los	animales,	o	de	aquellas	en	que	se	prepara	su	comida,	
se	crían	los	insectos	o	se	preparan	y	procesan	las	recintos	y	los	sustratos.		
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9.2	MATERIALES	NECESARIOS	
• Fijador	de	tejidos.	El	mejor	fijador	para	la	preservación	de	los	tejidos	para	

histopatología	es	una	solución	de	formalina	neutra	tamponada.	La	fórmula	para	
hacer	1	litro	es:	

o 100	ml	de	formaldehído	37%	o	40%.	
o 900	ml	de	agua	destilada.	
o 4.0	g	de	fosfato	monobásico	de	sodio.	
o 6.5	g	de	fosfato	dibásico	de	sodio.	[p.	198]	

	
La	formalina	neutra	tamponada	también	puede	obtenerse	premezclada	de	proveedores	
de	productos	químicos	o	medicinales.	Si	no	se	dispusiera	de	formalina,	se	la	puede		
sustituir	por	una	solución	de	etanol	al	70-90%	como	fijador	de	tejidos.	
	

• Elementos	para	la	recolección	y	conservación	de	muestras	congeladas	de	tejido	
para	necropsias.	Algunos	ejemplos	incluyen:	

o Bolsas	tipo	Whirl-Pak®	(Nasco,	EUA,	www.enasco.com).	Útiles	para	
congelar	muestras	de	gran	volumen	o	cuerpos	completos.		

o Tubos	criogénicos	tipo	Nunc	CryoTubesTM	o	Vangard	CryosTM	(Sumitomo	
Bakelite	Co.,	Ltd.	Japón,	www.sumibe.co.jp/english/).	Útiles	para	
congelar	órganos	aislados	o	muestras	de	tejido.	

• Instrumental.	Para	realizar	una	necropsia	completa	en	la	mayoría	de	los	anfibios	
solo	se	necesitan	algunos	instrumentos	básicos,	incluyendo:	

o Mango	y	cuchillas	de	bisturí.	
o Tijeras	(se	sugieren	múltiples	pares,	así	como	un	par	de	tijeras	fuertes	

para	cortar	huesos).	
o Pinzar	para	tejidos.	
o Regla	graduada	(para	medir	el	cuerpo	y	cualquier	lesión).	
o Tabla	de	corte	(para	ser	utilizado	como	superficie	de	trabajo).	Es	

preferible	utilizar	tableros	plásticos,	porque	se	lavan	y	desinfectan	más	
fácilmente.	

o Balanza	digital	(útil	para	registrar	el	peso	de	los	diversos	elementos).	La	
balanza	no	debe	ser	la	misma	que	se	emplea	para	pesar	a	los	animales	
vivos.		

• Equipo	de	protección.	Estos	elementos	protegen	a	la	persona	que	realiza	la	
necropsia	de	la	exposición	a	patógenos,	y	contribuyen	a	asegurar	que	los	
materiales	infecciosos	no	se	trasladen	de	la	zona	de	necropsia	a	las	áreas	en	
donde	se	alojan	animales	vivos.	El	equipo	sugerido	incluye:	

o Guantes	desechables	de	látex	o	nitrilo.		
o Bata	de	laboratorio	o	delantal	plástico	para	proteger	la	ropa.		

• Quemador	de	alcohol	o	de	butano.	Para	esterilizar	los	instrumentos	utilizados	
en	la	obtención	de	muestras	para	pruebas	de	diagnóstico	microbiológico	o	
molecular.	
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• Formulario	estandarizado	para	necropsias.		Para	registrar	la	información	sobre	
el	espécimen	y	los	resultados	de	las	observaciones	de	la	necropsia.		

	

9.3	REALIZACIÓN	DE	LA	NECROPSIA	
	 	
1.	Antes	de	comenzar	la	necropsia	se	deben	registrar	el	peso	corporal	y	la	longitud	
hocico-cloaca.	Luego	se	debe	hacer	un	examen	externo,	prestando	especial	atención	a:	
	

• Estado	general	de	los	restos.	Las	evidencias	a	considerar	incluyen	el	grado	de	
descomposición	post	mortem,	cualquier	descarga	producida	por	nariz,	boca	o	
cloaca,		y	si	los	huesos	son	prominentes	(indicación	de	adelgazamiento).	[p.	199]	

• Estado	de	la	superficie	de	la	piel	(p.	ej.,	decoloración,	excesiva	descamación,	
aumento	del	moco,	nódulos	cutáneos,	áreas	de	ulceración,	parásitos	externos).	

	
2.	Si	hay	lesiones	cutáneas,	puede	ser	beneficioso	realizar	un	raspado	de	la	piel	para	
realizar	preparados	húmedos	para	estudios	citológicos	(ver	Sección	7.3).	
	

• Además	de	los	hongos	quitridios	de	anfibios,	los	raspados	de	piel	pueden	ayudar	
a	diagnosticar	una	gran	variedad	de	otras	infecciones	bacterianas,	fúngicas	y	
parasitarias	(Pessier,	2007).	

• Las	áreas	de	la	piel	utilizadas	para	el	raspado	de	la	piel	deben	ser	adyacentes,	
pero	no	idénticas,	a	las	áreas	de	donde	se	toman	las	muestras	para	
histopatología.	

• La	fácil	disponibilidad	de	cámaras	digitales	baratas	puede	permitir	que	personal	
de	los	centros	de	cría	que	carecen	de	apoyo	veterinario	in	situ	fotografíen	áreas	
seleccionadas	de	un	raspado	de	piel,	para	luego	enviarlas	por	correo	electrónico	
a	un	veterinario	o	patólogo	externo	para	el	diagnóstico.	

	
3.	A	continuación,	coloque	al	animal	en	decúbito	dorsal	(sobre	la	espalda)	sobre	una	
tabla	de	corte	limpia,	u	otra	superficie	de	trabajo	fácilmente	limpiable	y	desinfectable.	
	

• Con	un	bisturí	o	tijeras,	nuevos	y	estériles	o	recién	limpiadas	y	desinfectadas,	
haga	una	incisión	en	la	línea	media	ventral,	desde	la	mandíbula	hasta	el	nivel	de	
la	cloaca.	

• Retire	la	piel	hacia	cada	lado	de	la	incisión	para	dejar	al	descubierto	la	
musculatura	abdominal.	

• Cortar	con	cuidado	la	musculatura	abdominal	(pared	del	cuerpo)	a	lo	largo	de	la	
línea	media	para	entrar	en	la	cavidad	celómica,	pero	evite	tocar	las	vísceras	
subyacentes	(Figura	9.1).	[p.	200]	
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Figura	9.1:	Necropsia	de	un	sapo	(Anaxyrus	boreas),	mostrando	la	incisión	en	la	línea	media	
ventral,	desde	la	mandíbula	hasta	la	cloaca,	exponiendo	la	cavidad	celómica.	Se	observan	los	
pulmones	(L),	esternón	(S),	que	se	ubica	por	arriba	del	corazón,	e	hígado	(LI).	Imagen	tomada	de	
Pessier	y	Pinkerton	(2003).	
	
4.	Si	se	observa	la	presencia	de	líquidos	en	los	espacios	subcutáneos	(sacos	linfáticos	en	
los	anuros)	o	dentro	de	la	cavidad	celómica,	recoja	una	muestra	usando	jeringa	y	aguja	
estériles.	
	

• Si	se	dispusiera	del	servicio	de	un	laboratorio	externo	de	patología	clínica,	podría	
ser	útil	hacer	un	cultivo	bacteriano	del	líquido,	así	como	otros	análisis	(recuento	
de	células,	proteína	total	y	citología,	Pessier,	2007).	

	
5.	Después	de	la	incisión	en	la	cavidad	celómica	y	la	exposición	de	las	vísceras,	utilice	un	
par	de	tijeras	fuertes	para	cortar	y	eliminar	el	esternón.	Esto	expone	el	corazón	y	la	
parte	más	craneal	de	los	pulmones.	
	
6.	Luego	de	la	exposición	de	las	vísceras	y	el	corazón,	se	deben	recoger	muestras	
estériles	para	microbiología,	para	pruebas	de	diagnóstico	molecular	(por	ejemplo,	PCR	
para	Ranavirus)	o	para	almacenarlas	congeladas	si	se	desea.	
	

• Si	se	dispone	de	la	capacidad	para	almacenar	muestras	de	tejido	congelado	
(congelador	o	nitrógeno	líquido),	se	recomienda	recoger	de	manera	rutinaria	de	
una	pequeña	porción	del	hígado	(para	la	localización	del	hígado,	véase	la	figura	
9.1).	Es	preferible	un	congelador	ultra-frío	(-70°C,	o	menos),	pero	es	caro	y	
puede	no	estar	disponible	en	todas	partes.	La	muestra	recogida	se	coloca	en	
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tubos	criogénicos	o	en	una	bolsa	tipo	Whirl-Pak,	etiquetados	con	el	nombre	de	la	
especie,	el	número	de	identificación	del	animal	y	la	fecha.	De	ser	necesario,	esta	
muestra	se	puede	guardar	y	utilizar	para	pruebas	de	diagnóstico	en	una	fecha	
posterior.	[p.	201]	

• Si	durante	la	necropsia	se	identifican	lesiones	muy	evidentes,	como	órganos	
agrandados,	nódulos	en	las	vísceras	o	áreas	decoloradas	en	ellas,	tomar	una	
muestra	de	la	lesión	para	congelar,	y	dejar	el	resto	para	histopatología,	con	el	
tratamiento	que	se	describe	más	abajo.	Si	la	lesión	fuera	muy	pequeña	(de	
menos	de	5	mm),	conviene	guardar	todo	para	histopatología,	más	que	para	una	
muestra	congelada.	

• Bajo	determinadas	circunstancias	conviene	guardar	varias	muestras	de	tejido	
congeladas	(ver	sección	9.5,	más	abajo).	

• Si	se	desea,	se	pueden	enviar	muestras	para	análisis	bacteriológicos.	Las	mejores	
muestras	incluyen	sangre	del	corazón	e	hígado.	

• Luego	de	abrir	el	cuerpo,	se	debe	decidir	si	se	aplicará	el	método	fijación	del	
cuerpo	o	si	se	realizará	una	necropsia	por	disección.					

	
Método	de	fijación	del	cuerpo	para	necropsia	

	 Esta	es	la	técnica	recomendada	para	aquellas		instalaciones	que	no	cuentan	con	
un	veterinario	in	situ	(u	otra	persona	con	conocimientos	de	anfibios),	así	como	para	la	
mayoría	de	los	anfibios	pequeños	(<20	g	de	peso	corporal).	
	

• Este	método	ha	sido	utilizado	exitosamente	con	animales	de	más	de	20	g,	pero	
existe	un	riesgo	elevado	de	una	incorrecta	preservación	de	los	tejidos	si	la	
cavidad	celómica	no	fue	abierta	lo	suficiente	so	si	se	emplea	una	cantidad	
insuficiente	de	solución	fijadora.	

• Para	llevar	a	cabo	el	método	de	fijación	de	cuerpos:	
o Abrir	la	cavidad	celómica	y	exponer	los	órganos,	tal	como	fuera	descrito	

anteriormente.	
o Tomar	muestras	de	tejido	para	congelar	y/o	para	análisis	microbiológicos,	

como	ya	se	describiera.	
o Sumergir	el	cuerpo	abierto	en	la	solución	fijadora.	Para	la	preservación	

óptima	de	los	tejidos	se	recomienda	una	relación	de	1	parte	
correspondiente	al	cuerpo	y	9	partes	de	fijador.	

o Mantener	el	cuerpo	en	el	fijador	hasta	su	envío	a	un	patólogo	veterinario	
para	análisis	histopatológicos.	

	
Si	el	cuerpo	es	grande	(>de	20-30	g	de	peso),	se	modifica	el	procedimiento	para	lograr	
una	mejor	preservación	de	tejidos:	

o Separando	la	cabeza	del	cuerpo	empleando	un	bisturí	o	un	par	de	tijeras	
fuertes.	

o Utilizando	jeringa	y	aguja,	inyectar	pequeñas	cantidades	de	solución	
fijadora	en	estómago	e	intestino.		



Cap.	9:	Necropsia	de	anfibios—221	

	
Estas	dos	modificaciones	requieren	de	una	cierta	familiaridad	y	práctica	con	técnicas	de	
disección,	y	deben	considerare	optativas.	[p.	202]		
	

Método	de	necropsia	por	disección	
	 Este	método	es	más	recomendable	para	aquellos	animales	más	grandes	(>	20	g	
de	peso	corporal),	y	para	aquellas	situaciones	en	las	que	se	dispone	de	un	veterinario,	o	
de	otra	persona	con	un	adecuado	conocimiento	práctico	de	anatomía	de	anfibios,		capa	
de	llevar	a	cabo	la	necropsia.	El	procedimiento	consiste	en	una	minuciosa	disección	del	
cuerpo	y	la	preservación	de	rozos	representativos	de	los	diferentes	órganos.	Si	la	
disección	se	realiza	en	animales	muy	pequeños,	entonces	se	recomienda	el	empleo	de	
un	microscopio	de	disección	(lupa	binocular)	para	poder	registrar	detalles	sutiles.		
	

• Para	llevar	a	cabo	la	disección:	
o Abrir	la	cavidad	celómica	y	exponer	los	órganos,	tal	como	fuera	descrito	

anteriormente.	
o Tomar	muestras	de	tejido	para	congelar	y/o	para	análisis	microbiológicos,	

como	ya	se	describiera.	
o Se	deben	tomar	muestras	de	los	principales	órganos	y	colocarlas	en	

solución	fijadora.	La	proporción	de	tejido	a	fijador	debe	ser	de	una	parte	
de	tejido	a	9	partes	de	fijador.	Idealmente,	las	piezas	de	tejido	no	deben	
exceder	0,5	cm	de	espesor.	Los	órganos	más	grandes	pueden	cortarse	
serialmente	y	examinarse	para	detectar	lesiones.	A	continuación	se	
presenta	una	lista	de	los	tejidos	que	se	deben	fijar	rutinariamente	para	
histopatología.	

o Las	notas	de	los	hallazgos	de	la	necropsia	deben	ser	registrada	en	un	
formulario	estandarizado	para	tal	fin.	

	
Tabla	9.1:	Tejidos	a	ser	colectados	para	estudios	histopatológicos	en	anfibios	
	

Piel1		 Vesícula	biliar	
Pulmón	 Músculo	esquelético	
Corazón	 Hueso	
Hígado	 Nervio	periférico	
Bazo	 Vejiga	urinaria	
Riñón	 Gónada	(testículo	u	ovario)	
Estómago	 Cloaca	
Intestino	delgado	y	grueso	 Ojo	
Páncreas	 Laringe	
Cerebro	 	

	

1	Múltiples	secciones	para	incluir	muestras	de	piel	dorsal	y	ventral,	así	como	de	cualquier	lesión.	
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9.4	NOTAS	ANATÓMICAS	PARA	NECROPSIAS	DE	ANFIBIOS	
	 Al	realizar	la	necropsia,	es	conveniente	considerar,	o	recordar,	algunas	
características		únicas	de	la	anatomía	y	la	fisiología	de	los	anfibios,	entre	las	que	se	
incluyen:	[p.	203]	
	

• A	diferencia	de	lo	que	sucede	en	otros	vertebrados,	la	piel	es	muy	importante,	
porque	allí	se	llevan	a	cabo	una	amplia	variedad	de	procesos	fisiológicos,	como	la	
absorción	de	agua	y	electrolitos,	osmorregulación,	y,	en	el	caso	de	algunas	
especies,	respiración.	En	consecuencia,	es	extremadamente	importante	evaluar	
la	piel	(especialmente	por	histopatología),	cuando	se	realice	una	necropsia	en	
anfibios.	

• Las	reservas	de	grasa	corporal	se	acumulan	predominantemente	en	los	cuerpos	
grasos	celómicos	(gonadales),	ubicados	en	posición	craneal	a	las	gónadas.	En	los	
anuros	toman	el	aspecto	de	hebras	o	“dedos”	de	tejido	de	color	blanco	a	
amarillo	(figura	9.3).	

o 	La	mayoría	de	los	animales	sanos	tienen	algunos	cuerpos	grasos	
celómicos	claramente	identificables.	Si	estos	son	pequeños,	o	no	pueden	
ser	identificados,	se	considera	que	el	animal	está	en	mal	estado	
nutricional	general.	Entre	las	causas	de	esto	se	incluyen	una	mala	ingesta	
de	alimentos	debido	a	la	mala	adaptación	al	cautiverio,	el	estrés	o	la	
competencia	excesiva	por	alimentos,	o	por	condiciones	de	enfermedad	
subyacentes.	

• La	mayoría	de	los	anfibios	tiene	pulmones	pares;	sin	embargo,	las	salamandras	
de	la	familia	Plethodontidae	carecen	de	ellos,	y	algunas	cecilias	solamente	
tienen	el	pulmón	derecho	funcional,	mientras	que	el	izquierdo	es	vestigial.	

• En	animales	de	la	familia	Bufonidae,	los	machos	muestran	un	pequeño	agregado	
de	tejido	ovárico	en	el	polo	craneal	de	los	testículos	(es	el	órgano	de	Bidder;	
figura	9.2).	

• Los	ovarios	de	los	anuros	pueden	ser	muy	grandes	y	ocupar	toda	la	cavidad	
celómica.	En	algunas	especies	están	pigmentados	de	negro	(figura	9.3).	Los	
oviductos	son	prominentes,	y	se	muestran	como	espirales	de	tejido	alrededor	
del	ovario	(figura	9.3).	

• La	vejiga	urinaria	tiene	paredes	muy	delgadas	y	translúcidas,	y	por	ello	con	
frecuencia	se	la	pasa	por	alto	en	el	examen	durante	las	necropsias.	Las	muestras	
de	vejiga	para	histopatología	pueden	obtenerse	extrayendo	los	tejidos	blandos	
el	canal	pélvico.	[p.	204]	
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Figura	9.2:	Necropsia	del	sapo	(Anaxyrus	boreas).	Se	extrajo	el	hígado	y	se	desplazó	el	tracto	
gastrointestinal	para	mostrar	los	cuerpos	grasos	celómicos		(FB).	También	están	señalados	estómago	(St),	
intestino	grueso	(LI),	bazo	(S)	y	testículos	(T).	El	órgano	de	Bidder	es	apenas	visible	en	el	polo	craneal	del	
testículo,	adyacente	al	bazo.	Imagen	de	Pessier	y	Pinkerton	(2003).		
	

	
	

Figure	9.3:	Necropsia	de	la	rana	toro	africana	(Pyxicephalus	adspersus)	mostrando	los	ovarios	
pigmentados	de	negro,	que	ocupan	parcialmente	la	cavidad	celómica	(O).	También	se	muestran	pulmón	
(L),	hígado		(Li)	y	vesícula	biliar	(G).	Imagen	de	Pessier	y	Pinkerton	(2003).	[p.	205]	
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FIGURA	9.4:	Necropsia	de	la	cecilia	acuática	(Typhlonectes	natans)	mostrando	el	corazón	(H).	Son	
visibles	también	pulmón	(L),	hígado	(LI)	y	vesícula	biliar	(GB).	También	están	etiquetados	el	
estómago	(ST),	ovocitos	(OV),	riñón	(K)	y	cuerpos	grasos	(FB).	Imágenes	de	B.	Tapley	.	

	
9.5	TOMA	DE	MUESTRAS	DURANTE	EVENTOS	DE	MORTALIDAD	
	 Hablamos	de	eventos	de	mortalidad	cuando	se	encuentran	a	muchos	animales	
moribundos	o	muertos	en	las	colonias	de	supervivencia	o	en	las	poblaciones	silvestres	
de	anfibios.	Aunque	se	puede	sospechar,	con	un	alto	grado	de	certeza,	de	algunas	
enfermedades	infecciosas	bien	conocidas	de	los	anfibios	(por	ejemplo,	quitridiomicosis	
o	infección	por	Ranavirus),	es	importante	mantener	una	mente	abierta	y	considerar	
siempre	otras	causas	potenciales.	Los	síntomas	iniciales	de	muchas	enfermedades	
diferentes	pueden	inicialmente	parecer	muy	similares,	y	se	requiere	una	investigación	
de	laboratorio	para	lograr	un	diagnóstico	definitivo.	
	

• El	propósito	inicial	de	investigar	los	eventos	de	mortalidad	es	obtener	y	
preservar	muestras	representativas	que	puedan	ser	utilizadas	posteriormente	
en	análisis	de	laboratorio	aplicando	las	diferentes	técnicas	que	sean	necesarias.	

	
Se	pueden	diseñar	protocolos	complejos	para	la	obtención	de	muestras	durante	los	
eventos	de	mortalidad,	especialmente	si	se	dispone	de	la	guía	de	un	veterinario;	sin	
embargo,	un	enfoque	simple	y	básico,	que	puede	resultar	adecuado	para	la	mayoría	de	
las	situaciones,	consiste	en:	
	

• Preservar	un	conjunto	de	tejidos	(o	de	cuerpos)	en	solución	fijadora	para	
histopatología.	
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• Preservar	un	segundo	conjunto	de	tejidos	(o	de	cuerpos)	congelados,	que	
puedan	utilizarse	para	técnicas	de	diagnóstico	molecular	(como	PCR),	para	aislar	
agentes	infecciosos	en	cultivo	o	para	análisis	toxicológicos.	[p.	206]	

 
Algunas	directrices	para	la	obtención	de	muestras	durante	un	evento	de	mortalidad:	
	

• Si	no	se	dispone	de	asesoramiento	veterinario,	o	si	los	animales	son	pequeños,	
aplique	el	método	de	necropsia	por	fijación	del	cuerpo	(descrito	más	arriba)	en	
la	mitad	o	los	dos	tercios	de	los	animales	muertos.	Para	los	restantes,	congele	el	
cuerpo	completo	tan	rápido	como	sea	posible,	y	etiquételos	con	el	nombre	de	la	
especie,	el	número	de	identificación	individual	y	la	fecha.	

• Si	se	dispone	de	orientación	veterinaria,	o	de	alguien	con	experiencia	en	
anatomía	de	anfibios,	aplique	el	método	de	necropsia	por	disección	(descrito	
más	arriba)	en	los	animales	muertos.	

o Además	de	conservar	muestras	de	los	principales	órganos	en	solución	
fijadora	para	histopatología,	conservar	también	muestras	adicionales	
congeladas	de	dichos	órganos.	

o Se	sugiere	conservar	muestras	congeladas	de	hígado,	riñón,	pulmón,	
intestino,	cerebro	y	de	cualquier	otro	tejido	que	muestre	alguna	
anormalidad	durante	la	disección	(p.	ej.,	órganos	agrandados	o	
descoloridos,	o	con	nódulos).	Además,	también	puede	preservarse	el	
contenido	estomacal,	cuerpos	grasos	celómicos	y	músculos	esqueléticos,	
en	especial	si	se	sospecha	de	una	exposición	a	sustancias	tóxicas.	

o Las	muestras	de	órganos	se	conservan	en	bolsas	tipo	Whirl-Pak®	(Nasco,	
USA,	www.enasco.com)	o	en	tubos	crioscópicos	tipo	Nunc	CryoTubesTM	o	
Vangard	CryosTM	(Sumitomo	Bakelite	Co.,	Ltd.	Japan,	
www.sumibe.co.jp/english/).	Estos	recipientes	deben	estar	etiquetados	
con	el	nombre	de	la	especie,	el	número	de	identificación	individual	del	
animal	y	la	fecha.	

	
• Para	congelar	los	cuerpos	completos	o	las	muestras	de	tejido	se	recomiendan	

temperaturas	ultra	frías	(-70°C	o	menos),	o	nitrógeno	líquido;	sin	embargo,	las	
temperaturas	de	un	congelador	familiar	son	suficientes	para	el	depósito	a	corto	
plazo.	Como	último	recurso,	si	no	se	dispone	de	congelador	ni	de	nitrógeno	
líquido,	fijar	los	cuerpos	en	etanol	70%	(en	lugar	de	formalina)	puede	aún	
permitir	la	aplicación	de	algunas	técnicas	de	diagnóstico	molecular.		

• Si	se	encuentran	animales	moribundos,	se	debe	considera	la	posibilidad	de	
eutanasia	de	algunos	individuos	para	necropsia	y	toma	de	muestras	de	tejidos	
(ver	sección	8.6).	Esto	brinda	muestras	muy	frescas	que	son	ideales	para	la	
mayoría	de	los	métodos	de	laboratorio	empleados	en	la	investigación	de	
enfermedades.	
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PROTOCOLO	BÁSICO	PARA	LA	TOMA	DE	MUESTRAS	DURANTE	EVENTOS	DE	MORTALIDAD	DE	
ANFIBIOS	

(Cuando	no	se	dispone	de	veterinarios	o	se	actúa	en	una	estación	de	campo	con	
equipamiento	muy	limitado)	

	
• En	la	mitad	de	los	animales	muertos	realice	una	incisión	hacia	la	cavidad	

celómica	y	exponga	los	órganos	internos.	En	casos	de	animales	muy	pequeños,	o	
si	no	se	dispone	de	un	bisturí,	simplemente	fije	el	cuerpo	completo.	Coloque	el	
cuerpo	abierto	en	una	solución	fijadora,	como	formalina	tamponada	neutra	al	
10%	(preferible),	o	etanol	70%.	La	proporción	ideal	es	una	parte	de	cuerpo	del	
animal	en	9	partes	de	solución	fijadora.	[p.	207]	

• Para	la	otra	mitad	de	los	animales	muertos,	congele	los	cuerpos	completos	o	
manténgalos	enfriados	(por	ejemplo,	en	una	conservadora	con	hielo)	hasta	que	
puedan	ser	trasladados	a	un	sitio	donde	sea	posible	congelarlos.	

• Siempre	es	preferible	guardar	muestras	con	ambos	tipos	de	preservación,	fijadas	
(en	formalina	o	etanol)	y	congeladas.	Si	esto	no	fuera	posible,	se	debe	dar	
preferencia	a	la	conservación	de	tejidos	fijados	en	formalina	o	etanol.	Conservar	
solamente	muestras	congeladas	debe	ser	el	último	recurso	(pero	es	mejor	que	
no	conservar	ninguna	muestra).	

• Si	no	es	posible	congelar	muestras,	su	preservación	en	etanol	permite	realizar	
tanto	estudios	de	histopatología	como	algunas	pruebas	moleculares	(p.	ej.,	PCR).	

	
9.6 	ENVÍO	DE	MUESTRAS	

Para	el	envío	de	tejidos	que	se	han	conservado	en	una	solución	fijadora.	Una	vez	
que	las	carcasas	o	tejidos	han	estado	en	formalina	u	otra	solución	fijadora	durante	un	
mínimo	de	48	horas,	se	retiran	del	fijador,	se	envuelven	en	toallas	de	papel	o	gasa	
humedecida	con	fijador,	se	envasan	en	bolsas	de	plástico	selladas	y	se	envían	a	un	
patólogo.	Esto	minimiza	el	potencial	de	fugas	durante	el	transporte	y	reduce	el	peso	del	
paquete	(y	los	costos	de	envío).	
	

• Los	materiales	deben	enviarse	siguiendo	las	normas	de	la	Asociación	
Internacional	de	Transporte	Aéreo	(IATA,	por	sus	siglas	en	inglés)	para	
materiales	peligrosos.	Algunas	pautas	generales	incluyen::	

o Las	muestras	deben	guardarse	en	un	recipiente	primario	que	sea	
estanco.	

o Este	recipiente	primario	es	colocado	en	un	segundo	recipiente	estanco.	
o Entre	ambos	recipientes	se	debe	colocar	material	absorbente	(p.	ej.,	

toallas	de	papel).	El	volumen	de	este	material	debe	ser	suficiente	como	
para	absorber	todo	el	líquido	contenido	en	el	primer	receptáculo.	

o Las	principales	compañías	de	transporte	disponen	de	pautas	para	ayudar	
al	adecuado	envío	de	muestras	biológicas.	Más	información	disponible	
en:	http://images.fedex.com/downloads/shared/packagingtips/pointers	
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Apéndice	1:	

	
MÉTODOS	PARA	IDENTIFICAR	INDIVIDUALMENTE	ESPECÍMENES	

DE	ANFIBIOS	
R.	Andrew	Odum	y	Edythe	Sonntag	

	
INTRODUCCIÓN	

	
La	calidad	en	el	manejo	de	los	animales	se	mejora	enormemente	cuando	las	muestras	se	
pueden	identificar	como	individuales.	Sin	la	habilidad	de	poder	identificar	de	manera	
consistente	a	cada	espécimen,	se	vuelve	imposible	mantener	historiales	médicos,	
información	sobre	la	especie,	y	otro	tipo	de	información	pertinente	que	esté	
directamente	relacionado	con	el	espécimen.	La	incapacidad	de	identificar	a	los	
individuos,	de	igual	manera	va	a	causar	un	impacto	en	la	diversidad	de	genes	que	se	
mantienen	en	una	población	en	cautiverio	(Ver	sección	de	manejo	genético).	

En	los	últimos	veinticinco	años,	las	poblaciones	de	especies	en	peligro	de	
extinción	en	zoológicos	han	sido	manejadas	para	mantener	la	diversidad	genética	
durante	la	reproducción	selectiva.	El	manejo	de	la	población	genética	es	más	eficiente	
en	un	nivel	individual	con	especies	completas	(Schad,	2007).	Esto	requiere	que	cada	
individuo	pueda	ser	identificado	a	lo	largo	de	su	vida,	y	que	el	linaje	se	puede	establecer	
para	todas	las	crías.		
Mantener	la	identificación	de	un	animal	a	largo	plazo,	requiere	de	algún	tipo	de	
identificador	recordable	para	conectar	al	individual	con	sus	registros.	Generalmente	en	
algunos	zoológicos	esto	es	un	número	de	consentimiento,	y	el	algunos	casos	raros,	para	
una	consideración	particular	de	las	muestras	de	anfibios,	es	solo	un	nombre.		Estos	
identificadores	se	pueden	usar	como	guía	para	la	información	almacenada	en	el	sistema	
de	registro,	y	por	consiguiente,	establecer	la	especie	o	raza.		
Las	técnicas	de	identificación	individual	se	pueden	dividir	en	dos	categorías	generales:	
Aquellos	que	son	invasivos	y	aquellos	que	no	lo	son.	Es	importante	tener	en	cuenta	que	
todas	las	técnicas	no	están	completamente	aprobadas.	Todas	han	fallado	bajo	algunas	
condiciones,	y	han	ocurrido	mortalidades	en	técnicas	invasivas.	Algunas	técnicas	
invasivas	pueden	provocar	un	déficit	permanente,	afectar	la	actividad	física,	y	disminuir	
la	capacidad	de	supervivencia	(ejemplo:	amputación	de	tejidos).	Estas	técnicas	deber	ser	
evaluadas	individualmente	por	las	circunstancias	de	su	uso	propuesto	previo	a	su	
implementación.			
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TÉCNICAS	NO	INVASIVAS	

Color	y	patrón	animal		
Uno	de	los	métodos	más	simples	y	efectivos	para	identificar	a	los	anfibios,	es	a	través	de	
sus	patrones	y	coloración.	En	muchas	especies,	una	vez	que	el	animal	alcanza	su	forma	
adulta,	su	patrón,	marcas,	estructuras	glandulares	y	coloración,	generalmente	se	
estabiliza	por	el	resto	de	sus	vidas.	A	pesar	de	que	pudieran	haber	cambios	
ontogenéticos	a	medida	que	el	animal	envejece	(ejemplo:	oscurecimiento),	sus	manchas	
jóvenes	todavía	pueden	seguir	visibles.	Estos	patrones	se	pueden	documentar	a	través	
de	un	dibujo	(si	se	dispone	de	talento	mínimo)	a	fotografiando	al	animal.	Dependiendo	
de	las	especies,	y	para	delinear	las	diferencias	de	los	especímenes,	puede	ser	mejor	usar	
el	dorso,	el	abdomen	o	áreas	laterales.		En	el	caso	de	animales	con	piel	granular	o	
verrugosa,	la	posición	y	números	de	estas	características,	así	como	la	coloración,	son	
identificadores	excelentes	y	únicos	para	los	animales.	

Los	patrones	de	animales	jóvenes	pueden	cambiar	a	medida	que	el	animal	
madura;	sin	embargo,	cuando	se	tomaron	fotografías	repetidamente	durante	1	a	4	
meses,	el	equipo	del	zoológico	de	Detroit	registró	exitosamente	la	identificación	de	un	
grupo	de	salamandras	mandarinas	juveniles	durante	la	adultez,	y	observó	cambios	
mínimos.	Con	la	actualización	regular	de	los	registros,	es	posible	utilizar	identificación	de	
patrones	fotográficos	en	especies	de	animales	juveniles,	donde	hay	cambios	
ontogenéticos	en	patrones	y	color.	Sin	embargo,	la	dependencia	de	este	método	debe	
incluir	el	compromiso	de	actualizar	las	imágenes	durante	el	crecimiento	regularmente.	

Existen	límites	para	esta	técnica.	Por	su	puesto,	si	los	animales	son	visualmente	
indistinguibles,	esta	técnica	es	ineficaz.	En	adición,	a	medida	que	el	número	de	los	
animales	en	los	recintos	aumenta,	se	vuelve	más	tedioso	determinar	a	un	animal	del	
grupo,	particularmente	si	las	diferencias	entre	los	especímenes	individuales	son	
mínimas.	Otro	factor	importante	es	el	tamaño.	Si	los	especímenes	son	muy	pequeños,	
es	difícil	identificar	las	diferencias	sin	un	artefacto	con	aumento,	sumando	la	necesidad	
de	contar	con	un	instrumento	de	restricción	para	el	espécimen.	Dependiendo	de	las	
especies,	de	alguna	manera,	ésta	técnica	se	vuelve	inefectiva	cuando	hay	más	de	cinco	a	
diez	especímenes	alojados	juntos.		

Hay	informes	anecdóticos	en	el	uso	de	máquinas	de	fotocopias	de	cecílidos	para	
documentar	patrones	de	anillos	anulares.	Aunque	este	método	de	identificación	
generalmente	perturba	al	equipo	mancha	la	copiadora,	fue	efectivo	y	menos	estresante	
que	intentar	afirmar	a	los	animales	para	fotografiarlos	o	dibujarlos.	El	animal	fue	puesto	
sobre	el	vidrio	limpio	de	la	copiadora,	y	sobre	esta	se	puso	una	toalla	húmeda	para	la	
restricción	del	animal.		

A	medida	que	la	tecnología	ha	mejorado,	y	las	cámaras	digitales	se	han	vuelto	
comunes,	el	reconocimiento	de	patrones	ha	ido	mucho	más	allá	de	las	copias	dibujadas	
a	mano	de	los	animales	que	estudian	los	investigadores.	Gamble	et	al.	(2008)	Se	ha	
desarrollado	un	algoritmo	de	patrón	de	reconocimiento,	el	cual	usa	fotografías	de	
salamandras	marmoladas	(Ambystoma	opacum)	tomadas	en	el	campo.	Las	pruebas	de	
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este	sistema	fueron	un	éxito	en	la	identificación	de	un	individual,	con	tan	solo	un	
minuto	y	con	el	95%	de	precisión	en	una	base	de	datos	de	1000	imágenes.	

Aislamiento	
Otra	técnica	simple	para	albergar	la	identificación	individual	es	separando	los	animales	
en	diferentes	recintos.	Si	hubiera	un	solo	animal	en	la	jaula,	fácilmente	podrá	saber	
quién	es.	Esto	también	se	puede	aplicar	a	los	pares	sexuales	que	se	alojan	juntos	en	el	
mismo	recinto,	mientras	que	se	puede	determinar	el	sexo	de	los	especímenes	
individuales	(lo	cual	puede	o	no	ser	el	caso	en	algunas	especies	de	anfibios).		Al	adjuntar	
una	tarjeta	con	el	número	de	ingreso	en	la	jaula,	el	animal	o	el	par	de	animales,	se	
asocian	con	su	identificador.	Esta	técnica	ha	presentado	algunas	fallas	cuando	la	marca	
de	las	recintos	se	desvanece	o	se	borran,	o	cuando	se	sale	la	tarjeta	adjunta	a	esta.	Esta	
deficiencia	se	puede	revertir	por	la	simple	mantención	de	los	números	y	de	las	tarjetas.	
	

TÉCNICAS	INVASIVAS	

Congelación/Calor/Marcación	química	
La	marcación	de	la	piel	es	el	proceso	de	provocar	una	cicatriz	en	la	superficie	de	

la	piel,	de	forma	que	la	vuelva	una	marca	identificable.	Esto	se	puede	realizar	a	través	
del	calor,	conocido	como	marcación	por	calor	directo	o	electro	cauterización	(Clark	Jr,	
1971),	por	la	marcación	por	congelamiento,	donde	se	usa	nitrógeno	líquido	o	hielo	seco	
(Daugherty,	1976;	Paine	et	al.,	1984;	Measey	et	al.,	2003);	o	finalmente	por	el	uso	de	
químicos,	donde	se	usa	una	solución	del	0.5%	de	amido	negro	en	el	7%	de	ácido	acético	
(Wolf	and	Hedrick,	1971).	Este	método	es	doloroso;	y	por	lo	tanto,	requiere	una	
anestesia	local	o	general.	En	adición,	y	debido	a	la	naturaleza	de	la	piel	de	los	anfibios,	
estas	marcas	pueden	ser	solo	semi	permanentes	en	algunas	especies	(CACC,	Unknown).		
La	marcación	por	congelación	se	ha	empleado	en	estudios	de	campo	para	especies	
grandes	de	anfibios	como	las	salamandras	gigantes	(Cryptobranchidae).	El	animal	es	
"marcado"	con	una	marca	o	número	usando	frío	extremo.	La	herramienta	de	marcación	
de	metal	se	enfría	a	temperaturas	bajo	cero	con	un	refrigerante	o	con	hielo	seco.	La	
herramienta	de	marcación	debe	ser	de	una	masa	suficiente,	para	poder	congelar	de	
manera	efectiva	las	células	de	la	piel	y	de	pigmentación	del	animal.	Cuando	se	coloca	la	
marca	fría	por	algunos	segundos	sobre	la	piel	mojada	del	anfibio,	los	tejidos	que	están	
en	contacto	con	la	marca	se	van	a	congelar	y	a	morir.	Generalmente,	el	área	resultante	
sana	sin	pigmento,	haciéndolo	una	marca	permanente	en	el	animal.		Existen	desventajas	
en	este	método.	En	primer	lugar,	la	marca	en	sí	misma	es	antiestética	y	visible.	Segundo,	
es	un	método	primitivo	y	las	marcas	generalmente	son	grandes.	La	zona	congelada	
propiamente	dicha	por	la	marca,	no	se	puede	controlar	fácilmente.	Mientras	más	
tiempo	esté	la	marca	en	contacto	con	la	piel,	la	marca	será	más	ancha.	La	diferencia	
entre	una	marca	pequeña	aceptable	y		una	zona	más	grande	de	tejido	cicatrizado,	
puede	ser	el	resultado	de	algunos	segundos	adicionales	de	contacto	entre	la	
herramienta	de	marcación	y	el	anfibio.		
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A	pesar	de	que	la	marca	de	congelación	haya	durado	relativamente	más	tiempo	
en	especies	más	grandes	como	en	las	salamandras	gigantes	(Cryptobranchidae),	puede	
haber	limites	en	especies	más	pequeñas.	Las	marcas	de	calor	y	congelación	se	han	
utilizado	en	sapos.	En	1971,	Clark	describió	el	método	de	marcación	por	calor,	en	donde	
se	arma	una	línea	en	forma	de	números,	y	se	utiliza	para	poner	marcas	a	los	311	sapos	
de	la	costa	del	Golfo	(Incilius	nebulifer),	las	que	se	mantienen	por	un	año.	Paine	et	al.	En	
1984	se	realizaron	pruebas	de	marcación	por	congelación	en	sapos	puertorriqueños	
(Peltophryne	lemur)	en	el	zoológico	de	Búfalo,	las	cuales	fueron	exitosas	y	duraron	
sobre	2	años.		
	

	
	
La	fotografía	muestra	una	marca	de	congelación	en	un	pez;	en	este	caso,	es	sólo	una	
línea.	Aquí	se	puede	ver	con	facilidad	que	hay	limitaciones	en	el	número	de	variaciones	
con	esta	marcación	primitiva.	

Amputación	de	tejidos	
Durante	muchos	años,	la	amputación	de	los	dedos	ha	sido	una	técnica	común	en	los	
proyectos	de	investigación	de	campo	para	reptiles	y	anfibios.	Esta	técnica	es	invasiva	y	
crea	un	déficit	permanente	en	el	animal.	Es	probable	que	aumente	la	mortalidad	
(Clarke,	1972).	Sin	embargo,	ésta	es	una	técnica	que	se	ha	empleado	en	algunos	
programas	de	zoológicos.	Ésta	técnica	implica	la	amputación	de	los	dedos	del	animal,	y	
que	corresponde	a	un	plan	numérico.	La	temperatura	bajo	cero	es	ejemplo	de	un	
sistema	numérico	para	más	de	10.000	individuales	(Twitty,	1966).		
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De	Donnelly	(1994).	

	
El	problema	con	este	método	es	que	puede	que	requiera	la	extracción	de	múltiples	
dedos	desde	una	extremidad	única,	dejando	al	animal	mucho	más	que	un	muñón.	Esto	
puede	comprometer	la	capacidad	del	animal	para	llevar	cabo	funciones	biológicas	
esenciales	simples	tales	como	la	movilidad,	abarcar	la	reproducción,	la	alimentación,	
etc.	En	adición	a	esto,	en	el	sitio	de	amputación	se	pueden	destacar	infecciones	poco	
comunes.	
En	un	lugar	donde	se	ha	utilizado	esta	técnica,	es	para	algunos	programas	de	
conservación	de	liberación.	Generalmente,	los	anfibios	jóvenes	son	monitoreados	por	
grupos	y	a	todos	se	les	asigna	una	única	marca	de	codificación	(ejemplo:	la	extracción	de	
un	dígito).	Los	animales	más	viejos	pueden	ser	marcados	con	un	código	individual.		El	
uso	de	esta	técnica	debe	ser	cuidadosamente	sopesada	entre	la	necesidad	de	rastrear	a	
los	animales,	de	obtener	índices	de	supervivencia	de	liberación,	y	el	daño	potencial	que	
se	puede	causar	al	animal	liberado.			

Además,	la	regeneración	de	los	dedos	fue	un	problema	para	algunas	especies,	
especialmente	para	las	salamandras	(Davis	and	Ovaska,	2001);	entonces,	en	1961,	
Heatwole	utilizó	nitrato	de	berilio	para	limitar	el	resurgimiento	de	los	dedos	en	las	
salamandras	de	dorso	rojo	(Plethodon	cinereus),	lo	cual	fue	bastante	exitoso	para	el	
estudio.	Heatwole	en	1961	declaró	que	el	nitrato	de	berilio	es	conocido	por	ser	tóxico	y	
por	provocar	edemas	y	muerte	incluso	en	bajas	concentraciones,	pero	uso	una	
concentración	diluida	cuidadosamente	aplicada	al	dedo	amputado.		La	Sociedad	
americana	de	ictiólogos	y	herpetólogos	(2004)	recomiendan	delimitar	el	número	de	
dedos	amputados	por	animal,	y	evitar	la	extracción	de	dos	dedos	adyacentes	(Beaupre	
et	al.,	2004).	May	en	2004,	escribió	un	artículo	exponiendo	que	el	uso	de	cortadores	de	
dedos	comprometió	estadísticamente	el	estudio	del	uso	de	estas	marcas.	

Mientras	que	la	ecología	molecular	y	la	cronología	esqueletal	se	han	convertido	
en	herramientas	en	la	ecología,	el	uso	de	cortadores	de	dedos	es	generalmente	un	
método	de	marcación	donde	el	tejido	extraído	tiene	usos	importantes.	Lien	en	2007,	
utilizó	un	cortador	de	dedos	para	determinar	la	demografía	de	la	rana	de	Taipéi	(Rana	
taipehensis),	y	utilizó	sus	dedos	para	las	investigaciones	esqueleto	cronológicas.	Si	se	
usan	cortadores	de	dedos,	todos	los	dedos	extraídos	deberán	ser	catalogados	y	
almacenados	de	manera	apropiada	para	posibles	análisis,	especialmente	en	especies	
poco	comunes	o	en	peligro	de	extinción.		



Apéndice	1:	Marcación	de	anfibios	 233 

La	extracción	de	la	cola	ha	sido	utilizada	también	en	salamandras	como	una	
técnica	de	marcación;	sin	embargo,	la	habilidad	regenerativa	de	las	salamandras	hace	
que	éste	sea	un	método	temporal	en	el	mejor	de	los	casos.	Arntzen	et	al.	En	1999,	se	
comparó	el	método	de	marcación	y	el	método	de	muestreo	de	tejido	en	un	tritón	
crestado	y	se	recomendó	a	pesar	que	los	sujetadores	crecieran	en	menos	de	ocho	
meses.	Esta	es	otra	oportunidad	para	que	los	investigadores	recopilen	muestras	
genéticas.	La	amputación	de	la	cola	en	renacuajos	ha	limitado	la	utilidad	así	como	
también	la	marcación	generalmente	se	pierde	entre	2	o	3	semanas	desde	la	
amputación.	En	1973,	Guttman	y	Creasey	destacaron	que	la	amputación	de	la	cola	
también	tiene	el	riesgo	de	provocar	un	daño	a	los	vasos	sanguíneos	o	a	los	nervios.		

Transpondedores	de	identificación	pasiva	-	Microchips	
Los	transpondedores	de	identificación	pasiva	(normalmente	se	refiere	a	las	PITs,	pero	
también	a	los	transpondedores	integrados	pasivos	e	inductivos)	son	probablemente	el	
método	más	común	de	identificación	para	los	animales	en	los	zoológicos.	Se	inserta	un	
microchip	por	debajo	de	la	piel,	en	la	espalda	o	en	la	cavidad	celómica	del	animal.	Esto	
se	logra	al	hacer	una	pequeña	incisión	en	el	animal	y	al	poner	manualmente	la	etiqueta,	
o	utilizando	un	aplicador.	El	aplicador	es	un	aparato	hipodérmico	largo	con	una	aguja	de	
calibre	12.		Luego	la	etiqueta	se	puede	detectar	por	medio	de	un	lector,	el	cual	enciende	
el	transmisor	de	la	etiqueta	para	que	devuelva	un	código	alfanumérico	único,	el	que	es	
decodificado	por	el	lector.	Existen	miles	de	millones	de	códigos	disponibles	que	
aseguran	que	los	códigos	son	únicos.	El	código	aparece	en	una	pantalla	en	el	lector.	
Esta	es	una	técnica	invasiva	que	potencialmente	expone	al	animal	a	infecciones,	sin	
embargo	rara	vez	ha	sido	reportado.	Existen	de	igual	manera	limitaciones	debido	al	
tamaño	de	las	etiquetas.	Algunas	etiquetas	pueden	ser	tan	pequeñas	hasta	alcanzar	los	
7mm	de	largo,	pero	pueden	seguir	siendo	muy	grandes	para	algunos	anfibios.	Las	ranas	
deben	estar	por	lo	menos	entre	los	25	a	35	mm	de	longitud	SV	para	poder	aceptar	las	
etiquetas.	Además,	frecuentemente	las	etiquetas	se	mueven	por	el	cuerpo	del	animal,	y	
no	es	común	que	las	PITs	sean	expulsadas	del	anfibio,	generalmente	de	una	ubicación	
diferente	a	donde	se	insertó	originalmente.		Esto	es	sobre	todo	verdadero	cuando	la	
etiqueta	se	pone	en	la	cavidad	corporal.	Es	sabido	que	las	etiquetas	se	pueden	pasar	por	
las	heces	fecales.	Cuando	se	expulsa	la	etiqueta,	se	puede	perder	la	identificación	del	
animal.	
Otro	problema	con	los	PITs	es	que	existen	varios	sistemas	en	el	mercado,	los	cuales	son	
incompatibles.	Hay	lectores	universales	disponibles,	pero	estos	pueden	ser	costosos.	
Algunos	programas	han	incluido	las	etiquetas	Trovan	como	el	estándar	y	otros	han	
incluido	las	etiquetas	AVID.	Esto	puede	hacer	necesario	contar	con	más	de	un	sistema	
disponible	en	su	institución.		
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Lector	de	Transpondedor	Avid	Portátil	

Etiquetas	de	alambre	en	codificación	decimal	
La	tecnología	desarrollada	por	los	ingenieros	de	pesca	para	monitorear	la	liberación	de	
los	peces	es	a	través	del	uso	de	pequeñas	secciones	de	cables	magnetizados	con	
pequeños	(micro)	números	impresos	en	el	cable	(Donnelly	et	al.,	1994).	Se	detecta	la	
presencia	del	alambre	con	un	sistema	de	detección	magnético.	Luego	se	debe	remover	
con	el	fin	de	leer	el	número	con	un	aparato	con	aumento.	La	extracción	de	la	etiqueta	es	
un	procedimiento	quirúrgico	y	existe	el	riesgo	de	mortalidad,	déficit	funcional	o	puede	
dejar	una	cicatriz.	Esta	técnica	tiene	usos	limitados	en	cautiverio,	pero	puede	ser	una	
herramienta	valiosa	para	los	programas	de	liberación,	donde	se	liberan	grandes	
cantidades	de	animales	pequeños.		

	 	
De:	http://www.nmt.us/products/cwt/cwt.htm	

Marcador	o	implante	de	elastómero	fluorescente	visible	(VIE)	
Otra	técnica	utilizando	polímeros	pigmentados	tiene	también	sus	orígenes	en	los	

estudios	de	los	peces.	Esta	técnica	implica	inyectar	un	elastómero	fluorescente	visible	
subcutáneo	en	el	animal	(Donnelly	et	al.,	1994).	Los	elastómeros	están	disponibles	en	
diversos	colores.	Algunos	colores	del	elastómero	se	pueden	ver	cuando	se	pone	al	
animal	bajo	una	luz	negra;	otros	no	son	fluorescentes	por	que	le	deberían	sin	visibles	sin	
esta	luz	para	su	identificación.	Los	tintes	fluorescentes	se	pueden	ver	claramente	bajo	la	
piel,	incluso	con	algo	de	pigmentación.	Se	puede	identificar	al	animal	al	poner	un	
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elastómero	diferentes	colores	en	distintas	partes.		A	continuación	hay	un	ejemplo	de	
marcación	de	una	rana	utilizando	una	membrana	en	las	patas	traseras.		
	

	
	

De:	http://tropicalis.berkeley.edu/home/husbandry/tags/E-ANTs.html	
	

Estos	sistemas	también	han	sido	desarrollados	para	salamandras.	La	foto	más	
abajo	muestra	cuatro	lugares	que	se	pueden	usar	para	codificar	la	información	con	
varios	colores.	
	
	

	
De:	http://www.pwrc.usgs.gov/resshow/droege2rs/salmark.htm	

	
Otro	uso	de	los	elastómero	es	para	la	marcación	de	larvas.	El	elastómero	se	

vuelve	una	parte	permanente	del	animal.	Cuando	el	animal	se	transforma	a	su	forma	
adulta,	la	etiqueta	elastómera	puede	permanecer	visible.	Un	problema	con	esta	técnica	
es	que	cuando	el	animal	alcanza	su	forma	adulta,	es	difícil	saber	en	qué	lugar	quedará	el	
implante.	Durante	el	proceso	de	metamorfosis	los	tejidos	se	mueven	y	se	propagan.	
Cuando	se	trata	de	la	marcación	de	las	larvas,	estas	deben	estar	anestesiadas,	
especialmente	en	especies	pequeñas,	las	que	portan	sus	propios	riesgos.	Al	ser	las	larvas	
de	un	tamaño	pequeño,	hace	imposible	que	se	puedan	sujetar	de	forma	segura	y	
efectiva	cuando	se	están	marcando.	Con	la	anestesia	las	especies	más	pequeñas	pueden	
ser	marcadas.	Por	ejemplo,	en	el	zoológico	de	Detroit	se	pudieron	marcar	exitosamente	
las	larvas	de	tritón	del	este	y	retener	sus	etiquetas	de	la	cola.		
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Otro	problema	es	que	algunos	de	los	elastómeros	pueden	migrar	dentro	del	
cuerpo	del	animal.	En	los	sapos	de	Wyoming,	se	descubrió	que	los	elastómeros	que	se	
inyectaban	en	las	piernas	se	podían	detectar	bajo	luz	ultravioleta	en	el	hígado,	cuando	
más	tarde	se	examinó	al	animal	durante	una	necropsia	(Williams,	1995).	Debido	a	que	la	
piel	de	los	anfibios	no	está	directamente	adherida	a	los	músculos,	las	etiquetas	que	se	
ponen	subcutáneamente	a	menudo	irán	migrando	a	las	partes	bajas	del	cuerpo.	Las	
etiquetas	de	múltiples	colores	que	se	ponen	en	los	muslos	de	las	ranas	frecuentemente	
resultan	en	una	colección	de	puntos	de	colores	en	el	área	de	la	ingle.	Esto	se	puede	
resolver	al	inyectar	el	elastómero	en	la	superficie	del	musculo	subyacente.	Una	vez	que	
se	inyecta,	pasar	los	dedos	suavemente	sobre	el	lugar	en	que	se	inyectó,	indicará	si	la	
etiqueta	está	segura.		

El	uso	de	los	elastómeros	se	ha	comparado	con	otros	métodos	de	marcación,	
incluyendo	a	Davis	y	Ovaska,	quienes	en	2001	compararon	la	marcación	elastómera	
contra	la	amputación	de	dedos.	Ellos	encontraron	que	las	salamandras	de	espalda	roja	
(Plethodon	vehiculum)	marcadas	con	elastómeros,	mostraron	un	mejor	aumento	en	el	
peso	a	diferencia	de	animales	a	los	que	se	le	amputaron	dedos	en	laboratorios	y	en	el	
campo.	Heeymeyer	et	al.	En	2007	se	probaron	los	elastómeros	en	salamandras	de	
espalda	roja	(Plethodon	cinereus),	las	que	tienen	piel	oscura,	lo	que	podría	limitar	el	
valor	de	esta	técnica.	Su	resultado	indicó	que	ésta	técnica	de	marcación	es	una	opción	
viable;	sin	embargo,	han	habido	algunas	migraciones	de	las	etiquetas	y	por	esto	se	
recomienda	colocar	múltiples	marcas	lo	más	separadas	posibles	unas	de	las	otras	
(Heemeyer	et	al.,	2007).	Los	fabricantes	de	este	producto	presentan	un	numero	de	
documentos	que	han	probado	la	relevancia	de	este	producto	incluyendo	a	Regester	y	
Woosley,	quienes	en	2005	utilizaron	VIE	para	identificar	y	rastrear	las	masas	de	
huevecillos	(Northwestern	Marin	Technology,	Application	Note	APG02,	2007).	

Otras	marcas	inyectables	de	colores	
Con	el	paso	de	los	años,	han	aparecido	una	variedad	de	métodos,	involucrando	

la	inyección	de	productos	altamente	visible	en	los	animales.	Todos	estos	métodos	se	
aplicaron	inicialmente	en	las	industrias	pesqueras,	donde	se	refinaron	e	incluso	algunas	
veces	se	automatizaron.	Otras	técnicas	usadas	con	más	frecuencia	parecen	ser	el	Panjet	
(Wright	Health	Group,	Ltd.	Dundee),	otros	métodos	de	tatuajes,	polímeros	acrílicos	
inyectables,	e	implantes	de	elastómero	visible;	los	cuales	se	han	discutido	
(Northwestern	Marine	Technology,	Salisbury	UK).		

En	general,	al	tatuar	se	inyecta	una	especie	de	tinta	en	la	piel,	a	una	profundidad	
que	evite	que	se	decolore.	El	Consejo	Canadiense	de	Cuidado	Animal	(CACC,	Unknown),	
el	manual	para	el	cuidado	de	anfibios	y	reptiles	recomienda	la	selección	del	método	de	
tatuaje	basado	en:	1)	uso	de	tinta	que	contraste	la	piel	del	animal	y	2)	uso	de	un	tatuaje	
que	mantenga	la	legibilidad	a	lo	largo	del	tiempo,	con	la	difusión	en	la	piel,	y	con	
degradación	ultravioleta	(Consejo	Canadiense	de	Cuidado	Animal,	2005).	Sin	embargo,	
incluso	con	estas	consideraciones,	Murray	y	Fuller	en	2005	recomendaron	el	uso	de	
extracción	de	tejidos,	marcación,	marcación	por	congelación,	y	electro	cauterización	por	
sobre	los	tatuajes,	debido	a	la	probabilidad	de	tener	problemas	con	las	visibilidad	y	
legibilidad.	El	Comité	Herpetológico	de	cuidado	animal	y	uso	(HACC),	de	la	Sociedad	
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americana	de	ictiólogos	y	herpetólogos	(Beaupre	et	al.,	2004),	aprueba	el	uso	de	
tatuajes	como	método	de	marcación,	pero	advierte	que	la	tinta	que	se	utiliza	tiene	un	
potencial	de	absorción,	y	si	desconoce	la	toxicidad	en	anfibios,	posibilita	la	muerte.	En	
adición,	la	naturaleza	permeable	de	la	piel	de	los	anfibios	hace	que	la	marcación	de	
tatuaje	sea	propensa	a	desvanecerse.	

El	tatuaje	Pajet	es	un	método	automático	de	inyección	de	tinta	intercutánea	a	
través	de	la	tensión	en	vez	de	usar	una	aguja.	Este	proceso	se	usa	comúnmente	en	
pesqueras	porque	la	apertura	pequeña	y	la	gran	presión	el	aparato	potencia	la	tinta	
hacia	la	piel	del	animal.	Measey	en	2003	utilizó	esta	técnica	en	cecílidos,	y	descubrió	
que	las	marcas	no	se	borraban,	y	basado	solo	en	la	observación,	no	causó	impacto	en	la	
supervivencia	o	comportamiento	de	los	animales.	

A	pesar	de	que	la	marca	de	fábrica	Panjet	no	se	haya	mencionado,	Nishikawa	y	
compañía	en	1988	utilizaron	un	método	de	alta	presión	innecesario,	como	en	una	
comparación	de	esta	técnica	y	los	cortadores	de	dedos	para	la	recapturación	en	las	
salamandras	Plethodon	jorndai	y	los	Plethodon	glutinosus.	Ellos	alteraron	el	uso	del	
método	previo	al	disminuir	el	tamaño	de	la	apertura	de	la	pistola,	utilizando	un	tubo	
pequeño	y	situando	las	marcas	en	distintos	lugares	del	cuerpo	y	extremidades.	El	
resultado	de	este	estudio	demostró	que	este	método	de	marcación	fue	exitoso,	con	
resultados	mejores	que	aquellos	con	animales	con	dedos	amputados	para	la	recaptura	
(Nishikawa	y	compañía,	1988).	En	1982	Taylor	y	Deegan	estudiaron	la	efectividad	de	
este	método	en	ranas	verdes	(Lithobates	clamitans)	y	en	renacuajos,	y	descubrieron	que	
era	exitoso	para	marcar	grandes	números	de	larvas;	sin	embargo,	si	advirtieron	que	la	
presión	puede	ser	un	problema	si	se	intenta	marcar	animales	más	pequeños	y	delicados.	
También	no	investigaron	los	posibles	impactos	de	la	marcación	de	larvas	en	crecimiento	
(Taylor	y	Deegan,	1982).	

Otro	protocolo	de	marcación	inyectable,	utilizado	en	el	estudio	de	una	variedad	
de	anfibios,	es	la	inyección	de	polímero	acrílico.	En	1973,	Wooley	utilizó	este	método	
con	éxito	en	salamandras,	aunque	la	marcación	individual	no	fue	posible.	Este	proceso	
alcanzó	marcas	que	fueron	visibles	desde	4	a	5	pies	(1200	y	1500	metros	
aproximadamente);	sin	embargo,	hubo	una	ligera	difuminación	a	lo	largo	del	perímetro	
de	la	marca,	y	una	ligera	inestabilidad	de	la	marca	a	lo	largo	del	tiempo	en	algunos	
animales.		La	primera	ventaja	que	identificó	Wooley,	fue	la	habilidad	de	observar	a	los	
animales	sin	capturar	y	manipular	después	de	la	marcación	inicial.		Sin	embargo,	el	
aumento	de	la	visibilidad	en	investigadores,	significará	un	aumento	de	la	visibilidad	a	
depredadores,	lo	cual	puede	influenciar	la	supervivencia.	En	1978,	Cecil	y	Just	utilizaron	
el	mismo	procedimiento	para	marcar	a	las	larvas	de	rana	toro	(Rana	catesbeiana).	
Aunque	hubo	un	grado	de	dificultad	al	discriminar	colores	similares	(como	blanco	y	
amarillo),	y	el	método	fue	exitoso	y	en	general	rentable	(Cecil	y	Just,	1978).	

La	marcación	de	larvas	de	anfibio	presenta	un	desafío	único	debido	a	su	tamaño	
y	estructura.	En	1974,	Seale	y	Boraas	utilizaron	mezclas	de	tinta,	jalea	de	jalea	de	
petróleo,	y	aceites	minerales,	y	las	inyectaron	en	la	cola	y	en	la	espalda	de	los	
renacuajos.	Descubrieron	que	la	marcación	es	permanente	(hasta	la	metamorfosis),	y	no	
tiene	impacto	en	los	animales.	Hubo	problemas	con	la	poca	movilidad	en	el	nado	
forzando	que	la	marca	se	salga;	independiente	de	esto,	si	no	se	pone	de	manera	
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correcta,	luego	va	requerir	remarcación.		Otros	logran	menor	éxito	con	este	método,	
desde	que	el	radio	de	las	sales	minerales	con	la	jalea	de	petróleo	deben	ser	exactas;	y	
hay	una	falta	de	consistencia	en	los	productos	disponibles	para	permitir	un	éxito	
habitual.		

Muerte	larvaria	
Durante	los	años,	renacuajos	tinturados	completos,	se	han	utilizado	en	una	

variedad	de	estudios.	En	todos	estos	métodos,	la	variable	principal	es	el	pigmento	
utilizado.	Independientemente	del	pigmento,	se	hace	una	solución	con	el	pigmento	
donde	se	colocan	los	renacuajos	por	una	cantidad	de	tiempo.	La	piel	semi	permeable	de	
la	larva	absorbe	el	pigmento	y	colora	el	cuerpo	completo	del	animal.	En	1973,	Guttman	
y	Creasey	descubrieron	que	el	azul	de	metileno	mató	a	los	renacuajos	y	manchó	sus	
órganos	internos;	el	rojo	neutral	solo	duró	dos	días,	y	el	Bismarck	café	Y	provocó	un	
comportamiento	vago.	Si	el	propósito	del	estudio	es	comprender	en	entendimiento	de	
la	supervivencia	y	comportamiento	de	las	larvas	de	anfibios,	los	efectos	temporales	del	
rojo	neutral	parecen	ser	preferibles.	En	1981,	Travis	utilizó	rojo	neutral	para	manchar	a	
renacuajos	de	Hyla	gratiosa,	y	evaluar	el	impacto	de	la	pigmentación	en	el	crecimiento	y	
supervivencia	de	ellos.	Sus	datos	indican	que	el	crecimiento	de	los	renacuajos	disminuye	
cuando	son	pigmentados.	Esto	debe	ser	una	consideración	en	el	proceso	de	decisión	
para	considerar	su	uso.	

Etiquetas	alfa	numéricas	visibles	
Las	etiquetas	alfa	numéricas	visibles	que	se	pueden	aplicar		en	la	identificación	de	los	
anfibios	están	disponibles	en	el	comercio	(Donnelly	et	al.,	1994).	Estas	pequeñas	
etiquetas	se	insertan	subcutáneamente	al	hacer	una	pequeña	incisión,	y	colocando	la	
etiqueta	debajo	de	la	piel.	Para	suturar	la	piel	se	utiliza	un	pegamento	quirúrgico	como	
cianoacrilato.		Un	sitio	recomendado	para	implantarlo,	es	el	interior	del	muslo	de	las	
ranas	(ver	http://tropicalis.berkeley.edu/home/husbandry/tags/E-ANTs.html)		La	lectura	
de	estas	etiquetas	se	hace	por	medio	de	una	linterna	especial	de	luz	LED	azul	y	con	
anteojos	de	visión	ámbar,	disponible	de	fábrica.	Las	etiquetas	vienen	con	códigos	alfa	
numéricos	que	proporcionan	cerca	de	46.000	variantes	únicas.	Estas	etiquetas	se	
imprimen	con	números	únicos	y	variados	colores,	y	vienen	en	dos	tamaños:	uno	
estándar	de	1.0mm	x	2.5mm	y	uno	grande	de	1.5mm	x	3.5mm.	Los	trabajadores	
(Measey	et	al.,	2001,	Measey	et	al.,	2003)	utilizaron	este	método	exitosamente	en	
cecílidos	(Gegeneophis	ramswamii),	los	cuales	fueron	previamente	identificados	
individualmente	en	grupos	pequeños	en	cautiverio,	donde	los	patrones	de	anulación	
eran	distinguibles.	Este	método	requirió	el	uso	de	anestesia	debido	a	la	dificultad	
general	de	manejar	a	los	anfibios	sin	piernas,	pero	no	requirió	anestesia	general	en	
especies	que	fueron	fácilmente	restringidas.	
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De:	http://tropicalis.berkeley.edu/home/husbandry/tags/E-ANTs.html	

Marcas	y	etiquetas	
Algunos	estudios	de	campo	más	antiguos	utilizaban	cuerdas	alrededor	de	la	

cintura	de	las	ranas	como	marcas.	Algunas	de	las	cuerdas	eran	codificadas	por	colores	
mientras	que	otras	tenían	etiquetas	pequeñas.	El	Consejo	Canadiense	en	Cuidado	
animal	(2002),	sitúa	ranas	toro	para	comparar	la	cintura	y	las	marcas	de	los	brazos,	y	
descubriendo	que	ambas	causan	abrasión	en	las	ranas	(CACC,	Unknown).	En	1940,	
Raney	situó	un	estudio	por	Breder	(Breder	Jr.	et	al.,	1927),	utilizando	una	cuerda	con	
una	pequeña	etiqueta,	y	su	preocupación	fue	la	falta	de	permanencia	y	potencial	por	
heridas	cuando	la	cuerda	se	ataba	muy	fuerte	(Raney,	1940).	Sin	embargo,	Lien	en	2007	
utilizó	exitosamente	marcas	en	la	cintura	para	identificación	individual	en	ranas	de	
Taipéi	(Hylarana	taipehensis);	así	que	existen	prácticas	actuales	de	este	método	(Lien	et	
al.,	2007).	 	

Generalmente,	las	marcas	en	la	cintura,	con	y	sin	etiquetas,	parecen	tener	una	
duración	limitada	y	tener	el	potencial	para	engancharse	de	objetos	y	limitar	
potencialmente	el	movimiento.	En	adición,	los	colores	de	las	marcas	pueden	llamar	la	
atención	de	depredadores;	hemos	encontrado	estudios	sobre	las	posibles	implicaciones	
de	sobrevivencia.	Sin	embargo,	esta	técnica	de	marcación	temporal	puede	ser	útil	y	
viable	para	animales	en	cautiverio.	

Las	marcas	que	rodean	la	extremidad	anterior	fueron	aparentemente	utilizadas	
por	Dely	en	1945	en	ranas	comestibles	(Pelophylax	esculentus)	y	en	sapos	de	vientre	de	
fuego	europeo	(Bombina	bombina)	de	acuerdo	a	Honegger	(Honegger,	2007).	
Primeramente	Honegger	se	interesó	en	las	técnicas	de	marcación	para	zoológicos	y;	por	
lo	tanto,	descartó	esta	técnica	de	marcación	debido	a	sus	características	desagradables	
y	poco	estéticas	más	que	en	lo	práctico	y	útil	del	método.	La	otra	preocupación	con	esta	
marcación	es	que	era	solo	estacional.	Dependiendo	del	material	utilizado	para	la	
construcción	de	las	bandas,	existen	también	abrasiones	en	lesiones,	interferencia	con	
amplexos,	y	atracción	de	depredadores.	Las	extremidades	anteriores	de	muchos	machos	
anuros	son	robustas	y	no	se	exponen	a	tener	las	marcas	en	lugar	fácilmente	sin	algún	
tipo	de	lesión.		
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En	2007	Honegger	también	hiso	referencia	al	estudio	donde	las	marcas	se	
colocaban	alrededor	de	los	dedos	de	los	anfibios.	Este	fue	un	método	de	fabricación	
temporal	desarrollado	por	Dely	en	1954	en	especies	de	ranas	no	identificadas.	No	
fuimos	capaces	de	encontrar	el	documento	original,	pero	puede	parecer	que	la	
estructura	anatómica	de	las	patas	de	las	ranas	hace	que	las	etiquetas	se	suelten	más	
fácil,	y	si	se	colocan	lo	suficientemente	fuerte	para	que	se	queden	en	su	lugar,	podría	
provocar	una	contracción,	la	que	podría	resultar	en	la	pérdida	de	las	patas.	En	adición,	
algunas	de	las	bandas	podrían	interferir	con	el	cambio	de	piel	en	anfibios,	dependiendo	
de	cómo	sean	aplicadas.	

Las	etiquetas	de	rodillas	fueron	utilizados	por	McAllister	et	al.	(2004)	en	una	
comparación	de	técnicas	de	marcación	con	radio	telemetría.	El	cita	el	uso	de	estas	
etiquetas	por	Elmberg	en	1989	utilizando	cuerdas	elásticas.	Las	etiquetas	eran	de	
plástico,	numéricamente	codificadas	de	alevines	atadas	en	la	rodilla.	Ellos	se	dieron	
cuenta	que	las	etiquetas	provocan	irritación	en	la	piel	y	laceraciones	en	la	piel	y	
músculos.	

Como	parte	de	un	proyecto	de	telemetría	demostracional	pequeño	(2	ranas),	el	
zoológico	de	Detroit	colocó	transmisores	en	ranas	toro	americanas	macho	adultas	
(Lithobates	catesbeianus)	utilizando	una	butaca	pequeña	cubierta	de	plástico	y	una	
marca	en	la	cintura.	Aunque	las	etiquetas	eventualmente	se	perdieron,	no	se	notó	
ninguna	lesión	en	el	animal	recapturado	previo	a	la	pérdida	de	su	etiqueta.	El	vendaje	
puede	ser	más	aplicable	en	el	manejo	de	animales	cautivos,	ya	que	son	monitoreados	
diariamente,	y	la	pérdida	de	solo	una	venda	se	puede	resolver	fácilmente.	

Etiquetas	externas	
Distinguimos	las	etiquetas	externas	de	las	vendas	porque	las	etiquetas	

generalmente	implican	pasar	alguna	parte	del	marcador	a	través	de	la	piel	y/o	el	
músculo	del	animal.	Las	etiquetas	son	más	invasivas	y	tienen	un	potencial	para	una	
mayor	incomodidad	para	los	animales,	lesiones,	e	infecciones;	sin	embargo,	ellos	tienen	
un	grado	más	alto	de	permanencia	y	confianza.	Ha	habido	una	amplia	variedad	de	
etiquetas	externas	que	se	han	utilizado	en	estudios	con	anfibios	con	el	paso	de	los	años.	
Algunos	de	estos	incluyen	etiqueta	de	mandíbula	(Raney,	1940;	Raney	and	Lachner,	
1947),	cortadores	de	cola	(Raney	and	Ingram,	1941),	etiquetas	de	cuentas	(Nace	and	
Manders,	1982),	etiquetas	de	rodillas	(McAllister	et	al.,	2004),	y	etiquetas	de	dedos	
(CACC,	Unknown).	El	estudio	de	los	anfibios	por	parte	de	investigadores	entre	50	y	70	
años	atrás	pareció	demostrar	una	menor	preocupación	por	la	comodidad	del	animal	
durante	la	colocación	de	las	etiquetas,	y	durante	la	vida	del	animal	con	la	etiqueta;	sin	
embargo,	su	incomodidad	no	fue	completamente	ignorada.	La	actitud	de	los	
investigadores	con	respecto	a	la	colocación	humana	de	las	marcas	es	evidente,	con	una	
revisión	de	la	bibliografía.	Además,	los	investigadores	más	recientes	se	ven	en	la	
obligación	de	examinar	a	los	animales	en	la	misma	luz	que	los	mamíferos	y	aves	lo	
permiten.	Los	anfibios	fueron,	hasta	hace	poco,	clasificados	con	los	peces	por	
universidades	y	laboratorios,	los	cuales	no	están	regulados	para	pruebas	y	
manipulación.	
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Uno	de	los	informes	más	recientes	sobre	el	uso	de	etiquetas	fue	de	Raney	en	
1940,	quien	utilizó	etiquetas	mandibulares	en	ranas	toro	americanas	(Lithobates	
catesbeianus)	y	en	ranas	verdes	(Rana	clamitans).	Durante	el	estudio,	Raney	marcó	606	
ranas	usando	etiquetas	numeradas	de	metal	y	colocándolas	a	través	de	la	mandíbula	
baja.	Este	es	un	método	que	se	utilizó	en	peces,	y	la	insatisfacción	de	Raney	con	la	
amputación	de	dedos	(debido	a	la	contabilidad)	y	las	marcas	de	cintura	(debido	a	la	
permanencia),	lo	llevó	a	usar	sujetadores	de	mandíbulas	en	ranas.	El	comenzó	con	50	
ranas	como	en	un	grupo	de	prueba,	dado	Las	preocupaciones	que	tenía	en	cuanto	a	las	
consecuencias	de	supervivencia	y	comportamiento	por	las	etiquetas	en	las	ranas.	Este	
procedimiento	fue	realizado	sin	anestesia,	y	Raney	informó	sobre	algunas	ranas	que	se	
quitaban	las	etiquetas	con	sus	patas,	después	de	haber	sido	colocadas,	pero	no	se	notó	
ningún	tipo	de	desprendimiento	serio	de	la	piel.	El	sostuvo	que	no	hubo	un	impacto	
aparente	en	habilidad	de	comer	de	los	animales,	dado	que	el	estómago	de	los	animales	
recapturados	contenía	alimento;	a	través	de	la	palpación	de	estos,	y	que	el	llamado	
notablemente	no	cambió.	Raney	concluyó	que	el	método	de	sujetador	de	mandíbulas	
fue	satisfactorio	y	superior	a	otros	métodos	disponibles	en	ese	momento	(Raney,	1940).		
Entre	1940	y	1946,	Raney	y	Lacher	investigaron	el	impacto	de	los	sujetadores	de	
mandíbulas	en	el	crecimiento	de	los	sapos	(Anaxyrus	terrestris	americanus)	(Raney	and	
Lachner,	1947).	Descubrieron	que	los	animales	etiquetados	tenían	un	índice	de	
crecimiento	más	lento	que	los	animales	sin	etiquetas.	Woodbury	en	1954	puso	un	
estudio	de	Stebbins,	et	al.,	quien	encontró	que	los	sujetadores	de	mandíbula	eran	un	
método	inaceptable	para	marcar	salamandras	(Woodbury	et	al.,	1956).		Ellos	se	dieron	
cuenta	que	las	etiquetas	provocaban	una	inflamación,	y	que	se	desprendieron	a	través	
del	hueso	mandibular.	El	uso	reciente	de	los	sujetadores	de	mandíbulas	es	inexistente	
en	la	bibliografía,	aparentemente	por	buenos	motivos.	

Raney	en	1941	intentó	amputar	las	colas	de	las	salamandras,	donde	adjuntó	
vendas	de	metal	a	través	de	la	cola	y	la	espalda;	sin	embargo,	estos	métodos	de	
marcación	fallaron.	En	algunos	casos,	los	cortadores	que	utilizó	eran	tan	pesados,	que	
los	tritones	acuáticos	tuvieron	dificultades	para	volver	a	la	superficie.	El	también	vio	un	
gran	número	de	etiquetas	perdidas,	lesiones	en	cola	(al	menos	colas	completamente	
caídas),	y	lo	que	él	llamó	piel	"putrefacta";	con	lo	cual	asumimos	que	significa	algún	tipo	
de	infección.	Sin	embargo,	Raney	si	menciona	que	otros	investigadores	utilizaron	
exitosamente	sujetadores	de	cola	en	salamandras	acuáticas	(Necturus)	durante	el	
período	del	estudio	(Raney,	1941).	En	general,	el	uso	de	etiquetas	en	salamandras	ha	
sido	menos	que	exitoso	y	no	se	está	recomendando.	

En	1982,	Nace	y	Mander	crearon	un	sistema	único	de	marcación	para	ranas	
carnívoras	en	cautiverio	(Xenopus),	el	cual	utiliza	un	cable	quirúrgico	con	cuentas	de	
colores	unidad	a	este.	El	cable	se	coloca	a	través	de	la	extremidad	trasera	o	delantera,	
alrededor	del	hueso	para	asegurar	su	estabilidad.	En	este	estudio,	las	ranas	hembra	
fueron	marcadas	en	la	extremidad	anterior	y	los	machos	en	la	extremidad	delantera	
para	evitar	complicaciones	y	atoramientos	durante	la	reproducción.	Las	etiquetas	que	se	
ponían	a	través	de	la	piel	se	perdían	ocasionalmente	(Nace	and	Manders,	1982).	Es	
posible	usar	etiquetas	de	cables	con	cuentas	a	través	de	los	muslos	o	cola	de	los	
anfibios;	sin	embargo,	el	riesgo	de	atoramiento	existe	(CACC,	Unknown).	En	ranas	más	
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grandes,	las	etiquetas	de	dedos	son	una	opción	para	marcar	a	los	animales.	Estas	
etiquetas	se	colocan	a	través	de	la	membrana	de	las	patas	traseras,	y	se	incluye	una	
etiqueta	de	cinta	de	disco	la	que	contiene	un	código	único	(CACC,	Unknown).	En	2007,	
Honegger	se	refirió	al	uso	de	las	etiquetas	de	dedos	por	Heusser	en	1958,	quien	
encontró	una	inflamación	en	el	sitio	de	retención	cerca	de	una	semana,	con	un	máximo	
de	dos	temporadas.	

	
CONCLUSIONES	

Hay	muchas	opciones	para	mantener	la	identificación	individual	de	los	anfibios	
durante	su	vida.	Muchos	han	sido	empleados	en	trabajo	de	campo,	y	luego	adoptados	
para	animales	en	cautiverio.	Los	animales	en	cautiverio	son	continuamente	
monitoreados;	a	diferencia	de	muchos	animales	en	estudios	de	campo,	que	son	
marcados	y	luego	liberados	en	la	naturaleza.	Si	existe	un	impacto	en	la	supervivencia	o	
en	la	morbilidad,	provocados	por	una	técnica	de	marcación,	se	puede	observar	
directamente	durante	toda	la	vida	del	animal.	Para	los	taxones	longevos,	esto	puedo	ser	
décadas.	La	veterinaria	moderna	de	ciencia	y	patología,	pueden	ahora	identificar	los	
problemas	de	las	técnicas	de	marcación	que	no	han	sido	evidentes	en	el	pasado	
(Williams,	1995).	Esto	ha	proporcionado	información	adicional	en	la	idoneidad	de	
algunas	técnicas.			

Hoy	en	día,	la	ética	animal	actual	limita	las	opciones	disponibles	para	los	
animales	de	los	zoológicos.	Es	esencial	considerar	el	bienestar	animal,	la	estética	de	los	
especímenes,	y	la	salud	a	largo	plazo	de	los	especímenes.	Son	preferibles	las	térmicas	no	
invasivas	si	estas	son	fiables,	funcionales	y	factibles.	Cuando	las	técnicas	con	invasivas,	
es	vital	balancear	los	beneficios	de	la	técnica	(ejemplo:	animales	de	raza),	los	costos	
potenciales	en	dolor,	morbilidad,	fecundidad,	y	mortalidad	del	espécimen.			

La	mutilación	a	través	de	la	amputación	de	tejidos	se	considera	una	técnica	
inaceptable	en	algunas	instituciones.	Esto	es	particularmente	verdadero	cuando	hay	
amputaciones	múltiples	involucradas	en	la	marcación.	 	Estas	técnicas	pueden	
limitar	la	actividad,	dar	paso	a	una	oportunidad	de	infección,	reducir	la	funcionalidad,	y	
aumentar	la	mortalidad.	La	regeneración	de	tejido	es	también	evidente	si	ocurre	en	
animales	en	cautiverio.		Los	pros	y	contras	con	algunos	comentarios	para	situaciones	de	
cautiverio	de	muchas	de	estas	técnicas	descritas	en	este	capítulo,	se	proporcionan	en	las	
Tablas	1	y	2	a	continuación.		
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TABLA	DE	PROS	Y	CONTRAS	DE	LAS	TÉCNICAS	DE	MARCAJE	
TABLA	1-	TÉCNICAS	NO	INVASIVAS	

Técnica	 Aplicación	 Pros	 Contras	
Fotografía	de	
identificación	

Animales	con	patrones	
o	estructuras	únicas	
(ejemplo:	verrugas)	

No	invasivo	 1. Requiere	algo	de	experiencia	
fotográfica.	

2. Los	patrones	pueden	cambiar	
con	la	edad.		

3. Los	cambios	post	mórtem	
pueden	dificultar	la	identificación	
del	animal	

Dibujos	de	patrones	 Animales	con	patrones	
diferentes	fácilmente	
identificables	

No	invasivo	 1. Requiere	algo	de	experiencia	
fotográfica.	

2. Los	patrones	pueden	cambiar	
con	la	edad.		

3. Los	cambios	post	mórtem	
pueden	dificultar	la	identificación	
del	animal	

Aislamiento	 Los	animales	se	
mantienen	
individualmente	o	en	
pares	(sexualmente	
dimórficos)	

1. No	invasivo	
2. No	requiere	un	

patrón	

Las	etiquetas	de	las	recintos	o	de	
las	tarjetas	se	pueden	perder	
	

Tabla	2	-	Técnicas	invasivas	
Técnica	 Aplicación	 Pros	 Contras	

Marcación	por	
congelación	

anfibios	grandes	 Marcación	
permanente	

1. Las	marcaciones	son	primitivas	
2. Pueden	causar	infecciones	
3. Los	animales	deben	ser	bastante	

grandes	
Amputación	de	dedos	
y	amputación	de	cola	

Ranas	y	salamandras	 Una	técnica	fácil	 1. Pude	requerir	la	amputación	de	
múltiples	dedos	en	una	
extremidad.	

2. Las	salamandras	pueden	
regenerar	los	dedos	y	la	cola	

3. Pueden	causar	infecciones	
Otras	amputaciones	 No	recomendadas	 Una	técnica	fácil	 1. Cese	de	amputación	

2. Puede	comprometer	la	actividad	
Cable	de	código	
decimal	

Grupos	de	animales	 Se	puede	hacer	
para	marcar	
animales	

1. Requiere	un	lector	
2. Los	animales	deben	ser	

sacrificados	para	leer	el	cable	
Vendas	 Ranas	y	salamandras	 Una	técnica	fácil	 1. No	se	puede	utilizar	en	animales	

pequeños	
2. La	etiqueta	se	puede	caer	
3. Puede	comprometer	la	actividad	

Etiquetas	externas	 Todos	los	anfibios	 Fácil	identificación	1. No	se	puede	utilizar	en	animales	
pequeños	

2. La	etiqueta	se	puede	caer	
3. Puede	comprometer	la	actividad	
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Transpondedores	
integrados	pasivos	

Animales	sobre	los	25gr	 Identificación	
única	y	de	uso	
común	en	
zoológicos	

1. No	se	puede	utilizar	en	animales	
pequeños	

2. La	etiqueta	se	puede	caer	
cuando	el	animal	cambia	de	piel	

3. La	etiqueta	puede	fallar	
Implantes	visuales	-		
Elastómero	

Marcación	de	todos	los	
anfibios	

Se	puede	utilizar	
en	larvas	y	adultos	

1. El	elastómero	pude	migrar	a	
órganos	internos	

2. Sistemas	de	codificación	
limitado	

3. Requiere	una	luz	negra	
Otros	implantes	
inyectables	

Marcación	de	todos	los	
anfibios	

Se	puede	utilizar	
en	larvas	y	adultos	

1. El	elastómero	pude	migrar	a	
órganos	internos	

2. Sistemas	de	codificación	
limitado	

3. Requiere	una	luz	negra	
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Apéndice	2:	
	

TRATAMIENTO	DE	AGUAS	RESIDUALES	
	

Diseño	de	consideraciones	para	el	tratamiento	de	aguas	
residuales	
Para	lograr	efectivas	en	el	tratamiento	de	aguas	residuales,	se	deben	emplear	métodos	
biológicos	y	químicos.	Bajo	ciertas	circunstancias,	es	necesario	procesar	el	agua	in	situ.	
Para	determinar	la	necesidad	y	el	tipo	apropiado	de	tratamiento	efluente,	es	necesario	
hacer	una	evaluación	de	riesgos	para	introducir	agentes	patógenos	novedosos	al	medio	
ambiente.	De	igual	manera	se	debe	considerar	la	emisión	de	químicos	tóxicos	de	estas	
instalaciones.	
	

• En	situaciones	donde	el	tratamiento	de	aguas	residuales	necesariamente	se	considera	in	
situ,	idealmente	el	sistema	debe	proporcionar	servicio	ininterrumpido,	requerir	
mantenimiento	mínimo,	y	tener	costos	operacionales	mínimos.	Como	ejemplo,	si	
consideramos	que	existe	una	alta	probabilidad	que	los	animales	retenidos	en	el	recinto	
pueden	acarrear	agentes	patógenos	virulentos,	los	que	podrían	afectar	a	los	anfibios	
locales,	los	sistemas	de	efectividad	y	fiabilidad	son	una	preocupación	primaria.	Los	
sistemas	deben	ser	evaluados	por	efluentes	cultivados	para	determinar	su	eficiencia.	
Incluso	si	un	sistema	es	99%	fiable,	significa	que	podría	bajar	por	3.65	días	al	año,	y	los	
agentes	patógenos	serían	liberados	al	medio	ambiente.	Si	verdaderamente	hay	un	
agente	patógeno	peligroso	presente,	esto	no	se	debería	considerar	aceptable.	

• Al	evaluar	diversos	desinfectantes	para	el	tratamiento	del	agua,	es	necesario	contar	con	
algún	sistema	métrico	para	su	eficiencia	contra	organismos	específicos	(agentes	
patógenos).	Esta	eficiencia	normalmente	es	definida	por	un	porcentaje	de	muerte	
(ejemplo:	99.99%).	Un	sistema	métrico	estándar	que	se	ha	utilizado	comúnmente	es	un	
producto	de	concentración	y	tiempo	de	contacto	(Ct)	(Ct=	concentración	en	mg/l	(ppm)	
y	tiempo	de	contacto	en	minutos).	El	concepto	de	Ct	permite	determinar	la	cantidad	de	
tiempo	de	contacto	necesario	en	diferentes	concentraciones.	Por	ejemplo,	un	Ct	de	100	
con	un	99.99%	de	muerte	por	un	agente	patógeno	debería	ser	efectivo	si	el	tiempo	de	
contacto	fue	por	100	minutos	a	una	concentración	de	1.0mg/l	o	de	1	minuto	a	una	
concentración	de	100mg/l.	El	Ct	varía	ampliamente	for	diferentes	desinfectantes	y	
agentes	patógenos.	Es	además	dependiente	de	la	temperatura.	Generalmente	los	
desinfectantes	son	más	efectivos	en	temperaturas	altas.	El	Ct	es	utilizado	como	el	
estándar	por	la	Agencia	 	de	Protección		Ambiental	de	Estados	Unidos	EPA	para	el	
tratamiento	de	aguas	residuales;	y	hay	información	significativa	para	apoyar	su	uso	
como	un	control	estándar	de	agentes	patógenos	en	anfibios.	

• Ct	es	un	agente	patógeno	específico.	El	Ct	libre	de	cloro	es	~	100	por	E.	coli,	y	tan	alto	
como	10.000	por	Cryptosporidium	parvum.	El	Batrachochytrium	(Bd)	tiene	un	Ct	similar	
a	alguno	de	los	agentes	patógenos	más	inmunes	al	cloro	como	la	Giardiasis	y	
micobacteriosis	(Ct=	~1000mg-min/litro).		
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• Existen	también	sistemas	biológicos	que	han	demostrado	ser	eficientes	en	controlar	la	
propagación	de	agentes	patógenos.	Esto	incluye	sistemas	locales	sépticos	utilizados	
comúnmente	para	hogares	y	para	recintos	de	tratamiento	de	aguas	residuales	más	
grandes,	que	usan	procesos	biológicos	con	un	desinfectante	final	que	aplica	antes	del	
lanzamiento	final	de	efluente.		
	
	
Sistemas	sépticos		
Una	opción	que	proporciona	un	nivel	responsable	de	control	de	enfermedades	es	un	
sistema	séptico	que	incluye	un	tanque	de	fijación	y	un	campo	de	filtración,	que	
distribuyen	las	aguas	residuales	bajo	tierra.		Estos	sistemas	han	demostrado	su	habilidad	
para	controlar	la	distribución	de	agentes	patógenos	en	las	napas	de	agua	y	en	el	medio	
ambiente.	Esto	está	claramente	indicado	en	los	estándares	para	los	pozos	de	agua	
potable	y	los	campos	de	descargas	sépticas	en	Estados	Unidos.	El	estándar	es	que	en	la	
distancia	entre	el	pozo	de	consumo	y	el	campo	séptico	debe	tener	al	menos	100	pies	de	
distancia	(30	metros	aproximadamente).	Esta	distancia	es	adecuada	para	prevenir	que	
agentes	patógenos	ingresen	a	los	sistemas	de	agua	potable.	La	deficiencia	de	estos	
sistemas	es	que	no	pueden	controlar	el	ingreso	de	químicos	no	biodegradables	a	las	
napas	de	agua.	El	tanque	de	fijación	además	necesita	mantenimiento	periódico	para	
extraer	sedimento	almacenado.		
	
Asunto	suspendido	en	aguas	residuales	
El	primer	paso	en	todos	los	procesos	de	tratamiento	de	agua	es	la	extracción	de	
contaminantes	químicos.	Esto	se	puede	conseguir	por	medio	del	uso	de	filtros	
mecánicos	o	por	tanques	de	fijación.	La	mayoría	de	los	desinfectantes	químicos	son	
ineficaces	en	el	tratamiento	de	aguas	residuales	que	contienen	partículas	suspendidas.	
Dependiendo	de	la	composición	de	las	partículas,	puede	que	los	químicos	no	penetren,	
permitiendo	que	las	bolsas	de	agentes	patógenos	escapen	de	los	desinfectantes.	Esto	
genera	otro	problema	de	eliminación	para	el	residuo,	un	residuo	sólido	(Ver	residuo	
sólido	más	abajo).		
	 	
Cloro	(Cl2)	

• El	cloro	libre	(Cl2)	se	ha	utilizado	normalmente	como	un	desinfectante	para	los	anfibios.	
La	solución	más	común	de	cloro	libre	es	el	la	solución	de	hipoclorito	sódico	(CaClO).	Es	
fácil	conseguirlo	como	blanqueador	doméstico	(3-6%	NaClO)	y	en	preparaciones	
comerciales	con	concentraciones	tan	altas	como	+30%.	Otra	solución	común	de	cloro	
libre	es	el	hipoclorito	de	calcio	Ca(ClO)2.	El	último	puede	ser	vendido	bajo	un	sin	fin	de	
nombres,	incluyendo	HTH	para	cloración	de	piscinas.	El	Ca(ClO)2	es	un	sólido	el	cual	
puede	contener	más	del	50%	de	cloro	libre.	Debido	a	sus	concentraciones	elevadas	de	
Cl2	libre,	es	una	opción	ideal	para	tratar	grandes	cantidades	de	agua.		

• Las	concentraciones	generales	tan	altas	como	el	1%	de	NaClO	(ejemplo:	1	parte	del	4%	
de	blanqueador	en	3	partes	de	agua)	para	la	limpieza	han	sido	recomendadas	para	
limpieza	y	desinfección	(Pessier,	2008).	El	cloro	libre	en	esta	disolución	es	~47.600mg/l.	
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Estas	concentraciones	elevadas	son	imprácticas	para	los	sistemas	de	tratamiento	de	
grandes	cantidades	de	agua.		

• El	cloro	es	una	opción	viable	para	la	desinfección	de	aguas	residuales	para	algunos	
organismos.	Desafortunadamente,	si	el	Bd	es	la	preocupación	principal	para	el	
aislamiento,	los	experimentos	hechos	por	Johnson,	et	al.	en	2003,	demostraron	que	es	
muy	resistente	a	la	desinfección	con	cloro.		En	sus	experimentos,	se	mataba	el	100%	de	
Bd	con	concentraciones	de	4.00mg/l	NaClO	(=0.4%,	1	parte	4.0%	de	blanqueador	en	9	
partes	de	efluente)	por	un	tiempo	de	contacto	de	10	minutos	También	se	logra	eliminar	
con	una	concentración	de	10.000mg/l	en	un	minuto	(=1.0%	1	parte	de	4.0%	de	
blanqueador	en	3	partes	de	agua).	Esto	establece	Ct	entre	10.000	y	40.000	mg-min/litro.	
Muchas	instituciones	emplean	manuales	para	la	desinfección	del	agua	usando	
blanqueadores.	Para	menores	cantidades	de	agua,	puede	ser	práctico	utilizar	una	
disolución	en	1:3	blanqueador-agua	residual	con	un	tiempo	de	contacto	de	40	minutos	
(o	en	una	disolución	de	1:9	por	10	minutos	de	contacto).		

• Para	volúmenes	más	grandes,	es	ventajoso	utilizar	técnicas	automatizadas,	pero	
nuevamente	la	clorina	tiene	sus	deficiencias	para	el	Bd.	En	el	zoológico	de	Perth	en	
Australia,	se	desarrolló	un	sistema	diseñado	en	torno	a	los	componentes	del	sistema	de	
cloración	para	piscinas	(Robinson,	et	al.,	2008).	Este	sistema	almacena	el	agua	en	una	
reserva	y	automáticamente	se	inyecta	una	disolución	de	NaClO	con	un	sistema	químico	
de	bombeo.	La	concentración	del	cloro	en	la	reserva	se	controla	por	medio	de	una	
sonda	censora	de	cloro	y	un	analizador.	La	concentración	se	mantiene	en	100mg/l.	Si	
consideramos	el	Ct	en	su	límite	más	alto	de	40.000mg-min/l,	el	tiempo	de	contacto	
deberá	ser	de	400	minutos	(6.66	horas).		La	eficiencia	de	este	sistema	no	ha	sido	
evaluada	con	Bd	activo,	pero	parece	prometedor.		
	
Tratamiento	por	calor	
Aumentar	la	temperatura	del	agua	al	punto	de	ebullición,	generalmente	se	considera	
como	un	buen	método	de	desinfección.	Desafortunadamente	es	también	bastante	
costoso.	El	agua	tiene	una	temperatura	específica	muy	alta,	y	requiere	un	gran	consumo	
de	energía	para	que	llegue	al	punto	de	ebullición.	Por	consiguiente,	los	sistemas	
diseñados	para	manejar	grandes	cantidades	de	agua	tendrán	un	costo	inaccesible.	Sin	
embargo,	esta	es	una	opción	viable	para	desinfectar	pequeñas	cantidades	de	aguas	
residuales.	
		
Ozonificación	
El	ozono	es	un	oxidante	fuerte,	y	uno	de	los	desinfectantes	disponibles	más	efectivos.	Se	
han	realizado	pruebas	no	específicas	en	Bd,	pero	no	hay	motivos	para	que	esto	no	sea	
efectivo	en	concentraciones	normales.	La	dificultad	de	Ct	para	matar	agentes	patógenos	
como	la	micobacteriosis	y	el	Cryptosporidium,	son	dos	clases	de	magnitud	menor	que	
aquellas	demostradas	por	el	cloro	(Ct	=	~10).	Otro	beneficio	del	ozono	es	que	se	
descompone	rápidamente		en	oxígeno	no	tóxico,	por	lo	que	no	quedan	residuos	en	el	
medio	ambiente.		
A	continuación	se	presenta	un	esquema	de	un	sistema	de	tratamiento	de	aguas	
residuales	simple,	utilizando	ozono	y	luz	ultra	violeta.	Los	sistemas	de	este	tipo	pueden	
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demostrar	se	efectivos	en	la	desinfección	de	aguas	residuales.	Los	experimentos	con	
agua	con	residuos	de	anfibios	reales	han	proporcionado	resultados	alentadores,	pero	
sigue	siendo	necesario	hacer	un	refinamiento	más	a	fondo,	para	desarrollar	un	diseño	
que	se	pueda	usar	ampliamente.			
	

	
Ilustración	por	R.	A.	Odum	

	 	
La	desventaja	del	ozono	es	que	es	muy	costoso	de	producir,	requiere	una	inversión	
inicial	considerable,	y	requiere	de	una	mantención	considerable.	Las	altas	propiedades	
de	corrosión	y	erosión	del	ozono,	requiere	que	todas	las	tuberías,	los	tanques,	y	las	
canaletas	estén	fabricadas	de	materiales	resistentes	al	ozono.	

	
Esterilización	de	luz	ultravioleta	
La	esterilización	de	luz	ultra	violeta	se	ha	empleado	durante	años	para	el	tratamiento	
del	agua.	Para	su	efectividad,	se	deben	remover	la	mayoría	de	las	partículas	antes	del	
tratamiento.	Desafortunadamente,	el	único	agente	patógeno	que	parece	ser	muy	
resistente	es	el	Bd.	Sin	embargo,	el	Bd	no	es	el	único	agente	patógeno	que	se	asocia	con	
los	anfibios,	y	la	luz	UV	se	puede	utilizar	junto	con	otros	métodos	para	producir	un	
sistema	más	efectivo.		
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HABITACIONES	DE	AISLAMIENTO	PARA	ANFIBIOS	EN	EL	ZOOLÓGICO	HENRY	

DOORLY	DE	OMAHA	
Un	ejemplo	del	cumplimiento	con	los	estándares	de	cuarentena	y	cría	para	anfibios	

Diseñado	para	la	reintroducción	en	la	naturaleza	

	
Jessi	Krebs	

	
Supervisor	de	Reptiles	y	Anfibios,	zoológico	Henry	Doorly	de	Omaha	

3701	S.	10th	St.	
Omaha	NE	68107	

jkrebs@omahazoo.com	
Photos	by	J	Krebs	

	
	

Introducción	
En	febrero	de	2006,	la	UICN	Grupo	Especialista	en	Cría	en	Cautiverio	(CBSG)	y	la	Asociación	
Mundial	de	Parques	Zoológicos	y	Acuarios	(WAZA)	presentaron	un	Taller	de	Planeación	de	
Conservación	de	anfibios	en	situ	en	El	Valle,	Panamá.	Uno	de	los	muchos	propósitos	del	
encuentro,	fue	formular	recomendaciones	para	los	estándares	de	cría	de	animales	para	
anfibios,	que	son	parte	de	los	programas	de	reintroducción	o	de	los	grupos	de	cautiverio	
que	pueden	regresar	a	la	naturaleza	en	algún	momento	en	el	futuro	(Zippel	et	al.,	2006).		
Muchas	de	las	recomendaciones	pueden	implicar	una	mejora	en	el	alojo	actual	y	en	las	
prácticas	estándares	de	cuarentena	por	muchos	zoológicos,	privados,	e	instituciones	
académicas;	y	han	sido	vistos	por	algunos	como	impráctico	y	extremo	para	zoológicos	y	
acuarios.	Con	las	lecciones	aprendidas	de	la	propagación	mundial	de	la	Batrachochytrium	
dendrobatidis	(uno	de	los	agentes	causales	de	la	enfermad	de	quitridiomicosis),	y	el	
potencial	para	que	emerjan	nuevos	patógenos,	sería	prudente	que	las	instituciones	que	
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albergan	especies	de	anfibios	designadas	para	la	repatriación	revisen	sus	prácticas	básicas	
de	cría	y	las	normas	de	cuarentena,	tratando	de	cumplir	con	las	nuevas	recomendaciones.	
	
El	zoológico	Henry	Doorly	de	Omaha,	respondió	a	este	llamado	de	acción	e	inmediatamente	
se	establecieron	habitaciones	de	anfibios	dentro	de	los	edificios	existentes	en	los	terrenos	
de	los	zoológicos.	Las	habitaciones	de	aislamiento	para	anfibios	(IARs)	se	han	convertido	en	
un	modelo	de	trabajo	para	la	aplicación	de	los	estándares	recomendados	en	los	ambientes	
de	los	zoológicos	o	acuarios.	Cada	una	de	las	IARs	mantiene	una	especie	o	grupos	de	
especies	de	la	misma	zona	geográfica.	El	siguiente	listado	provee	imágenes,	precios,	
materiales,	y	fuentes	para	servir	como	un	primer	ejemplo	para	los	que	pudieran	considerar	
fabricar	sus	propias	instalaciones	de	IAR	para	los	anfibios.1		
	

		
Imagen	1.	Una	típica	habitación	de	anfibios	no	compatible.	

	

Habitaciones	para	anfibios	
No	compatible	con	la	bioseguridad	
La	mayoría	de	las	habitaciones	de	alojamiento	de	anfibios	en	zoológicos	y	acuarios,	no	están	
en	cumplimiento	con	las	nuevas	recomendaciones	de	la	bioseguridad.	Un	ejemplo	de	
habitaciones	de	anfibios	no	bioseguras,	es	una	que	aloja	animales	de	todo	el	mundo	
(imagen	1).	Otros	problemas	pueden	ser	que	no	se	tomaron	medidas	para	prevenir	que	
aguas	residuales	almacenadas	en	tanques	más	altos	se	derramen	en	los	de	más	abajo,	o	que	
no	se	emplee	un	proceso	de	tratamiento	de	aguas	residuales	para	prevenir	que	agentes	
patógenos	salgan	de	la	instalación	y	pongan	en	peligro	a	la	población	anfibia	local.			El	error	
de	los	cuidadores	nunca	se	puede	descartar	por	completo,	y	las	tapas	que	no	estén	
aseguradas	pueden	aumentar	mucho	más	la	propagación	de	los	agentes	patógenos	entre	
los	animales	de	diferentes	lugares	del	mundo.	
                                                
Los materiales y las fuentes se presentan en base a la fabricación del zoológico Henry Doorly de Omaha, no como respaldo. Para 
información adicional sobre cualquiera de los productos presentados puede contactar al autor.  
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Imagen	2.	Un	ejemplo	del	tamaño	de	las	habitaciones	de	aislamiento	de	anfibios	es	de	8	x	8	x	8pies	

(2.4	x	2.4	x	2.4m).	
	
Compatible	con	la	bioseguridad	
Cada	IAR	en	el	zoológico	Henry	Doorly	en	Omaha,	aloja	solo	una	especie	o	grupos	de	
especies	de	la	misma	zona.	Las	IAR	son	habitaciones	versátiles	construidas	con	materiales	
de	invernadero,	disponibles	comercialmente	con	toda	la	construcción	(Imagen	2).	El	rango	
de	las	IARs	en	el	zoológico	es	de	8	x	4	x	8pies	(2.4	x	1.5	x	2.4m)	y	en	tamaño	de	10	x	16	x	
8pies	(3	x	4.9	x	2.4m).	Las	paredes	están	construidas	tubos	de	aluminio	huecos	
superpuestos	con	láminas	Lexan	de	doble	hoja	de	1.5	x	1.5pulgadas	(3.8	x	3.8cm).	Las	
paredes	individuales	están	unidas	con	piezas	angulares	de	aluminio	de	1	pulgada	(2cm).	Las	
contrapuertas	que	se	compran	en	el	comercio	se	utilizan	para	acceder	a	cada	habitación.	
Todas	las	bisagras	y	las	grietas	se	sellan	con	100%	silicona	para	evitar	que	el	agua	se	filtre	en	
áreas	comunes	o	en	otras	habitaciones	de	aislamiento.	Los	sellos	se	prueban	a	presión	
antes	que	se	instalen	los	equipos,	y	antes	que	los	animales	y	las	inspecciones	visuales	estén	
en	curso	para	mantener	los	niveles	de	bioseguridad.	La	contrapuerta	se	pone	en	el	punto	
más	bajo	y	el	umbral	de	una	pulgada	permite	que	cada	habitación	aloje	al	menos	175	
galones	(796lt)	antes	que	se	derrame	en	una	sala	común	con	un	desagüe.		
	
El	listado	de	productos	que	se	utilizaron	para	la	construcción	de	la	habitación	de	la	imagen	1	
se	muestra	a	continuación:	
Tapa	18	@	8pies	(2.4m)2	
Empalme	2	3	@	8pies	(2.4m)	
Láminas	de	Lexan	2	6	@	6	x	8pies	(1.8	x	2.4m)	

Tubos	de	aluminio	18	@	8pies	[1.5	x	1.5	pulgadas	(3.8	x	3.8cm);3	
1/8	pulgadas	(0.3cm)	de	grosor]		

                                                
www.stuppy.com 
www.statesteel.com/omaha.htm 
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Contrapuerta	 	 	 	 	
Herramientas	
Tornillos	
Arandelas	terminadas	por	los	guardianes	del	zoológico	

	

	
Imagen	3.	Acercamiento	de	la	pieza	de	aluminio	angular	de	1	pulgada	(2cm)	sosteniendo	el	tubo	de	

aluminio	y	la	contrapuerta	de	1.5	x	1.5	pulgadas	(3.8	x	3.8cm).	
	
	

	
	

Imagen	4.	La	unidad	portable	de	calefacción	y	aire	acondicionado	y	el	calzado	especializado	puestos	
en	cada	habitación.	

	
Las	unidades	portables	de	calefacción	y	aire	acondicionado	se	utilizan	para	controlar	la	
temperatura	ambiental	en	cada	habitación	(imagen	4).	Estas	unidades	se	pueden	adquirir	
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con	diferentes	rangos	de	BTU	(unidad	térmica	de	energía)	para	habitaciones	de	diferentes	
tamaños:	En	habitaciones	de	8	x	8	x	8pies	(2.4	x	2.4	x	2.4m)	se	utilizan	10.000	unidades	de	
BTU;	habitaciones	de	10	x	16	x	8pies	(3	x	4.9	x	2.4.)	En	la	imagen	4	también	se	puede	ver	el	
diseño	del	calzado	para	ingresar	a	esta	habitación.	El	calzado	que	es	fácil	de	desinfectar	se	
cambia	al	momento	en	que	el	cuidador	cruza	el	umbral	de	la	habitación.	
	
A	continuación	se	muestra	un	listado	de	los	artículos	que	se	utilizaron	en	la	habitación	de	la	
imagen	4:		

Calefactor/AC	utiliza	10.000	unidades	de	BTU4	
	 Calzado	
	
	
	

	
Imagen	5.	Estanterías	con	recintos	para	anfibios.	

	
Los	tubos	que	se	utilizan	para	los	recintos	de	anfibios	están	fabricados	de	policarbonato	de	
grado	alimenticio	para	prevenir	la	filtración	de	toxinas,	que	algunas	veces	se	encuentran	en	
materiales	plásticos	(Imagen	5).	Aunque	los	acuarios	de	vidrio	puedan	ser	menos	costosos,	
los	tubos	de	policarbonato	tienen	una	mayor	duración	y	versatilidad,	lo	que	los	vuelve	más	
apropiados	para	el	alojamiento	de	especies	terrestres	y	acuáticas.	No	se	requiere	un	taladro	
específico	para	perforar	los	tubos	ya	que	no	se	agrietan	ni	se	rompen	fácilmente	como	el	
vidrio.	El	volumen	de	los	tanques	que	se	utilizan	bordea	de	5	a	16	galones.	
	
	
	
	
	

                                                
www.sunpentown.com/wa12poacwihe.html 
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A	continuación	se	muestra	el	listado	de	los	artículos	que	se	utilizaron	para	los	estantes	
dentro	de	la	habitación	en	la	imagen	5:	

Estanterías5	
Tanques	para	ranas6	
Tapas7	

	

	
Imagen	6.	Instalación	del	sistema	enorme	de	drenaje	bajo	cada	repisa	en	las	IAR.	

	
El	drenaje	para	cada	recinto	opera	en	un	sistema	común	de	drenaje	que	está	ubicado	bajo	
cada	repisa	Las	líneas	del	sistema	de	drenaje	son	de	2-pulgadas	(3	cm)	de	diámetro	para	
permitir	que	grandes	volúmenes	de	agua	pasen	a	través	de	ellas	sin	apoyarse	de	otros	
recintos	adyacentes	(Imagen	6).	Las	tuberías	del	sistema	de	drenaje	funcionan	en	los	baldes	
de	recolección	de	aguas	residuales.	
	
	

                                                
www.samsclub.com/shopping/navigate.do?dest=5&item=203424&pCatg=7085 o de los materiales adquiridos en las tiendas de 
herramientas. 
www.rcpworksmarter.com/rcp/products/detail.jsp?rcpNum=3328 
www.habitatsystemsltd.com, hechas a medida. 
 



Apéndice	3:	Habitaciones	de	aislamiento	 259	

	
Imagen	7.	Los	baldes	de	recolección	de	aguas	residuales	de	las	IAR	con	bomba	de	sumidero	se	

muestra	a	continuación.	
	
Se	utiliza	una	combinación	con	un	fregadero	para	recolectar	aguas	residuales	de	cada	
habitación	de	aislamiento,	y	se	fabrica	para	ensamblar	dos	fregaderos	económicos	(Imagen	
7).	 	El	balde	de	la	base	(sin	patas)	se	ensambla	directamente	en	suelo	no	perforado.	El	
segundo	fregadero	(con	patas)	se	ensambla	dentro	del	balde	inferior	y	se	bombea	para	
drenarlo	sin	salpicar	agua.		La	bomba	de	sumidero	con	un	interruptor	de	
encendido/apagado	automático	se	ensambla	dentro	del	balde	inferior	para	bombear	el	
agua	residual	a	la	estación	central	de	tratamiento	(Imagen	8).		El	tubo	superior	se	puede	
sondear	para	que	funcione	como	fregadero	si	lo	desea,	o	también	se	pueden	conectar	
líneas	de	mangueras	entre	cada	habitación	para	proporcionar	fuentes	de	agua	filtrada.	
	
A	continuación	se	muestra	el	listado	de	los	artículos	que	se	utilizaron	para	los	baldes	de	
recolección	de	aguas	residuales	en	las	imágenes	6	y	7:		

Utilidad	de	dos	fregaderos	
Bomba	de	sumidero8	
Tubos	y	codos	de	PVC	
Tubería	

	

                                                
www.flotecpump.com/pdf/Page_06_2004.pdf 
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Imagen	8.	Estación	central	de	tratamiento	y	almacenamiento	de	agua	del	edificio.	

	
Toda	el	agua	es	tratada	cuando	entra	y	sale	del	IAR	en	estación	central	de	tratamiento.	Se	
utiliza	un	contenedor	de	agua	más	grande	para	almacenar	el	agua	reconstituida	por	osmosis	
inversa	(OI)	que	se	bombeó	a	cada	habitación	como	fuera	necesario	(lado	derecho	de	la	
imagen	8;	revisar	capítulo	1	para	información	adicional	como	la	reconstitución	OI	de	agua).	
Se	utilizan	dos	barriles	para	juntar	todas	las	aguas	residuales	(centro	de	la	imagen	8),	el	cual	
después	es	tratado	con	un	blanqueador	de	uso	doméstico	por	12	horas	antes	de	ser	
liberado	en	el	alcantarillado	de	la	ciudad.	Revisar	capítulo	3	para	mayor	información	sobre	
el	tratamiento	de	aguas	residuales.	
	
A	continuación	se	muestra	el	listado	de	los	artículos	utilizados	para	el	tratamiento	de	agua	
afluente	y	efluente	dentro	de	las	habitaciones	en	la	imagen	8:	

Tanque	de	almacenamiento	de	agua	OI	de	300	galones	(1135	L)	
Sistemas	de	filtro	OI	 	 	
Alimentación	de	reconstitución	OI	
Barril	de	tratamiento	de	aguas	residuales	de	2	@	55	galón	(208	L)		
Sistema	de	alimentación	de	blanqueador	
Tuberías	de	PVC	
Tubería	
Kit	de	prueba	de	calidad	del	agua	
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Imagen	9.	Adaptación	de	la	iluminación	en	los	estantes.	

	
La	iluminación	en	todos	los	estantes	es	proporcionada	de	dos	maneras:	como	iluminación	
compacta	fluorescente	sobre	cada	repisa	para	proporcionar	luz	ultravioleta,	y	pequeñas	
lámparas	de	calor	en	cada	recinto	para	proporcionar	sitios	de	calentamiento	para	las	
especies	que	requieran	temperaturas	más	elevadas	(Imagen	9).		
	
A	continuación	se	muestra	un	listado	de	los	artículos	que	se	utilizaron	en	la	iluminación	de	
habitación	en	la	imagen	9:		

Iluminación	fija9	
Focos10	

	
	
Resumen	presupuestario	para	un	IAR	de	8	x	8	x	8pies	(2.4	x	2.4	x	2.4m):	
Materiales	de	la	habitación	1.100	UDS	

Estanterías	270	USD	
Calefacción	700	USD	
Tanques	para	ranas	145	UDS	cada	uno	y	x18	=	2.160	USD		
Iluminación	210	USD	cada	uno	y	x9	=	1.890	USD	
Tuberías	450	USD	

Conductos	eléctricos	200	USD	
Total	para	una	habitación	7.220	USD	

	

                                                
www.drsfostersmith.com/Product/Prod_Display.cfm?pcatid=3773&N=2004+113345 
www.esuweb.com/cardfile.asp?ItemNumber=55112&IDProductRelationship=281 
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Conclusión	
El	Zoológico	de	Johannesburgo	de	Sudáfrica	ha	utilizado	tecnología	y	prácticas	similares	
para	desarrollar	habitaciones	de	aislamiento	para	anfibios,	en	sus	intentos	por	cumplir	con	
los	estándares	de	la	bioseguridad	en	su	Centro	de	Conservación	de	Anfibios.	En	el	zoológico	
de	Johannesburgurgo,	se	modificó	un	edificio	ubicado	en	sus	terrenos	para	alojar	diversas	
especies	en	peligro	de	extinción,	previstas	para	el	programa	de	liberación.	Los	métodos	
descritos	a	continuación	parecen	estar	funcionando	bien	para	ellos;	demostrando	la	
transferibilidad	del	zoológico	Henry	Doorly	de	Omaha	no	sólo	a	otros	parques	zoológicos	y	
acuarios	acreditados	por	AZA,	sino	que	también	a	las	instalaciones	internacionales.			
	
Este	capítulo	demuestra	que	con	un	poco	de	imaginación,	las	instituciones	son	capaces	de	
seguir	las	recomendaciones	de	bioseguridad,	recibidas	por	La	CBSG		y	el	Taller	de	
Planeación	de	Conservación	de	Anfibios	ex	situ	de	WAZA	con	una	inversión	de	espacio	y	de	
recursos	financieros	relativamente	más	bajos.	Con	suerte,	esto	va	a	motivar	a	otros	a	
considerar	la	construcción	de	sus	propios	IAR,	y	a	intentar	salvar	por	lo	menos	una	especies	
o	un	grupo	de	anfibios.		
	

Referencias	
Zippel,	K.,	R.	Lacey,	O.	Byers	(eds.)	2006.	CBSG/WAZA	Reporte	final	del		Taller	de	Planeación	
de	Conservación	de	anfibios	ex	situ.	IUCN/SSC	Conservation	Breeding	Specialist	Group,	
Apple	Valley,	MN	55124,	USA.	Pp.	65.		
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Apéndice	4:	
	
Análisis	de	riesgos	de	enfermedades	y	vigilancia	sanitaria	para	programas	de	recuperación	

de	especies	
	

La	rana	verde	centroeuropea	(Pelophylax	lessonae,	anteriormente	llamada	Rana	
lessonae)	

	
Informe	a	Inglaterra	Natural:		

Análisis	de	riesgos	de	enfermedades	para	el	desplazamiento	a	la	vida	silvestre	de	ranas	
verdes	reintroducidas	a	una	segunda	ubicación	en	Inglaterra.	

Abril	2015	
	

Dr	Justine	Shotton	
BSc	BVSc	MSc	MRCVS	

Y	
Dr	Tony	Sainsbury	

BVetMed	CertZooMed	DVetMed	DipECZM	(Salud	de	la	población	silvestre)	MRCVS	
Especialistas	Europeos	Reconocidos	en	Medicina	zoológica	(salud	de	la	población	silvestre)	
	

	
1. Introducción	y	origen	

Entre	2003	 y	2005,	 el	 grupo	de	Análisis	 de	Riesgo	de	Enfermedades	 y	Vigilancia	 Sanitaria	
(DRAHS)	 de	 la	 Sociedad	 Zoológica	 de	 Londres	 (ZSL)	 elaboraron	 un	 Análisis	 detallado	 de	
Riesgo	de	Enfermedades	(DRA)	para	la	reintroducción	de	ranas	verdes	(Pelophylax	lessonae,	
originalmente	 Rana	 lessonae)	 de	 Suecia	 al	 Reino	 Unido.	 	 El	 DRA	 del	 2003/05	 detalló	 la	
disminución	 global	 de	 anfibios	 en	 ese	 tiempo	 y	 la	 asociación	 de	 esto	 con	 enfermedades	
infecciosas	 (Ver	 Sainsbury	 et	 al	 2004).	 	 Estos	 incluyeron	 la	 consideración	 del	 ranavirus	
(iridovirus)	que	fue	asociado	con	las	muertes	masivas	en	varios	países,	incluyendo	el	Reino	
Unido	 (Cunningham	et	 al	 1996),	 y	 el	 hongo	quítrido	Batrachochytrium	dendrobatidis	 (Bd)	
que	también	estuvo	involucrado	en	disminución	global	de	la	población	de	anfibios	(Daszak	
et	al	2000).		
	
El	DRA	de	2003/05	investigó	el	conocimiento	actual	del	riesgo	de	enfermedades	a	través	de	
una	 revisión	 de	 la	 bibliografía	 y	 de	 consultas	 a	 expertos,	 llevando	 a	 cabo	 revisiones	
detalladas	 por	 agentes	 infecciosos	 en	 las	 poblaciones	 de	 origen	 de	 ranas	 verdes,	 y	 las	
poblaciones	 de	 destino	 de	 anfibios	 nativos;	 llevando	 a	 cabo	 evaluaciones	 de	 riesgos	 de	
enfermedades	(Tabla	1)	e	ilustrando	guías	de	manejos	para	cada	agente	patógeno	que	fuera	
considerado	un	riesgo	en	el	desplazamiento	de	ranas	verdes	libres	de	poblaciones	de	origen	
de	 Suecia,	 al	 lugar	 de	 liberación	 identificado	 en	 Inglaterra.	 	 La	 reintroducción	 apuntó	 a	
restablecer	 la	 población	 de	 ranas	 verdes	 en	 el	 Reino	 Unido,	 seguido	 de	 su	 extinción	 a	
mediados	de	1990	(Buckley	and	Foster	2005).	Los	resultados	de	la	DRA	fueron	considerados	
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como	un	componente	del	costo-beneficio	del	análisis	de	este	desplazamiento	antes	que	se	
llevara	a	cabo.		La	reintroducción	de	ranas	verdes	comenzó	en	2005.		
	
En	 la	 revisión	 de	 las	 ranas	 verdes	 suecas	 y	 los	 anfibios	 nativos	 por	 agentes	 infecciosos,	
durante	el	DRA	de	2003/05,	la	mayoría	de	agentes	infecciosos	detectados	se	presentaron	en	
los	anfibios	nativos	y	en	 las	ranas	suecas;	y	por	consiguiente,	se	descartó	como	un	riesgo.		
Los	agentes	infecciosos	detectados	en	ranas	verdes	pero	no	en	anfibios	nativos,	incluyeron	
helmintos,	 protozoos	 opalíneos	 y	 parásitos	 	 parecidos	 a	 los	 tripanosomátidos.	 	 Se	
detectaron	helmintos	en	 los	 intestinos	de	siete	 ranas	verdes,	 los	que	 fueron	 identificados	
como	 nemátodos	 rhabditis	 (E	 Harris)	 y	 fueron	 considerados	 como	 no	 patogénicos	 a	 los	
anfibios.			Se	encontraron	protozoos	en	los	intestinos	de	29	ranas	verdes,	y	su	identificación	
a	nivel	de	especies	no	fue	posible	debido	a	la	ausencia	de	experiencia.			Se	llevó	a	cabo	una	
evaluación	 de	 riesgo	 de	 enfermedades	 en	 tripanosomátidos	 y	 en	 protozoos	 opalíneos,	
siendo	 ambos	 considerados	 como	 un	 riesgo	 bajo	 de	 causar	 enfermedades	 en	 anfibios	
nativos.		No	se	han	detectado	ningún	tipo	de	agente	en	asociación	con	enfermedades	en	el	
sitio	de	reintroducción	desde	2005;	sin	embargo,	ha	sido	difícil	detectar	en	estos	lugares	la	
enfermedad	 y	 muerte	 de	 los	 anfibios.	 	 A	 pesar	 que	 nuestro	 análisis	 de	 riesgo	 de	
enfermedades	 no	detectara	 ningún	parásito	 con	un	 alto	 riesgo	de	 causar	 enfermedad	en	
poblaciones	 de	 anfibios	 nativos,	 no	 podemos	 descartar	 su	 presencia	 porque	 (i)	 la	
bibliografía	 sobre	 parásitos	 y	 enfermedad	 en	 anfibios	 en	 Suecia	 era	 limitada,	 (ii)	 los	
números	de	muestra	de	las	ranas	verdes	fueron	insuficientes	para	detectar	agentes	de	baja	
prevalencia	 y	 (iii)	 no	 pudimos	 utilizar	 pruebas	 apropiadas	 para	 algunos	 parásitos	
desconocidos	 e	 indetectados	 (presentado	 por	 Sainsbury	 et	 al).	 	 Además,	 hasta	 que	 la	
población	de	 ranas	 verdes	en	el	 sitio	de	 reintroducción	haya	 logrado	capacidad	de	 carga,	
puede	haber	una	ausencia	de	los	requerimientos	ecológicos	para	que	un	parásito	provoque	
una	enfermedad	(presentado	por	Sainsbury	et	al).	
	
De	 los	 agentes	 infecciosos	 que	 se	 detectaron	 en	 anfibios	 nativos,	 pero	 no	 en	 las	 ranas	
verdes	 por	 el	 DRA	 de	 2003/05,	 no	 se	 pudieron	 identificar	 flagelos,	 ciliados	 y	 formas	 de	
quistes	de	protozoos	a	nivel	de	especies,	y	la	extensión	de	Candida	kefyr	en	el	pale	ártico.		
El	rana	viral	no	fue	específicamente	defendido,	ya	que	se	sabía	que	estaba	presente	en	el	
Reino	Unido,	y	el	Bb	fue	detectado	en	el	Reino	Unido	al	mismo	tiempo	del	DRA.		 	Nuestro	
análisis	del	 riesgo	de	enfermedades,	 reconoció	el	Bd	y	el	 rana	viral	 como	uno	de	 los	más	
riesgosos	 de	 provocar	 enfermedades	 en	 las	 ranas	 verdes	 desplazadas,	 y	 	 el	
Amphibiocystidium	ranae	con	un	riesgo	medio	 (Tabla	1).	 	 	No	se	han	detectado	 	casos	de	
enfermedades	 asociados	 con	 estos	 agentes	 en	 el	 sitio	 de	 reintroducción,	 y	 tampoco	 la	
revisión	del	Bd	y	el	rana	viral	ha	detectado	estos	agentes	in	situ.	Es	posible	que	se	presente	
el	Bd	y	el	rana	viral	pero	sin	ser	detectados,	probablemente	porque	los	animales	infectados	
mueren	 y	 son	 saqueados	 y	 por	 lo	 tanto,	 no	 se	 han	 encontrado.	 	 La	 presencia	 del	 Bd-
asociado	 no	 detectado,	 o	 la	 enfermedad	 rana	 viral-asociada	 se	 da	 posiblemente	 (i)	
resultados	 positivos	 del	 estudio	 de	 anfibios	 nativos	 en	 otros	 sectores	 del	 Reino	 Unido	
(Cunningham	 and	Minting	 2008;	 ZSL/	 Defra/ARG-UK	 2011),	 (ii)	 los	 anfibios	 en	 el	 sitio	 de	
reintroducción	 pueden	 ser	 inmunológicamente	 nulos	 a	 estos	 agentes	 y	 por	 consiguiente,	
podrían	ser	hasta	ahora	una	enfermedad	epidémica	no	detectada,	y	(iii)	en	el	caso	del	rana	
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viral,	la	enfermedad	asociada	con	este	agente	ha	sido	reportado	en	ranas	verdes	(Ver	rana	
viral	DRA).		No	hay	barreras	ecológicas	o	geográficas	evidentes		sobre	la	propagación	de	Bd	
o	rana	viral	en	el	lugar	de	reintroducción,	el	cual	implica	que	la	propagación	natural	ocurrirá	
y	estos	agentes	permanecerán	como	amenaza	hacia	las	ranas	verdes	reintroducidas.		
	
Tabla	 1:	 Evaluación	 de	 riesgos	 para	 el	 desplazamiento	 de	 ranas	 verdes:	 patógenos	
significativos	y	otros	identificados	en	2004.		

	
	
Siguiendo	 el	 DRA,	 el	 manejo	 de	 los	 riesgos	 de	 enfermedades,	 y	 el	 post	 lanzamiento	 del	
protocolo	de	vigilancia	de	la	salud	(DRM	&	PRHS)	fue	ilustrado	por	la	ZSL	e	Inglaterra	natural	
(NE),	 y	 las	 ranas	 verdes	 fueron	 trasladadas	 de	 Suecia	 al	 Reino	 Unido,	 con	 la	 primera	
liberación	 en	 Julio	 de	 2005,	 y	 las	 liberaciones	 posteriores	 cada	 Junio	 hasta	 e	 incluyendo	
Junio	de	2008.		Fueron	liberadas	en	un	sitio	en	Norfolk,	el	cual	será	referido	como	sitio	1	de	
reintroducción.	 	Durante	 los	cuatro	años,	se	 importaron	desde	Suecia	huevos	y	ranas	 (ver	
tabla	 3),	 y	 un	 total	 3783	 ranas	 verdes	 de	 clado	 en	 varias	 etapas	 de	 su	 vida	 (ver	 tabla	 2)	
fueron	liberadas	en	el	sitio	1.			
	
Tabla	2:	Liberación	de	ranas	verdes	2005-8:	Sumario	de	números	y	etapas	de	vida	
	
Liberación	en	estanques	(nota-	diferencia	mínima	de	cantidades	importadas)	
	
	 2005	 2006	 2007	 2008	 Total	
Adultos	 23	 25	 17	 25	 90	
Juveniles	 26	 2	 30	 30	 88	
Total	(solo	
postmetamórfico)	

49	 27	 47	 55	 178	

	 	 	 	 	 	
larva	 118	 1607	 802	 18003	 3605	
Huevos	1	 0	 0	 0	 0	 0	
Total	(todos	los	
individs.)	

167	 1634	 127	 1855	 3783	

	
Notas:	
1	 Los	 huevos	 se	 importaron	durante	 algunos	 años	 pero	no	 fueron	 liberados	 directamente	 en	 los	 estanques;	 fueron	 criados	 hasta	 que	

eclosionaron	o	después	antes	de	ser	liberados.	
	
2	En	2007,	se	importaron	3000	huevos,	se	criaron	en	tanques	en	una	locación	segura,	en	la	misma	región	que	el	lugar	de	reintroducción,	y	

después	fueron	liberados	como	larvas;	sin	embargo,	hubo	un	crecimiento	débil	y	un	alto	nivel	de	mortalidad,	por	lo	que	solo	se	liberaron	

80	larvas.	

Pathogen  Geographical Distribution
Method of 

transmission/lifecycle
Infective for other 

species

Probability other 
species will 

contact pathogen

Prevalence 
pathogen in 
translocated 

animals

Chance 
establishment 
at release site

Pathogenicity for 
individual

Pathogenicity for 
target population

Pathogenicity for 
populations of other 

species
Ranavirus USA, Canada, UK direct? probably high unknown medium High High high High

Chytrid fungiworldwide (Spain, UK, Germany in Europe direct? probably high est. 2% medium High High high High
Dermocystidium sp USA, Italy direct? probably high unknown medium medium medium medium medium

Table 3.  Disease risk assessment for translocation of pool frogs :significant and other pathogens
Probability of establishment at release site Severity disease once established

Total Disease Risk
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3	En	2008,	se	importaron	3000	huevos,	se	criaron	en	el	exterior,	sobrevivieron	todas	las	larvas	pero	solo	se	liberaron	1800.	
	
	
	
Tabla	 3:	 Cantidad	 de	 animales	 exportados	 desde	 Suecia	 (nota:	 al	 final	 no	 se	 liberaron	
todos	-	ver	más	arriba)		
	 2005	 2006	 2007	 2008	 Total	
Adultos	 23	 25	 17	 25	 90	
Juveniles	 26	 2	 30	 30	 88	
Total	(solo	
postmetamórfico)	

49	 27	 47	 55	 178	

	 	 	 	 	 	
larva	 118	 1618	 0	 0	 1736	
Huevos	1	 0	 0	 3000	 3000	 6000	
Total	(todos	los	
individs.)	

167	 1634	 3047	 3055	 	

	
	
Desde	la	última	liberación	de	Suecia	en	2008,	la	población	actual	de	ranas	verdes	en	el	sitio	
1	ha	mostrado	una	disminución	gradual,	con	61	ranas	adultas	individuales	(34	machos	y	27	
hembras)	identificados	en	2014.		Sin	embargo,	indicadores	positivos	para	el	crecimiento	de	
la	población	incluye	el	hecho	que	se	encontraron	a	las	ranas	de	13	estanques	diferentes	a	lo	
largo	del	sitio,	y	hubo	evidencia	de	reproducción.		En	un	esfuerzo	por	aumentar	la	población	
de	 ranas	 verdes	 dentro	 del	 Reino	 Unido,	 se	 ha	 propuesto	 que	 los	 individuales	 de	 la	
población	inglesa	actual	en	el	sitio	1,	el	cual	será	referido	como	sitio	2	de	reintroducción,	el	
cual	está	en	la	misma	región	que	el	sitio	1.		El	método	sugerido	para	este	desplazamiento	es	
vía	"sitio	de	inicio",	donde	se	reúnen	huevos	de	rana	de	la	población	original,	y	se	crían	en	
un	 medio	 ambiente	 controlado	 y	 en	 un	 sitio	 separado,	 antes	 que	 los	 juveniles	 sean	
liberados	 en	 el	 lugar	 destinado	 (ver	 el	 documento	 de	 sitio	 de	 inicio,	 apéndice	 1).	 	 Esté	
método	 fue	 utilizado	 previamente	 en	 un	 intento	 de	 apoyar	 y	 aumentar	 la	 población	 de	
ranas	verdes	en	el	primero	sitio	de	liberación.			
	
El	 objetivo	 de	 este	 informe	 en	 investigar	 el	 riesgo	 de	 enfermedades	 asociadas	 con	 el	
desplazamiento	naturaleza-a-naturaleza	propuesta	de	 la	 reintroducción	de	 ranas	verdes	a	
un	segundo	sitio	dentro	del	Reino	Unido	 (incluyendo	el	elemento	de	sitio	de	 inicio).	 	Este	
DRA	cualitativo,	 continúa	el	método	descrito	por	Sainsbury	et	al	 (2012)	y	por	Sainsbury	y	
Vaughan-Higgins	 (2012).	 	 	 Este	 DRA	 ha	 sido	 ilustrado	 a	 través	 de	 revisiones	 literarias	 del	
estado	actual	de	las	enfermedades	de	anfibios,	ambos	en	el	Reino	Unido	y	a	nivel	mundial;	
juntos	con	una	consulta	profesional	y	con	los	resultados	del	trabajo	diario	de	vigilancia	de	
salud	de	las	ranas	verdes,	y	otro	de	población	anfibia	en	Sitio	1,	y	el	estado	de	parásitos	de	
anfibios	y	enfermedades	en	Sitio	2.			
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1.1	Objetivos	
1) Evaluar	el	potencial	para	la	introducción	de	agentes	infecciosos	desconocidos	al	destino	

medio	 ambiental,	 particularmente	 aquellos	 que	 podrían	 tener	 efectos	 nocivos	 en	
poblaciones	de	residentes	silvestres,	y/o	al	destino	medio	ambiental;	

2) Analizar	 el	 potencial	 para	 la	 intensificación	 artificial	 de	 enfermedades	 endémicas	 en	
anfibios	en	el	lugar	de	liberación,	por	la	introducción	de	nuevos	portadores.	

3) Determinar	 los	 riegos	 de	 desplazamiento	 de	 ranas	 verdes	 presentadas	 por	 agentes	
infecciosos	en	anfibios	en	el	lugar	de	liberación,	y	mejorarle	donde	sea	posible.		

4) Analizar	 y	 proponer	 mitigación	 contra	 los	 riesgos	 de	 enfermedad	 de	 parásitos	 que	
pueden	 portar	 las	 ranas	 verdes	 durante	 el	 camino	 de	 desplazamiento,	 que	 durante	
momentos	de	estrés	pueden	provocar	enfermedad	clínica.		

5) Garantizar	 que	 el	 desplazamiento	 tiene	 efectos	 mínimos	 en	 el	 bienestar	 de	 ranas	
verdes	y	otros	animales.		

6) Evaluar	el	 riesgo	de	enfermedad	de	agentes	no	 infecciosos,	presentados	en	el	 sitio	de	
inicio	 o	 lugar	 de	 liberación,	 que	 puedan	 afectar	 negativamente	 a	 las	 ranas	 verdes	
desplazas.		

7) Considerar	todos	los	riesgos	zoonóticos	que	pudieran	ser	relevantes	a	la	salud	humana	
durante	el	camino	de	desplazamiento.		

8) Garantizar	que	 las	 ranas	 verdes	desplazadas	están	en	buena	 salud,	 con	el	objetivo	de	
mejorar	 el	 éxito	 del	 desplazamiento	 a	 través	 de	 (i)	 buenas	 prácticas	 de	 cría,	
bioseguridad	 en	 los	 lugares	 del	 sitio	 de	 inicio,	 y	monitoreo	 de	 salud,	 y	 (ii)	mitigar	 las	
consecuencias	potenciales	negativas	de	los	riesgos	identificados	por	la	DRA	en	las	ranas;	

9) Recopilar	mayor	información	en	los	riesgos	identificados	a	través	de	vigilancia	de	salud	
pre	y	post	liberación,	para	informar	y	revisar	el	DRA	continuamente;	

10) Conservar	 la	 fauna	parasitaria	 comensal	 y	 la	 flora	 de	 ranas	 verdes	 desplazadas;	 y	 por	
consiguiente,	 mejorar	 la	 biodiversidad	 del	 medio	 ambiente	 destinado,	 y	 permitir	 el	
desarrollo	 de	 las	 respuestas	 apropiadas	 de	 los	 portadores	 inmunes	 previo	 a	 la	
exposición	potencial	de	las	ranas	a	parásitos	similares	en	el	nuevo	sitio;	

11) Detectar	 riesgos	 de	 enfermedades	 desconocidos	 o	 no	 identificados,	 que	 podrían	
volverse	evidentes	durante	el	desplazamiento,	a	través	de	la	incidencia	de	enfermedad,	
y	de	desarrollar	 una	 inversión	en	el	 seguimiento	posterior	 a	 la	 liberación	mediante	el	
seguimientos	 	 de	 datos	 demográficos	 y	 de	 salud	 para	 obtener	 información	 en	 (i)	 la	
reevaluación	del	riesgo	de	enfermedades	durante	la	desplazamiento	de	ranas	verdes,	(ii)	
dilucidar	 la	 interacción	entre	enfermedad	y	población	activa	de	anfibios	en	 Inglaterra;	
	 		 	

12) Monitorear	 el	 efecto	 de	 la	 reintroducción	 de	 ranas	 verdes	 en	 la	 salud	 de	 anfibios	
simpátricos	en	el	lugar	de	reintroducción	y	en	áreas	circundantes.	

	
1.2	Cambios	en	nuestro	entendimiento	de	las	enfermedades	de	anfibios	en	el	Reino	Unido	
desde	el	último	DRA.		
Hay	 información	 disponible	 limitada	 sobre	 el	 estado	 actual	 de	 la	 distribución	 de	 hongos	
quitridios,	 Batrachochytrium	 dendrobatidis	 (Bd)	 y	 ranavirus	 (FV3	 y	 cepas	 de	 CMTV)	 a	 lo	
largo	del	Reino	Unido.		Hay	incluso	menor	información	disponible	para	otros	patógenos	en	
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anfibios.		Sin	embargo,	los	análisis	de	riesgos	de	enfermedad	para	estos	agentes	infecciosos,	
han	sido	actualizados	en	base	a	 información	publicada	recientemente,	y	que	se	describen	
más	adelante	en	este	informe.		
Continuando	 con	 la	 reintroducción	 de	 ranas	 verdes	 en	 el	 Reino	 Unido	 desde	 Suecia,	 se	
comenzó	una	vigilancia	de	salud	extensiva	de	post-liberación.	
	
1.3	Resultados	de	PRHS	en	Sitio	1	desde	el	2006	
La	 vigilancia	 de	 la	 salud	 post	 liberación,	 fue	 desarrollada	 en	 la	 reintroducción	 de	 ranas	
verdes	y	en	su	descendencia,	y	en	anfibios	silvestres	en	el	lugar	de	liberación	entre	2006	y	
2012;	sin	embargo,	el	monitoreo	de	salud	de	las	ranas	verdes	se	suspendió	en	2010	(pero	
comenzaremos	 otra	 vez	 si	 hay	 alguna	 evidencia	 de	 disminución	 del	 número	 de	 la	
población).		El	monitoreo	de	ranas	y	sapos	comunes	aumentó	en	el	2010,	2011,	y	2012	con	
el	propósito	de	alcanzar	el	número	destino	(30)	de	cada	especie.		
	
La	tabla	4	lista	el	número	de	ranas	verdes	clínicamente	examinadas	entre	2006	y	2012	en	el	
lugar	de	reintroducción.		La	examinación	de	la	salud	de	ranas	verdes	y	anfibios	silvestres	se	
llevó	 a	 cabo	 en	 un	 intervalo	 de	 meses	 en	 el	 lugar	 de	 reintroducción	 entre	 Mayo	 y	
Septiembre	 en	 el	 2006	 y	 2007.	 	 En	 el	 2008,	 las	 primeras	 examinaciones	 de	 anfibios	
silvestres,	 se	 llevó	 a	 cabo	 en	Marzo,	 y	 en	 Agosto	 no	 hubo	 examinaciones.	 	 	 Los	 anfibios	
silvestres	 (ranas	 comunes,	 tritones	 crestados,	 y	 tritones	 comunes)	 fueron	 examinados	 en	
Mayo,	Julio,	Agosto	y	Septiembre	en	2006	y	2007,	y	en	Marzo,	Mayo,	Julio	y	Septiembre	en	
el	 2008.	Desde	el	 2009,	 las	examinaciones	 se	 llevaron	a	 cabo	en	 tres	especies	más	 sapos	
comunes;	en	2009	se	llevaron	a	cabo	examinaciones	en	Marzo,	Mayo	y	Septiembre;	en	2010	
en	Marzo	y	Septiembre;	y	desde	ahí,	en	2011	y	2012,	las	examinaciones	se	llevaron	a	cabo	
sólo	 en	 Marzo.	 	 Entre	 paréntesis,	 el	 promedio	 y	 rango	 de	 los	 anfibios	 silvestres	 que	 se	
examinaron	anualmente	fue	el	siguiente:	promedio	de	25	tritones	comunes		(rango	de	0	y	
62),	 promedio	de	23	 tritones	 crestados	 (rango	de	0	 y	42),	 promedio	de	9	 ranas	 comunes	
(rango	de	1	a	20),	y	un	promedio	de	31	sapos	comunes	(rango	de	29	a	34).		Inmediatamente	
después	de	la	examinación,	los	anfibios	juveniles	y	adultos	fueron	devueltos	a	sus	estanques	
de	 origen.	 Continuando	 la	 examinación,	 las	 larvas	 son	 (i)	 re-liberadas	 en	 recintos	 para	
renacuajos,	o	(ii)	re-liberadas	directamente	en	un	estanque.		
	
El	 tamaño	de	muestra	de	 los	 anfibios	 silvestres	 y	 las	 ranas	 verdes	que	 se	examinaron,	 se	
escogieron	en	base	a	la	proporción	de	la	población	propensa	a	verse	afectada	por	un	brote	
de	enfermedades,	y	la	probabilidad	de	detectar	individuos	enfermos.		La	evaluación	original	
de	 riesgos	 de	 enfermedades	 sugirió	 que	 el	 Bd	 y	 el	 ranavirus	 fueron	 los	 agentes	 más	
propensos	 a	 causar	 enfermedad	 en	 la	 población	 reintroducida	 de	 ranas	 verdes.	 	 En	 la	
enfermedad	rana	viral	y	en	la	epidemia	de	quitridiomicosis	que	se	reportó	en	EEUU,	se	ha	
conocido	 que	 la	 mortalidad	 excedió	 el	 90%	 en	 los	 sitios	 afectados	 (Green,	 Converse	 y	
Schrader,	 2002),	 probablemente	 dependiente	 en	 especies	 susceptibles	 (Blaustein	 et	 al	
2005;	Brunner	et	al	2005).	 	 	 	Fue	 imposible	predecir	 la	susceptibilidad	de	 las	ranas	verdes	
basado	en	cualquier	evidencia	en	2005,	y	las	investigaciones	subsecuentes	sugirieron	que	la	
susceptibilidad	es	variable	dentro	de	las	especies	(Padgett-	Flohr	y	Hayes	2011;	Woodhams	
et	 al	 2011),	 y	 entonces,	 se	 tomó	 una	 decisión	 para	 tratar	 de	 detectar	 un	 brote	 de	
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enfermedad	afectando	el	10%	de	la	población	porque	este	grado	de	mortalidad	podría	ser	
significante	 para	 la	 viabilidad	 de	 la	 población.	 	 Con	 el	 fin	 de	 detectar	 una	 única	 rana	
enferma	con	el	95%	de	confianza	para	una	enfermedad	que	provoca	el	10%	de	mortalidad	
en	 una	 población	 de	 250	 ranas,	 se	 predice	 que	 29	 ranas	 requieren	 de	 un	 examen	
(DiGiacomo	 y	 Koepsell	 1986),	 y	 por	 lo	 tanto,	 decidimos	 tratar	 de	 examinar	 al	 menos	 29	
ranas	 verdes	 en	 cada	 visita.	 	 No	 tenemos	 información	 sobre	 el	 análisis	 de	 riesgo	 de	
enfermedades	 con	 el	 cual	 predecir	 el	 número	 de	 anfibios	 silvestres	 que	 requieran	 ser	
examinados,	 y	 probablemente	 la	 mayor	 amenaza	 de	 enfermedad	 a	 estas	 especies,	 fue	
planteado	por	agentes	no	detectados	de	enfermedad	con	patógenos	desconocidos;	 y	por	
consiguiente,	en	la	ausencia	de	una	mejore	guía,	escogimos	examinar	aproximadamente	30	
animales	de	cada	especie	en	cada	visita.			
	
Para	el	otoño	del	2009,	nuestros	resultados	indicaron	que	la	reintroducción	de	la	población	
de	ranas	verdes	era	saludable	después	de	su	liberación,	y	lo	signos	de	reproducción	habían	
sido	 detectados	 tan	 temprano	 cuando	 las	 ranas	 verdes	 liberadas	 en	 el	 2006	 habían	 sido	
engendradas	 (Foster	 et	 al.,	 en	 prep).	 	 Dado	 estos	 descubrimientos	 y	 restricciones	 de	
recursos,	 escogimos	 dedicar	 las	 actividades	 de	monitoreo	 de	 salud	 a	 los	 anfibios	 nativos.		
Para	 fines	 de	 2010,	 no	 se	 había	 detectado	 ninguna	 enfermedad	 preocupante	 en	 tritones	
comunes	o	en	tritones	crestados;	y	por	consiguiente,	enfocamos	las	examinaciones	de	salud	
en	 ranas	 comunes	 y	 en	 sapos	 comunes,	 porque	 estas	 especies	 tienen	 una	 relación	
filogenética	 cercanas	 con	 las	 ranas	 verdes,	 y	 por	 lo	 tanto	 son	 consideradas	 como	 más	
propensas	 a	 contraer	 parásitos	 nuevos.	 	 Al	mismo	 tiempo,	 seguimos	 cuidadosamente	 los	
resultados	del	monitoreo	de	 la	población	que	habían	sido	 llevados	a	cabo	por	Foster	et	al	
(en	prep)	en	disposición	de	alterar	el	enfoque	de	nuestra	supervisión	de	la	salud	en	caso	de	
que	alguna	de	las	poblaciones	de	anfibios	demuestre	una	disminución.		
	
Tabla	 4:	 	 	 Cantidad	 de	 ranas	 verdes	 examinadas	 clínicamente	 antes	 y	 después	 de	 la	
reintroducción	entre	2006	y	2012	

Examinación	de	ranas	verdes	
adultas	y	juveniles	antes	de	su	
reintroducción	en	Suecia	y	Reino	

Unido	

Examinación	de	ranas	verdes	después	de	su	
reintroducción	

2006	 2007	 2008	 2006	 2007	 2008	 2009	 20
10	

20
11	

20
12	

27	
(incluy
endo	 2	
juvenil
es)	

47	
(Incluyendo	
30	
juveniles)	
más	
aproximada
mente	
entre	 2000	
y	 4000	

47	
(Incluyendo	
30	
juveniles)	 y	
aproximada
mente	
3000	
huevos	

47	
(incluye
ndo	 22	
metamo
rfos)	

30	
(incluy
endo	
12	
juvenil
es)	

55	
(incluy
endo	 1	
juvenil)	

38	
(incluy
endo	 6	
juvenil
es)	

1	 1	 1	
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huevos	
	
La	 tabla	5	describe	 las	enfermedades	detectadas	en	 las	 ranas	verdes	y	en	 las	especies	de	
anfibios	 silvestres	 entre	 2006	 y	 2012	 en	 el	 lugar	 de	 reintroducción.	 Se	 sospechó	 que	 las	
heridas	 observadas	 en	 la	 lengua	 de	 6	 ranas	 verdes	 se	 asociaron	 con	 la	 alimentación	 de	
presas,	porque	estas	ranas	verdes	fueron	observadas	comiendo	libélulas	adultas	previo	a	su	
captura.	 La	 siguiente	 bacteria	 fue	 criada	 en	 un	 cultivo	 puro:	 	 Lesiones	 cutáneas	 de	
Burkholderia	 cepacia	 por	 erythematous	 de	 dos	 ranas	 verdes	 antes	 de	 su	 liberación;	
Aeromonas	 hydrophila	 de	 una	 rana	 verde	 con	 una	 lesión	 cutánea	menor	 post-liberación;	
Pseudomonas	 fluorescens	 (0157557)	 por	 lesiones	 cutáneas	menores	 en	 tres	 ranas	 verdes	
post-liberación;	 Burkholderia	 cepacia	 de	 una	 úlcera	 superficial	 en	 un	 tritón	 crestado.	 	 	 La	
siguiente	bacteria	fue	cultivada	como	crecimiento	predominante:	Pasteurella	aerogenes	de	
úlceras	punteadas	encontrada	en	una	de	 las	ranas	comunes	con	estas	 lesiones	y	Ralstonia	
pickettii	 (0041455)	 de	 una	 rana	 común	 macho	 con	 epidermis	 engrosada	 amarilla	 en	 el	
vientre	 y	 en	 las	 extremidades	medias	 ocultas.	 	 Aparentemente,	 estos	 fueron	 los	 primeros	
aislamientos	registrados	de	Ralstonia	pickettii	y	Burkholderia	cepacia	de	anfibios	silvestres	
en	el	Reino	Unido	(y	Ralstonia	pickettii	también	fue	aislada	de	tres	ranas	verdes	en	cultivos	
mezclados),	 pero	 ambas	 bacterias	 han	 sido	 ampliamente	 informadas	 por	 el	 Reino	 Unido	
(Muhdi	et	al	1996,	Sousa	et	al.	2000;	Ryan	et	al.	2006;	Weidmann	et	al.	2008,	La	Agencia	
Medioambiental	 2002,	 Agencia	 de	 protección	 de	 salud	 2008,	 2009).	 	 En	 2006	 y	 2007	 los	
hisopos	 secos	 recolectados	 de	 todas	 las	 lesiones	 de	 todas	 las	 especies	 examinadas	 en	 el	
lugar	 de	 reintroducción,	 y	 examinadas	 por	 PCR	 por	 Batrachochytrium	 dendrobatidis	 (Bd)	
fueron	negativas	para	los	hongos.			
	
Desde	el	2008	los	hisopos	secos	recolectados	de	 la	piel	 inguinal	y	de	 las	patas	traseras	de	
todas	las	ranas	y	sapos	(aquellos	con	y	sin	lesiones)	(entre	2008	y	2009,	18	ranas	verdes	y	5	
otros	anfibios,	se	recogieron	muestras	con	un	hisopo	por	Bd,	y	todos	estos	fueron	además	
negativos)	y	por	lesiones	en	tritones	fueron	negativos	por	Bd	en	PCR.	PCR	para	ranavirus	fue	
llevado	 a	 cabo	 con	 muestras	 de	 piel	 con	 hisopos	 de	 todos	 los	 animales	 con	 lesiones	
cutáneas,	examinados	en	el	lugar	de	reintroducción	desde	el	2011	y	no	se	detectaron	virus.		
Las	 interrupciones	 de	 las	 úlceras	 descritas	 en	 dos	 ranas	 comunes	 fueron	 consistentes	 en	
apariencia	con	la	infección	de	Amphibiocystidium	ranae,	pero	este	hongo	no	fue	detectado.		
Se	detectó	un	parásito	único	en	una	de	dos	ranas	comunes,	sin	signos	de	enfermedad,	y	uno	
de	estos	parásitos	fue	identificado	como	Helobdella	stagnali.			
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Tabla	5:		La	cantidad	de	casos	de	enfermedades	detectadas	durante	la	examinación	clínica	
de	 ranas	 verdes	 y	 anfibios	nativos	examinados	en	el	 lugar	de	 reintroducción	 (Todos	 los	
datos	recopilados	combinados	entre	2006	y	2012).	
Descubrimientos	clínicos	 Tritón	

común	
Tritón	
crestad

o	

Rana	verde	 Rana	
común	

Sapo	
común	

	 	 	 	 	 	 	
Enfermedades	
infecciosas	 o	
infecciones	
sospechosas	

Eritema	de	la	piel	 2	 	 3	 2	 	
Ulceración	
superficial	 de	 la	
piel	

	 1	 1	 1	 1	

Otras	 lesiones	
cutáneas	menores	

3	 2	 20	 3	 3	

Múltiples	 úlceras	
punteadas	 en	 el	
dorso	

	 	 	 2	 	

Epidermis	 espesa	
amarilla	 en	 el	
vientre	 y	 patas	
traseras	medias	

	 	 	 2	 	

	 	 	 	 	 	
Inflamación	 de,	 y	
movilidad	 excesiva	
en	 la	 articulación	
mandibular	

	 	 	
1	

	 	

Enfermedades	
no	 infecciosas	
y	 lesiones	
traumáticas	

Pérdida	 de	 una	
parte	 de	 una	
extremidad	

	 4	 1	 3	 	

Heridas	 leves	
menores	en	la	piel		

4	 2	 5	 2	 2	

Heridas	 rojizas	
pequeñas	 en	 la	
lengua	(<1mm)	

	 	 6	 	 	

Trauma	 menor	 de	
la	mucosa	oral	

	 	 	 	 3	

Enfermedades	
diversas	

Condición	 corporal	
pobre,	 celoma	
flácido	

	 	 2	 	 	

N.B.	Más	 de	 un	 descubrimiento	 clínico	 pudo	 haber	 sido	 registrado	 en	 un	 sólo	 animal;	 la	
ubicación	de	las	lesiones	en	el	cuerpo	del	animal	fueron	variadas	si	no	se	indicaron;	todos	los	
animales	estaban	activos	y	alertas.	
Durante	 las	 visitas	 de	monitoreo	ecológico	 y	 del	 salud	 al	 lugar,	 el	 personal	 revisaba	 cada	
estanque	y	alrededores	en	el	lugar	de	reintroducción	por	anfibios	muertos.		
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La	tabla	6	muestra	el	 resultado	de	examinaciones	patológicas	en	dos	ranas	verdes	que	se	
encontraron	muertas.			
Foster	 et	 al	 (en	 prep)	 utilizó	 registros	 de	 captura-marca-recaptura	 para	 mostrar	 que	 la	
población	de	ranas	verdes	en	el	 lugar	de	reintroducción	fue	estable	para	el	2012,	con	una	
población	 máxima	 estimada	 de	 7	 adultos,	 y,	 de	 un	 punto	 bajo	 en	 2009	 fue	 posible	
evidenciar	el	crecimiento.		El	proyecto	aún	no	debería	ser	considerado	un	éxito.	
	
Tabla	 6:	 	 Resultados	 de	 la	 examinación	 post-mortem	 para	 las	 ranas	 verdes	 que	 se	
encontraron	muertas	en	el	 lugar	de	 la	reintroducción	como	componente	de	 la	vigilancia	
de	la	salud	posterior	a	la	liberación.	
Historia	 Edad	 Sexo	 Fecha	 en	 la	

que	 se	
encontró	
muerto	

Descubrimientos	patológicos	

Encontrados	 en	
aguas	 poco	
profundas	 en	 el	
borde	 del	
estanque	5		

Adulto	 M	 10	 de	 Marzo	
de	2007	

Se	 presentaron	 dos	 áreas	 de	
eritema	sobre	el	aspecto	ventral	en	
ambos	 hombros,	 de	
aproximadamente	 7mm	 de	
diámetro.	 El	 área	 central	 inguinal	
también	 tenía	 eritema.	 	 	 Las	
heridas	 sin	 moretones	 en	 celoma,	
sugirieron	 una	 búsqueda	 post	
mortem.	 	 El	 corazón,	 el	 tracto	
gastrointestinal	medio	 y	 caudal,	 el	
hígado	 y	 el	 bazo	 probablemente	
han	 sido	 removidos	 por	 un	
carroñero.	 No	 se	 detectaron	 otras	
anomalías.	

Encontrados	 en	 la	
superficie	 de	 los	
estanques	 en	 el	
lugar	 de	
reintroducción	

Adulto	 F	 7	de	Marzo	de	
2010	

Buena	 condición	 corporal	 con	
depósitos	 de	 grasa	 celómica;	
huevos	 presentados	 en	 el	 caudal	
celómico,	 blanco,	 lana	 algodonada	
como	 crecimiento	 cubrió	 la	
superficie	 del	 cuerpo;	 hígado	
congestionado,	 tracto	
gastrointestinal	y	riñones,	columna	
lumbar	 congestionada	 al	 nivel	 del	
uróstilo.	 	 Una	 mezcla	 de	
crecimiento	 moderado	 de	
Aeromonas	 hydrophila/caviae	 fue	
aislado	 de	 la	 piel,	 de	 la	 cavidad	
oral,	 del	 corazón	 y	 de	 los	
intestinos,	 y	 la	 Ochrobacterium	
antrhopi	 de	 la	 cavidad	 oral	 e	
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intestinal.	No	hay	hongos	aislados.		
PCR	 por	 hongos	 quitridios	 y	
ranavirus	negativos.		Peso	corporal	
de	14g.			

	
El	PRHS	que	se	comenzó	en	el	Sitio	1	no	ha	detectado	ningún	agente	infeccioso	o	brote	de	
enfermedades	 preocupantes,	 y	 la	 mayoría	 de	 las	 ranas	 verdes	 y	 anfibios	 silvestres	
mostraron	 signos	 de	 buena	 salud.	 	 Como	 se	 mencionó	 anteriormente,	 ni	 la	 Bd	 ni	 el	
ranavirus	 han	 sido	 detectados	 en	 el	 Sitio	 1,	 y	 ambos	 agentes	 presentaron	 una	 potencial	
amenaza	para	las	ranas	verdes.		Una	pequeña	población	de	ranas	verdes	permanece	en	el	
Sitio	 y	 continúa	 la	 vigilancia	 de	 la	 salud.	 	 Se	 habría	 esperado	 que	 la	 población	 hubiera	
crecido,	dado	 los	 recursos	aparentemente	buenos,	 a	 la	 capacidad	de	 carga,	 y	el	proyecto	
aún	no	se	puede	considerar	un	éxito.	
	

2. Métodos	

Se	obtuvo	el	camino	de	desplazamiento.		Se	consideraron	las	barreras	para	la	transferencia	
de	 parásitos	 entre	 el	 origen	 y	 los	 sitios	 de	 destino.	 	 Consolidamos	 el	 conocimiento	 del	
estado	actual	de	parásitos	de	la	población	de	ranas	verdes	en	el	Reino	Unido	a	través	de	un	
análisis	de	los	resultados	del	muestreo	de	vigilancia	de	salud	post	liberación,	y	el	estudio	de	
la	reintroducción	en	el	Sitio	1,	y	vía	bibliografía.			Se	actualizó	la	revisión	de	la	bibliografía	de	
parásitos	y	agentes	no	infecciosos,	llevada	a	cabo	en	2003-05	por	el	primer	desplazamiento.		
Si	 las	barreras	estuvieran	presentes,	planearíamos	considerar	el	origen	y	el	destino	de	 las	
amenazad	a	través	de	un	análisis	de	riesgo	de	enfermedades,	utilizando	el	método	descrito	
por	 Sainsbury	 y	 Vaughan-Higgins	 (2012).	 	 Analizamos	 transporte,	 portadores,	 población	 y	
amenazas	zoonóticas	como	apropiadas.		
	
Una	 vez	 que	 se	 ha	 completado	 el	 análisis	 de	 riesgo	 de	 enfermedades,	 y	 asumiendo	 que	
alguna	forma	de	desplazamiento	se	considera	viable,	un	protocolo	detallado	de	DMR	PRHS	
para	mantener	 la	salud	y	bienestar	de	 las	ranas	verdes	y	otros	animales,	y	monitorear	 las	
consecuencias	 del	 desplazamiento,	 se	 deben	 tener	 en	 cuenta	 y	 ser	 aprobadas.	 	 Este	
protocolo	 incluye	 guías	 sobre	manejo,	 cuarentena,	métodos	 de	 examinación	 de	 la	 salud,	
opciones	terapéuticas	y	métodos	de	examinación	patológica.		
	

3. Resultados	

3.1	Camino	de	desplazamiento	
El	 desplazamiento	 propuesto	 implica	 el	 sitio	 de	 inicio	 para	 que	 las	 ranas	 verdes	 sean	
desplazadas,	 utilizando	 técnicas	 similares	 a	 aquellas	 que	 se	 utilizaron	 en	 el	 2013	 (Baker,	
2014).	 	 Se	 tomarán	 los	 huevos	 del	 Sitio	 1,	 entonces	 los	 renacuajos	 pueden	 crecer	 bajo	
protección,	condiciones	de	cautiverio	en	el	Sitio/s	3.	 	 La	metamorfosis/ranitas	 resultantes	
serán	liberadas	dos	o	tres	meses	después	en	el	sitio	secundario	de	reintroducción	(Sitio	1),	
el	 cual	está	en	 la	misma	región	que	el	 sitio	primario.	 	El	 sitio	2	es	donde	existió	 la	última	
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población	silvestre	confirmada	de	ranas	verdes	de	Clade	norteñas	en	el	Reino	Unido,	antes	
de	su	extinción	en	los	años	90,	y	la	reintroducción	subsecuente	en	el	Sitio	1.						
	
No	hay	registros	sobre	enfermedades	de	anfibios	en	el	sitio	de	reintroducción	secundaria,	o	
en	cualquiera	de	las	posibles	sedes	de	sitio	de	inicio.	
	
Para	más	detalles	sobre	el	proceso	del	sitio	de	inicio,	por	favor	vea	el	 informe	del	sitio	de	
inicio	(Apéndice	1).		Los	sitios	actuales	del	sitio	de	inicio	propuestos	están	detallados	en	la	
Tabla	7.			
	
Los	 huevos	 de	 rana	 van	 a	 eclosionar	 en	 contenedores	 de	 plástico	 con	 agua	 corriente	
combinada	 agua	 de	 estanques	 del	 lugar	 de	 colección.	 A	 las	 2	 o	 3	 semanas	 de	 edad,	 los	
renacuajos	 serán	 transferidos	 a	 estanques	 artificiales	 exteriores	 (dependiendo	 del	 lugar),	
conteniendo	la	misma	agua	que	se	utilizó	para	los	huevos,	pero	además	de	tener	vegetación	
acuática	del	sitio	donante,	proporcionando	cobertura	y	alimento.		Las	ranitas	transformadas	
serán	 liberadas	 en	 el	 Sitio	 2.	 	 Las	 ubicaciones	 del	 sitio	 de	 inicio	 aún	 están	 por	 ser	
determinadas	y	puede	incluir	más	de	un	lugar.	
	
Tabla	7:	Lugares	potenciales	para	estanques	artificiales	ventajosos.		
	
Sitio Distancia* Comentario 
Lugar 1 x km Los estanques deben estar ubicados en el exterior, 

posiblemente en un túnel poli vinílico.  Este lugar 
aloja aves y mamíferos, pero no anfibios, reptiles o 
peces. 

Lugar 2 x km Este zoológico no aloja a otros anfibios.  Las 
opciones para el sitio de inicio dentro del zoológico 
incluyen un área con una mesa para preparar la 
comida y /o un jardín privado.   

Lugar 3 x km El jardín privado de un tasador contratado será 
utilizado con bandejas plásticas cubiertas con tapas 
enmalladas.  

Lugar 4  x km Esta área de pradera abierta al lado del segundo sitio 
de introducción propuesto es cercada de público y 
utilizará bandejas plásticas cubiertas con tapas 
enmalladas para el sitio de inicio.  

*Distancia	del	sitio	primario	de	reintroducción.	
	

3.2	 Definición	 y	 determinación	 de	 amenazas	 para	 translocaciones	 a	 la	 naturaleza	 en	
Inglaterra	

	
Con	el	fin	de	determinar	que	grupos	de	amenazas	son	importantes	para	un	desplazamiento	
a	 la	 naturaleza,	 debemos	 entender	 el	 rol	 de	 las	 barreras	 geográficas	 y	 ecológicas	 en	 la	
propagación	 de	 los	 anfibios	 y	 sus	 parásitos	 entre	 los	 3	 sitios;	 sitio	 1,	 el	 sitio	 actual	 de	 la	
población	de	ranas	verdes,	y	sitio	2,	el	segundo	sitio	para	el	desplazamiento	y	sitio/s	3,	el	
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sitio	 de	 inicio.	 	 	 Esto	 es	 porque	 las	 enfermedades	 que	 surgen	 como	 consecuencia	 de	 la	
interacción	entre	portadores	primitivos	 y	parásitos	 ajenos	 son	probablemente	una	mayor	
amenaza	 para	 las	 poblaciones	 desplazadas	 y	 las	 poblaciones	 receptoras	 al	 destino	
(Sainsbury	y	Vaughan-Higgins	2012).			Donde	no	hay	barreras	ecológicas	o	geográficas	para	
anfibios	 y	 para	 la	 propagación	 de	 parásitos	 de	 anfibios,	 las	 amenazas	 de	 interés	
probablemente	 podrían	 ser	 limitadas	 a	 transporte,	 portadores,	 población	 y	 grupos	
zoonóticos	como	lo	definió	Sainsbury	y	Vaughan-Higgins	(2012).			Si	las	barreras	se	cruzan,	
hay	un	potencial	para	el	origen	y	destino	de	las	amenazas	que	provocan	las	enfermedades.	
La	 sección	 siguiente	 explorará	 la	 validez	 de	 evidencia	 para	 la	 existencia	 de	 barreras	
ecológicas	y	geográficas	entre	poblaciones	de	anfibios	en	los	sitios	1,	2	y	3.		
	
3.2.1	Definición	de	riesgos	
	 	
Es	probable	que	el	riesgo	de	encontrar	parásitos	en	las	ranas	verdes,	en	camino	al	destino	
de	 liberación,	 durante	 un	 desplazamiento	 en	 Inglaterra	 sea	 bajo;	 sin	 embargo,	 esto	
depende	de	la	metodología	y	las	medidas	de	bioseguridad		en	el	procedimiento	del	sitio	de	
inicio.	Estos	riesgos	de	trasporte,	pueden	ser	agentes	infecciosos	o	no	infecciosos.	
	
La	población	de	riesgo	fue	definida	como	agentes	infecciosos	y	no	infecciosos,	presentes	en	
el	 origen	 y	 sitios	 de	 destino	 que	 potencialmente	 tienen	 un	 impacto	 en	 la	 cantidad	 de	
población	en	el	destino.		
	
Los	 portadores	 de	 riesgos	 fueron	 definidos	 como	 aquellos	 organismos	 comensales	 que	
podrían	afectar	 la	salud	de	las	ranas	verdes,	como	resultado	de	los	cambios	de	la	relación	
huésped-parásito-medio	ambiente,	 como	aumentar	 la	densidad	del	huésped	el	 cual	actúa	
como	algo	que	causa	estrés,	encargado	de	reducir	la	competencia	inmune	y	el	desarrollo	de	
enfermedad.			
	
Los	riesgos	zoonóticos	fueron	definidos	con	agentes	infecciosos	potenciales	de	ranas	verdes	
que	podrían	generar	un	riesgo	zoonótico.	
	
Al	realizar	translocaciones	a	la	naturaleza	dentro	de	Inglaterra,	en	teoría	debería	haber	una	
reducción	 considerable	en	el	 riesgo	de	enfermedades	 infecciosas	 cuando	 se	 compara	 con	
desplazamientos	 cautiverio-naturaleza	 o	 desplazamientos	 naturaleza-naturaleza	 a	 lo	 largo	
de	la	frontera	internacional.		Previamente	se	han	utilizado	estrategias	de	translocaciones	a	
la	naturaleza	similares	a	las	que	se	usan	con	las	culebras	lisas	(Coronella	austriaca)	(Masters	
y	Sainsbury	2011);	estas	culebras	lisas	fueron	desplazadas	de	unos	sitios	en	Dorset	a	otros	
sitios	secos	de	páramos	al	sur	de	Inglaterra.			
	
3.3	Investigación	de	barreras	geográficas	y	ecológicas	entre	las	poblaciones	de	anfibios.	
Puesto	 que	 las	 translocaciones	 propuestas	 implicarían	 	 el	 movimiento	 de	 ranas	 verdes	
salvajes	 entre	 tres	 ubicaciones,	 sólo	 algunos	 kilómetros	 de	 distancia	 entre	 ellos,	 la	
probabilidad	de	que	cualquier	origen	de	parásitos	(por	el	cual	las	ranas	desplazadas	pueden	
funcionar	 como	 portadoras),	 ser	 exóticos	 al	 destino,	 se	 presume	 que	 es	 bajo.	 	 A	
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continuación	de	esto,	todos	los	agentes	infecciosos	en	el	origen	también	estarán	presentes	
en	el	destino,	particularmente	desde	que	 las	 ranas	verdes	han	sido	presentadas	el	 sitio	1	
por	una	 cantidad	de	 años,	 entonces	 la	 población	de	parásitos	 entre	 los	 sitios	 geográficos	
próximos,	pueden	ser	considerados	adyacentes,	dado	el	movimiento	libre	de	los	anfibios	en	
el	Reino	Unido.		Sin	los	sistemas	en	curso	activos	de	vigilancia	de	salud	para	ránidos	y	otras	
familias	de	anfibios,		no	hay	información	suficiente	disponible	sobre	qué	parásitos	albergan	
naturalmente	los	anfibios	silvestres,	y	si	hay	diferencias	entre	las	poblaciones	con	respecto	
a	 la	carga	parasitaria	o	sus	cepas.	 	 Las	dificultades	para	determinar	 la	composición	de	 los	
parásitos	 de	 ranas	 verdes	 silvestres	 están	 compuestas	 mayormente	 por	 la	 falta	 de	
sensibilidad	y	de	pruebas	de	diagnóstico	específicas;	sin	embargo,	las	ranas	verdes	y	otros	
anfibios	 residentes	 del	 sitio	 1,	 han	 sido	 extensivamente	 examinados	 a	 lo	 largo	 de	 los	
intentos	 de	 reintroducción.	 	 Con	 el	 fin	 de	 investigar	 más	 a	 fondo	 las	 suposiciones	 en	
relación	a	las	barreras	de	cruce,	se	investigó	en	la	bibliografía	y	se	consultó	con	expertos.		
	
3.3.1	Distribución	de	anfibios	a	lo	largo	de	Inglaterra,	ecología	y	comportamiento.	
El	 Reino	Unido	 tiene	 siete	 especies	 nativas	 de	 anfibios,	 el	 clado	 de	 ranas	 verdes	 norteña	
(Pelophylax,	 originalmente	 llamada	 Rama	 lessonae),	 el	 sapo	 corredor	 (Epidalea,	
originalmente	llamado	Bufo	calamita),	el	tritón	crestado	(Triturus	cristatus),	el	sapo	común	
(Bufo	bufo),	el	 tritón	común	(Lossotriton,	originalmente	 llamado	Triturus	vulgaris),	 la	 rana	
común	(Rana	temporaria),	y	el	tritón	palmeado	(Lissotriton,	originalmente	llamado	Triturus	
helveticus)(Baker	et	al	2011).	 	 Todas	 las	especies	además	del	 sapo	corredor	y	el	 clado	de	
ranas	verdes	norteñas,	tienen	una	extensa	distribución	a	lo	largo	de	Inglaterra	(Baker	et	al	
2011).		
	
Además,	existe	una	especie	de	tritón	desconocida	(el	tritón	alpino,	Triturus	alpestris);	tres	
especies	de	ranas	verdes	o	de	cobre	desconocidas	 (rana	europea	 (Pelophylax	ridibundus),	
clado	 de	 ranas	 verdes	 sureñas	 (Pelophylax	 lessonae)	 y	 la	 rana	 comestible	 (Pelophylax	
esculentus);	y	cuatro	otras	especies	de	anfibios	desconocida	(sapo	bombina	(Bombina	spp.),	
sapo	partero	(Alytes	obstetricans),	 la	rana	africana	de	uñas	(Xenopus	 laevis)	y	 la	ranita	de	
San	Antonio	(Hyla	arborea).		
	
Hay	pocas	barreras	conocidas	para	las	especies	de	anfibios	a	lo	largo	de	Inglaterra.		Dada	la	
extensión	 de	 la	 naturaleza	 de	 la	 mayoría	 de	 los	 anfibios	 británicos,	 y	 el	 hecho	 que	 se	
congreguen	en	estanques	para	 reproducirse,	hay	que	 suponer	que	donde	 las	poblaciones	
comparten	 los	 sitios	 para	 la	 reproducción,	 entonces	 hay	 una	 alta	 probabilidad	 de	
transmisión	de	agentes	infecciosos.	 	Las	ranas	y	sapos	son	capaces	de	colonizar	estanques	
dentro	de	1	km	de	sus	sitios	de	reproducción,	mientras	que	 los	 tritones	pueden	colonizar	
sitios	hasta	500mt	(Baker	et	al	2011).	 	Para	 la	mayoría	de	 los	anfibios,	ellos	habitan	áreas	
cercanas	a	su	 lugar	original	 (ver	Tabla	8);	sin	embargo,	un	pequeño	número	de	 individuos	
(menos	del	1%)	viajarán	más	lejos,	hasta	algunos	kilómetros	más	lejos	(Baker	et	al	2011).			
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Tabla	8:	Limites	de	migración	de	anfibios	y	distancia	entre	estanques	(de	Baker	et	al	2011)	
Límites	de	migración	y	distancia	entre	estanques	
Distancia	superior	de	migración	de	especies	Distancia	máxima	recomendada	entre	
estanques	
	
Tritón	crestado	1300m	500m	
Tritón	común	1000m	500m	
Sapo	común	5000m	1000m	
Sapo	corredor	>2000m	500m	
Rana	común	2000m	1000m	
Rana	verde	centroeuropea	1000m	300m	
	
	
El	 informe	del	esquema	de	anfibios	y	reptiles	entre	2007	y	2012	(Wilkinson	y	Arnell	2013)	
encontró	que	en	Inglaterra	central	(incluyendo	Norfolk),	la	ocupación	total	de	los	estanques	
por	anfibios	era	de	un	86%,	con	la	representación	de	todos	los	anfibios	silvestres,	aparte	de	
la	reintroducción	de	las	poblaciones	del	sapo	corredor	y	de	la	rana	verde	centroeuropea.		
	
Dados	los	resultados	de	los	estudios	detallados	más	arriba,	la	evidencia	parece	mostrar	que	
es	 poco	 probable	 que	 hayan	 mayores	 barreras	 ecológicas	 y/o	 geográficas	 entre	 las	
poblaciones	de	anfibios	y	sus	parásitos	en	Inglaterra;	y,	por	lo	tanto,	el	origen	y	destino	de	
los	riesgos	probablemente	no	exista	en	el	desplazamiento	de	corta	distancia,	siento	prevista	
en	el	caso	actual.	 	Sin	embargo,	 la	evidencia	es	limitada	y	el	estado	actual	de	enfermedad	
para	los	anfibios	del	Reino	Unido	no	es	completamente	conocido,	y	por	lo	tanto	la	presencia	
de	parásitos	nuevos	en	algunas	poblaciones	no	puede	ser	descontada.		Las	ranas	verdes	en	
el	 Sitio	1	 son	 recientemente	 reintroducidas	 y	han	estado	en	 cuarentena	el	mayor	 tiempo	
posible;	 y,	 por	 lo	 tanto,	pueden	estar	presentes	agentes	 infecciosos	nuevos	que	han	 sido	
importados	 con	 ellos	 desde	 Suecia.	 	 Cualquier	 agente	 nuevo	 presente	 no	 han	 causado	 la	
enfermedad	en	anfibios	silvestres	en	la	medida	que	somos	conscientes,	pero	esta	evidencia	
es	difícil	de	reunir	(presentado	por	Sainsbury	et	al)	y	los	brotes	de	enfermedades,	debido	a	
la	introducción	de	agentes	infecciosos,	puede	tomar	décadas	en	desarrollarse	(Sainsbury	et	
al	 2008).	 	 Nuestro	 entendimiento	 de	 la	 presencia	 de	 agentes	 nuevos	 y	 su	 patogenicidad	
mejorará	 una	 vez	 que	 la	 población	 de	 ranas	 verdes	 en	 el	 sitio	 1,	 hayan	 alcanzado	 la	
capacidad	de	carga	porque	habrá	más	oportunidad	para	 la	 transmisión	de	parásitos	entre	
ranas	 verdes	 y	 anfibios	 silvestres	 y	 viceversa	 (presentado	por	 Sainsbury	et	 al).	 	 	Mientras	
tanto,	 la	 vigilancia	 de	 la	 salud	 post	 liberación	 para	 monitorear	 enfermedades,	 será	
extremadamente	 importante	 detectar	 enfermedades	 emergentes	 en	 el	 sitio	 de	
reintroducción	existente,	después	de	cualquier	desplazamiento.			
	

3.4 Lista	de	riesgos	identificados	

Los	siguientes	riesgos	infecciosos	fueron	identificados	para	ser	analizados:	
• Riesgo	de	la	población		
• Riesgo	de	la	población	Ranavirus	
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• Riesgo	 de	 la	 población	 Amphibiocystidium	 ranae	 (originalmente	 Dermocystidium	
ranae)	y	otros	parásitos	mesomicetozoos	

• Riesgo	de	la	población	Ranid	herpesvirus	
• Riesgo	de	los	portadores	Bacteria	
• Riesgo	 de	 los	 portadores	 y	 de	 la	 población:	 agentes	 infecciosos	 asociados	 con	 la	

enfermedad	provocado	por	la	alta	densidad	del	manejo	de	ranas	verdes	para	el	sitio	
de	inicio.		

• Otros	agentes	infecciosos	de	posible	preocupación	futura	
o Batrachochytrium	salamandrivorans	

A	continuación	se	resume	un	Análisis	detallado	de	riesgo	de	enfermedades	para	todos	 los	
agentes	mencionados	anteriormente,	aparte	de	 los	agentes	 infecciosos	 los	cuales	podrían	
provocar	 enfermedades	 asociadas	 con	 un	 manejo	 intensivo.	 	 Estos	 agentes	 infecciosos	
pueden	ser	agentes	presentes	en	el	medio	ambiente	y/o	portadores	por	ranas	verdes.	 	Se	
espera	 que	 estos	 provoquen	 enfermedades	 secundarias	 a	 entidades	 estresantes,	 y	
representen	 un	 riesgo	 de	 enfermedades	 esporádicas	 dependientes	 del	 manejo.	 	 Por	 lo	
tanto,	la	estimación	de	riesgo	y	el	manejo	de	riesgo	descrito	por	los	portadores	de	riesgo,	se	
espera	que	la	bacteria	cubra	este	riesgo	y	que	no	se	haya	redactado	un	DRA	separado.	
	
	Además,	 consideramos	 lo	 agentes	 infecciosos	 potencialmente	 nuevos,	 los	 que	 pueden	
haber	 sido	 introducidos	 con	 las	 ranas	 verdes	 desde	 Suecia	 al	 sitio	 de	 reintroducción	 1,	 y	
pueden	haber	sido	transferidos	entre	sitios	con	este	desplazamiento.			Los	tripanosomátidos	
fueron	 descartados	 como	 riesgo,	 porque	 una	 investigación	 en	 la	 red	 de	 Ciencia	 no	 pudo	
demostrar	ningún	informe	de	la	enfermedad	asociada	a	este	parásito,	y	no	hay	muestras	de	
la	enfermedad	asociadas	a	ellas	y	que	hayan	sido	 informadas	del	Sitio	1.	 	Sin	embargo,	 la	
enfermedad	 debido	 a	 los	 tripanosomátidos	 no	 puede	 ser	 completamente	 descartada,	
porque	ha	sido	difícil	detectar	la	enfermedad	y	la	muerte	de	las	ranas	verdes	en	el	Sitio	1	de	
reintroducción.		Los	protozoos	opalíneos	asimismo	no	han	sido	detectados	en	asociación	con	
la	enfermedad	de	ranas	verdes	en	el	Sitio	1,	y	el	riesgo	de	enfermedad	asociada	con	estos	
agentes	 se	 considera	 insignificante.	 	 A	 través	 de	 PRHS	diligentes	 y	 detallados,	 seguido	 de	
otros	 desplazamientos	 de	 ranas	 verdes,	 podemos	 continuar	 haciendo	 esfuerzos	 para	
detectar	si	estas	enfermedades	puedan	ocurrir	debido	a	estos	agentes	infecciosos	nuevos.		
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5. Patógenos	individuales	de	Dras.	

5.1	Riesgos	de	la	población:	Batrachochytrium	dendrobatidis	
Justificación	de	Riesgos	
Batrachochytrium	 dendrobatidis	 (de	 aquí	 en	 adelante	 conocido	 como	 Bd)	 ha	 sido	
identificado	como	un	factor	causal	en	la	disminución	y	extinción	de	numerosas	poblaciones	
de	anfibios	a	nivel	mundial	(Berger	et	al	1998;	Lips	et	al	2006;	Cheng	et	al	2011;	Heatwole	
2013).	 	 Clínicamente,	 los	 anfibios	 afectados	muestran	 la	 hiperqueratosis	 de	 la	 piel	 con	 el	
cambio	de	piel	en	algunas	especies	(Berger	et	al	2005),	y	las	larvas	pueden	desarrollar	piezas	
bucales	 deformes.	 	 La	 capacidad	 de	 osmorregulación	 de	 la	 epidermis	 se	 interrumpe,	
provocando	un	trastorno	hidroelectrolítico	y	deshidratación,	seguido	de	la	muerte	(Voyles	et	
al	2009;	Marcum	et	al	2010).		La	patogénesis	varía	en	ambas	especies,	con	algunos	que	son	
asintomáticamente	 portadores	 (Walker	 et	 al	 2010)	 y	 además	 con	 la	 virulencia	 de	 la	
aislamiento	(Farrer	et	al	2011).		A	la	fecha,	la	infección	Bd	ha	sido	informada	en	53	especies	
de	anfibios	en	Europa	(www.bd-maps.eu).		
	
El	Bd	se	detectó	por	primera	vez	en	anfibios	del	Reino	Unido	en	2004,	en	la	introducción	de	
especies	de	Litobates	catesbeianus	desconocidas	(rana	toro	de	Norteamérica),	y	las	muertes	
subsecuentes	por	quitridiomicosis	han	sido	vistas	en	sapos	comunes	en	la	naturaleza,	y	los	
sapos	 corredores	 (Epidalea	 calamita)	 reproducidos	 para	 la	 reintroducción	 (Garner	 et	 al	
2009;	Smith	2014).		En	Alemania	la	rana	comestible,	género	de	las	Pelophylax,	fue	también	
afectado	por	la	quitridiomicosis	(Mutschmann	et	al	2007).		
	
Las	 encuestas	 a	 nivel	 nacional	 para	 Bd,	 llevadas	 a	 cabo	 por	 el	 Instituto	 de	 Zoología,	
estudiando	un	 total	de	8882	anfibios	en	2008	 (125)	y	en	2011	 (122	sitios)	mostraron	una	
extensión	generalizada	pero	irregular	de	Bd	sin	cambios	a	lo	largo	del	tiempo	(Smith,	2014).		
La	encuesta	también	reveló	que	diferentes	especies	de	anfibios	tienen	diferentes	rangos	de	
prevalencia,	y	esto	fue	además	confundido	por	la	época	del	año.		La	prevalencia	de	Bd	fue	
fuertemente	asociada	con	le	presencia	de	especies	no	nativas,	entonces	se	predijo	que	en	
los	sitios	de	reintroducción	de	ranas	verdes,	donde	no	se	habían	visto	especies	no	nativas,	el	
riesgo	 de	 exposición	 de	 Bd	 debería	 ser	 bajo.	 	 Sin	 embargo,	 los	 clados	 de	 ranas	 verdes	
juveniles	no	nativas	 sureñas,	 fueron	positivamente	asociados	 con	 infecciones	 (aunque	 los	
adultos	 no	 lo	 fueron),	 sugiriendo	 que	 otros	 miembros	 de	 este	 género	 pueden	 ser	
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igualmente	 vulnerables	 a	 la	 infección	 (Pelophylax	 ridibundus,	 la	 rana	 europea	 no	 nativa,	
también	 se	 probó	 positivo	 en	 algunos	 sitios)	 (Smith,	 2014).	 	 En	 el	 2014,	 Smith	 también	
observó	 infecciones	 experimentales	 las	 que	 sugirieron	 que	 el	 Bd	 era	 poco	 probable	 que	
provoca	 una	 alta	 mortalidad	 en	 los	 tritones	 palmeados,	 en	 tritones	 comunes	 y	 ranas	
comunes,	pero	que	podría	tener	un	efecto	negativo	a	corto	plazo	en	poblaciones	de	sapos	
comunes,	donde	se	encontraban	los	individuales	más	vulnerables,	de	aquellos	examinados,	
a	la	infección	con	Bd.		El	clado	de	ranas	verdes	norteñas	en	la	única	especie	silvestre	en	el	
Reino	Unido	que	se	conozca	que	no	haya	sido	infectada	con	Bd;	sin	embargo,	estas	especies	
no	fueron	examinadas	durante	estas	encuestas.			
	
Las	 imágenes	A	y	B	muestran	 la	distribución	de	 los	sitios	de	prueba	y	 los	 resultados	de	 la	
prueba	 de	 Bb	 en	 2008	 y	 2011.	 	 No	 se	 encontraron	 anfibios	 con	 Bd	 positivo	 en	 Anglia	
Oriental	durante	las	encuestas,	sugiriendo	que	la	prevalencia	de	estas	áreas	es	muy	baja.		
	
Antes	de	la	primera	reintroducción	de	ranas	verdes	en	2004,	se	examinaron	a	las	especies	
siguientes	en	el	sitio	de	reintroducción	(sitio	1)	para	ver	si	tenían	Bd	usando	PCR:	12	adultos	
de	tritones	comunes	y	24	larvas,	12	adultos	de	tritones	crestados	y	49	larvas;	6	adultos	de	
ranas	comunes	y	68	larvas;	y	159	larvas	de	sapos	comunes.	 	En	adición,	se	examinaron	14	
ranas	 toros	 adultas	 de	 otro	 sitio	 de	 Sudeste	 de	 Inglaterra,	 y	 5	 adultos,	 29	 juveniles	 y	 72	
larvas	de	ranas	verdes	de	Suecia.	 	El	PCR	para	detectar	el	hongo	quítrido	 fue	negativo	en	
todas	 las	especies	de	anfibios	 silvestres	del	Reino	Unido	que	 fueron	examinadas,	 y	en	 las	
ranas	 verdes	 de	 Suecia.	 Dos	 de	 las	 14	 ranas	 toros	 tuvieron	 resultados	 positivos	 al	 hongo	
quítrido	por	PCR.		
	
Las	ranas	toros	con	Bd	positivo,	fueron	una	preocupación	particular,	porque	estas	especies	
son	extremadamente	exitosas	al	colonizar	terrenos	e	ingerir	otros	anfibios	(Adams	2002),	y	
han	sido	implicados	como	portadores	de	quítrido,	responsables	de	su	propagación	en	varios	
países	(Hanselmann	et	al	2004,	Daszak	et	al	2004).		Sin	embargo,	se	cree	que	las	ranas	toro	
han	sido	exitosamente	erradicadas	de	Inglaterra.	
	
Se	 han	 realizado	muestras	 en	 curso,	muestreo	 y	 pruebas	 para	 detectar	 Bd	 a	 lo	 largo	 del	
período	 de	 reintroducción	 de	 ranas	 verdes,	 ambas	 en	 ranas	 verdes	 antes	 de	 haberse	
desplazado,	y	en	anfibios	 locales	en	el	sitio	de	 liberación;	no	se	han	encontrado	muestras	
actuales	de	tener	Bd	positivo	en	PCR	para	anfibios	silvestres	o	ranas	verdes.		En	2006	y	2007	
la	colección	de	hisopos	secos	de	todas	las	lesiones	de	todas	las	especies	examinadas	en	el	
sitio	de	 reintroducción,	 y	 examinadas	por	PCR	para	detectar	Bd,	 fueron	negativas	para	el	
hongo.	 	 A	 partir	 del	 2008,	 los	 hisopos	 secos	 recolectados	 de	 la	 piel	 inguinal	 de	 todas	 las	
ranas	y	sapos	(aquellos	con	y	sin	lesiones)	y	de	lesiones	tritones	eran	negativas	para	el	Bd	
en	PCR.		
	
Para	resumir,	la	extensión	del	Bd	en	el	Reino	Unido	es	capaz	de	infectar	una	gran	cantidad	
de	especies	de	anfibios	incluyendo	las	ranas	verdes.		Las	ranas	verdes,	originales	de	Suecia,	
y	subsecuentemente	examinadas	en	el	primer	sitio	de	reintroducción,	no	han	probado	ser	
positivas,	y	tampoco	se	cuenta	con	anfibios	silvestres	en	este	sitio	de	liberación.		Evidencia	



Apéndice	4	Análisis	de	riesgos	de	enfermedades	y	vigilancia	de	la	salud	para	las	especies		
del	programa	de	recuperación	

283	

considerable	de	esta	revisión	para	Bd	en	el	primer	sitio	de	reintroducción,	sugiere	que	las	
ranas	 verdes	 desplazadas	 al	 segundo	 sitio	 serán	 inmunológicamente	 nulas	 al	 hongo.	 	 La	
susceptibilidad	de	las	ranas	en	el	género	Pelophylax	a	la	enfermedad	de	Bd,	no	se	entiende	
completamente,	 y	 se	 sabe	 que	 ocurren	 diferencias	 en	 la	 susceptibilidad	 de	 las	 especies	
(Stockwell	et	al	2010),	pero	la	enfermedad	inducida	por	Bd	no	puede	ser	descontada.	
	
Evaluación	de	exposición	
Las	ranas	verdes	desplazadas	al	sitio	2,	serán	expuestas	a	Bd	a	través	del	contacto	directo	
con	los	anfibios	infectados	y/o	con	los	parásitos	que	se	encuentran	en	al	agua.			Existe	una	
baja	 probabilidad	 de	 esta	 exposición	 a	 corto	 plazo	 (diez	 años)	 porque	 el	 Bd	 no	 ha	 sido	
detectado	 en	 el	 sitio	 2	 de	 reintroducción,	 y	 no	 se	 ha	 encontrado	 en	 ubicaciones	
geográficamente	cercanas.		A	largo	plazo,	el	riesgo	de	exposición	es	alto	ya	que	hay	una	alta	
probabilidad	 de	 la	 propagación	 del	 Bd	 en	 el	 sitio	 de	 reintroducción.	 Las	 imágenes	 A	 y	 B	
muestran	la	distribución	del	Bd	en	anfibios	en	el	Reino	Unido	(Smith,	2014),	y	la	Imagen	C	
muestra	la	distribución	en	Europa	y	en	Reino	Unido	(Smith,	2014).		
	
La	 probabilidad	 de	 diseminación	 a	 través	 del	 desplazamiento	 de	 ranas	 verdes	 es	 alta,	
debido	 a	 la	 resistencia	 y	 movilidad	 natural	 de	 la	 zoospora	 de	 Bd	 en	 medio	 ambientes	
acuáticos;	 las	 zoosporas	de	Bd	nadan	 libremente	en	el	 agua	 (James	et	 al	 2006),	 como	en	
estanques	en	los	sitios	1	y	2.	En	general,	la	probabilidad	de	exposición	y	diseminación	en	un	
corto	plazo	es	baja,	y	aumenta	a	largo	plazo.	
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Imagen	A.	Distribución	de	 los	sitios	examinados	en	el	Reino	Unido	en	2008	(n	=	125).	Sitios	de	 los	
cuales	 al	 menos	 26	 muestras	 fueron	 recolectadas	 en	 primavera	 y	 verano,	 y	 se	 representan	 por	
triángulos	 (n	 =	 69).	 Sitios	 donde	 solo	 se	 recolectaron	 pocas	muestras,	 y	 están	 representadas	 por	
círculos	 (n	 =	 56).	 En	 ambos	 casos,	 los	 sitios	 positivos	 (n	 =	 25)	 se	 muestran	 en	 rojo,	 y	 los	 sitios	
negativos	(n	=	100)	se	muestran	en	azul.	(Smith,	2014).	
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Imagen	B.	Distribución	de	 los	sitios	examinados	en	el	Reino	Unido	en	2011	(n	=	122).	Sitios	de	 los	
cuales	al	menos	se	recolectaron	26	muestras	y	se	representan	por	triángulos	(n	=	91).	Sitios	donde	
solo	se	recolectaron	pocas	muestras,	y	están	representadas	por	círculos	 (n	=	31).	En	ambos	casos,	
los	sitios	positivos	(n	=	14)	se	muestran	en	rojo,	y	los	sitios	negativos	(n	=	108)	se	muestran	en	azul.		
(Smith,	2014).	
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Imagen	C.	La	distribución	de	Bd	en	Europa	(de	Smith	2014)	
	
Evaluación	de	consecuencia	
La	probabilidad	de	enfermedad	en	ranas	verdes,	reintroducidas	en	el	sitio	2	en	un	corto	(10	
años)	y	largo	plazo	es	en	promedio,	porque	la	susceptibilidad	de	las	ranas	verdes	es	incierta.			
La	muerte	total	y	los	eventos	de	extinción	local	han	sido	provocados	por	Bd,	y	teóricamente	
este	 hongo	 puede	 ser	 capaz	 de	 provocar	 una	 epidemia	 en	 ranas	 verdes	 en	 el	 sitio	 de	
liberación	y	ser	capaz	de	provocar	un	fallo	en	el	desplazamiento.			
	
El	desplazamiento	de	ranas	verdes	al	sitio	puede	alterar	la	dinámica	de	portador-patógeno,	
y	conducir	a	un	brote	de	enfermedad	de	Bd	en	anfibios	silvestres	in	situ,	particularmente	a	
los	sapos	silvestres	más	vulnerables.		La	probabilidad	de	estos	cambios	portador-patógeno	
como	 consecuencia	 de	 este	 desplazamiento	 específico,	 llevando	 a	 consecuencias	 medio	
ambientales		biológicas,	se	considera	muy	bajo.	
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Estimación	de	riesgos	
El	riesgo	estimado	de	exposición	de	las	ranas	verdes	desplazadas	es	bajo	en	el	corto	plazo	y	
alto	 en	 un	 largo	 plazo,	 el	 riesgo	 de	 las	 consecuencias	 de	 las	 enfermedades	 se	 considera	
promedio.	 	 El	 riesgo	 general	 de	 enfermedad	 y	 el	 fallo	 del	 desplazamiento	 se	 consideran	
promedio.			
	
Manejo	de	riesgos	
Con	 el	 propósito	 de	 minimizar	 el	 riesgo	 del	 desplazamiento	 del	 Bd	 al	 nuevo	 sitio	 de	
liberación,	o	de	exponer	a	las	ranas	verdes	desplazadas	a	este	hongo,	se	puede	colocar	una	
cerca	 de	 cuarentena	 alrededor	 del	 sitio	 de	 reintroducción,	 e	 implementar	 medidas	 de	
bioseguridad	por	los	primeros	años	de	la	reintroducción,	y	revisarlos	después	de	dos	años.		
La	 prueba	 de	 los	 anfibios	 en	 el	 sitio	 de	 liberación,	 y	 las	 ranas	 verdes	 destinadas	 al	
desplazamiento	por	Bd,	aumentará	nuestro	entendimiento	del	riesgo	de	enfermedades	de	
este	agente.		Esta	prueba	también	se	puede	llevar	a	cabo	en	juveniles	y	en	el	agua	el	sitio	de	
inicio,	 porque	 puede	 permitir	 la	 detección	 temprana	 de	 Bd	 y	 facilitar	 un	 tratamiento	
preventivo	para	el	Bd	si	es	que	el	hongo	causara	alguna	enfermedad.		
	
Las	 muestras	 de	 piel	 por	 qPCR	 detecta	 la	 presencia	 de	 Bd	 (Hyatt	 et	 al	 2007),	 y	 el	 PCR	
positivo	 de	 anfibios	 con	 evidencia	 histopatológica	 de	 Bd	 y/o	 signos	 de	 enfermedad	
confirman	la	infección	y/o	enfermedad.			
	
La	bioseguridad	estricta	y	las	medidas	de	cuarentena	debería	ser	llevada	a	cabo	en	el	sitio	
de	inicio	(Sitio	3),	para	asegurar	que	la	infección	de	anfibios	silvestres	en	este	sitio	o	sitios	
en	 los	alrededores	no	se	propague	a	 las	 ranitas	verdes,	y	que	 la	 infección	se	propague	el	
sitio	de	reintroducción.		Se	debe	procurar	proporcionar	adecuadamente	los	cuarteles	de	las	
ranitas,	y	minimizar	todos	los	agentes	de	estrés	que	pudieran	causar	la	inmunosupresión,	y	
por	 consiguiente,	 facilitar	 la	 precipitación	 de	 la	 enfermedad.	 Las	 poblaciones	 de	 ranas	
verdes	y	otros	anfibios	en	el	 sitio	de	 liberación	deben	someterse	monitoreo	de	 la	 salud	a	
largo	 plazo	 y	 a	monitoreos	 en	 la	 población,	 y	 toda	 evidencia	 de	 disminución	 debería	 ser	
investigada	prontamente.		
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5.2	Riesgos	de	la	población:	Ranavirus	
	
Justificación	de	riesgos	
Los	 ranavirus	 son	 	 virus	 de	 ADN	 doble	 trenzado	 de	 la	 familia	 Iridovirus	 con	 distribución	
global	 (Schloegel	 et	 al	 2010).	 	 Una	 cantidad	 de	 ranavirus	 es	 capaz	 de	 infectar	 anfibios,	
incluyendo	 Virus	 de	 la	 rana	 tipo	 3	 (FV3),	 el	 virus	 de	 la	 salamandra	 tigre	 o	 Ambystoma	
tigrinum	(ATV)	y	muchos	otros.			El	ranavirus	ha	sido	aislado	en	asociación	con	un	evento	de	
mortalidad	 masivo	 de	 vida	 libre,	 Pelophylax	 spp.	 (Ariel	 et	 al	 2009)	 en	 Dinamarca.	 	 Un	
terrateniente	reportó	1200	ranas	comestibles	 (Pelophylax	esculentus),	 las	cuales	encontró	
muerta	 sobre	 un	 fin	 de	 semana	 desde	 su	 estanque	 con	 casi	 ninguna	 rana	 viva	 restante	
después	de	 la	muerte	masiva	 (Ariel	et	al	2009).	 	 Estas	 ranas	 se	encontraron	muertas	a	 lo	
largo	 del	 borde	 del	 estanque,	 mostrando	 ningún	 síntoma	 clínico	 obvio.	 	 Los	 peces	 e	
invertebrados	del	área	se	vieron	saludables,	y	no	ha	habido	cambios	recientes	en	el	manejo	
del	estanque;	sin	embargo,	las	temperaturas	eran	inusualmente	altas	antes	y	durante	este	
brote.	 	 Se	 examinaron	 dos	 especímenes	 de	 este	 evento	 de	 mortalidad	 masivo,	 y	 las	
muestras	 de	 ambos	 produjeron	 ranavirus	 aislados.	 	 La	 experimentación	medio	 ambiental	
fue	 negativa	 de	 contaminantes,	 aceites	 y	 pesticidas.	 	 Las	 altas	 densidades	 de	 la	 rana	 se	
notaron	 en	 el	 estanque	 antes	 de	 este	 brote,	 la	 temperatura	 (aire	 y	 agua)	 era	 alta	 y	 sin	
sombra	disponible	para	las	ranas.		Estos	factores	pueden	actuar	como	agentes	estresantes	
en	este	caso,	posibilitando	una	precipitación	y	propagación	de	 la	enfermedad	más	rápido.	
Las	especies	Pelophylax	parecen	ser	vulnerables	a	 la	enfermedad	del	 ranavirus	 (Fijan	et	al	
1991,	Ariel	et	al	2009,	Kik	et	al	2011).		El	ranavirus	que	infecta	a	los	anfibios	europeos	son	
generalmente	 en	 el	 grupo	 FV3	 (Hyatt	 et	 al	 2000;	 Balseiro	 et	 al	 2009),	 sin	 embargo	 es	
preocupante,	 se	 detectó	 una	 nueva	 y	 reciente	 especie,	 comúnmente	 conocida	 como	 virus	
sapo	partero	 (CMTV),	el	 cual	 se	originó	en	España	 (Balseiro	et	al	2009)	y	que	pudo	haber	
brotado	en	Holanda	y	a	su	vez	ser	responsable	de	la	muerte	masiva	de	los	Pelophylax	spp.,	
incluyendo	 las	 ranas	verdes	 (Kik	et	al	2011),	 sugiriendo	 la	propagación	de	esta	 cepa.	 	 	 En	
este	 brote,	 se	 encontraron	 más	 de	 1000	 metamorfos	 incompletos	 y	 ranas	 comestibles	 y	
ranas	verdes	muertas;	algunas	de	las	cuales	mostraron	hemorragia	cutánea	y	edemas	(Kik	
et	 al	 2011).	 	 De	 ocho	 ranas	 adultas	 examinadas	 post	 mortem,	 todas	 tenían	 ranavirus	
positivo	en	PCR	(y	Bd	negativo),	y	CMTV	fue	el	ranavirus	involucrado	más	probable	(Kik	et	al	
2011).	 	La	comunidad	anfibia	colapsa	en	múltiples	especies	debido	a	que	el	CMTV	ha	sido	
recientemente	 informado	 en	 España	 (Price	 et	 al	 2014);	 este	 ranavirus	 aún	 no	 se	 ha	
encontrado	en	el	Reino	Unido.		
	
En	el	Reino	Unido,	 la	enfermedad	relacionada	al	 ranavirus,	provocó	disminuciones	 locales	
en	ranas	comunes	(Rana	temporaria)	durante	1980s	(Teacher	et	al	2010),	en	sapos	comunes	
(Bufo	bufo),	y	en	tritones	comunes	(Lissotriton	vulgaris)	(Cunningham	et	al	1996;	Hyatt	et	al	
2000;	Duffus	y	Cunningham	2010;	Teacher	et	al	2010).			En	Europa,	el	ranavirus	parece	ser	
menos	 específico	 en	 el	 portador	 que	 en	 otras	 áreas	 del	mundo	 (Cunningham	et	 al	 2007;	
Balseiro	et	al	2010).	
En	la	imagen	D,	se	muestra	la	distribución	del	ranavirus	en	el	Reino	Unido	hasta	el	2010	(la	
fecha	disponible	más	reciente).		
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Imagen	D:	Distribución	del	ranavirus	en	1992,	1997,	2002	y	2010.		Los	puntos	rojos	indican	la	
detección	de	ranavirus	positiva;	los	puntos	azules	indican	la	examinación	donde	no	se	encontró	en	
ranavirus.		
	
Antes	 de	 la	 reintroducción	 inicial	 de	 las	 ranas	 verdes,	 como	 parte	 del	 DRA	 original	 de	
2003/05,	la	examinación	para	el	ranavirus	se	llevaba	a	cabo	en	ranas	verdes	suecas	(PCR	y	
cultivo	 viral)	 y	 en	especies	del	 Reino	Unido	en	el	 sitio	 de	 reintroducción	 (Sitio	 1)	 (Cultivo	
viral).	 	Todas	 las	muestras	de	los	anfibios	silvestres	mostraron	ser	negativos;	sin	embargo,	
se	 observó	 un	 efecto	 citopático	 limitado	 en	 cultivos	 inoculados	 con	 varias	 muestras	 de	
ranas	toro,	pero	no	se	observó	ningún	virus	después	de	la	examinación	microscópica	de	los	
cultivos	 concentrados,	 y	 el	 efecto	 citopático	 no	 fue	 visto	 en	pasajes	 subsecuentes.	No	 se	
detectó	el	ranavirus	en	ranas	verdes	suecas	ni	por	pruebas	de	PCR	o	cultivos.	Sin	embargo,	
el	número	de	 ranas	verdes	que	 se	obtienen	por	el	muestreo	de	Suecia	 fue	muy	pequeño	
(n=32	 por	 PCR)	 (debido	 a	 la	 naturaleza	 invasiva	 y	 letal	 de	 las	 muestras	 que	 estaban	
disponibles	 en	 ese	 momento),	 y	 por	 lo	 tanto,	 el	 nivel	 de	 confidencialidad	 en	 estos	
resultados	fue	bajo.		Para	los	propósitos	del	DRA	inicial,	se	supuso	que	el	ranavirus	estaba	
presente	en	el	 sitio	de	 liberación	 (Sitio	1),	 o	en	 los	 alrededores	de	este	 sitio;	 ya	que	a	 lo	
largo	 del	 Reino	Unido,	 se	 pensaba	 que	 el	 ranavirus	 era	 endémico,	 o	 que	 en	 un	 futuro	 lo	
sería.		
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Previo	 a	 la	 reintroducción	 en	 el	 sitio	 1,	 se	 examinaron	 dos	 tritones	 comunes;	 estas	
mostraron	 inclusiones	 intraeritrocitarias	 rojizas,	 similares	 a	 las	 que	 se	 observaron	 en	 las	
infecciones	 de	 ranavirus	 en	 otras	 especies	 de	 anfibios	 (Gray	 et	 al	 2009).	 	 	 El	 PCR	 para	
ranavirus	se	llevó	a	cabo	con	muestras	de	piel	de	todos	los	animales	con	lesiones	cutáneas,	
las	que	se	examinaron	en	el	 sitio	de	reintroducción	desde	el	2011	en	adelante	durante	el	
PRHS,	y	no	se	detectó	ningún	virus.				
	
Desde	 que	 los	 ranavirus	 son	 endémicos	 en	 el	 Reino	 Unido,	 son	 patógenos	 en	 el	 género	
Pelophylax	 y	 está	 asociado	 con	 la	 mortalidad	masiva,	 fueron	 considerados	 un	 riego	 a	 la	
población.	
	
Evaluación	de	exposición	
El	 ranavirus	 se	 puede	 trasmitir	 por	 contacto	 directo	 e	 indirecto,	 y	 posiblemente	 por	
transmisión	vertical	(Duffus	et	al	2008).		Las	ranas	verdes	desplazadas	al	sitio	2,	podrían	ser	
expuestas	a	Bd	a	través	del	contacto	directo	con	los	anfibios	infectados	y/o	con	los	parásitos	
que	se	encuentran	en	al	agua.		Existe	una	mediana	probabilidad	de	esta	exposición	a	corto	
plazo	(diez	años),	porque	los	ranavirus	no	han	sido	detectados	en	el	sitio	de	reintroducción,	
pero	 han	 sido	 en	 ubicaciones	 geográficamente	 cercanas.	 	 A	 largo	 plazo,	 el	 riesgo	 de	
exposición	e	infección	es	alto,	ya	que	hay	una	alta	probabilidad	de	propagación	de	ranavirus	
en	el	sitio	de	reintroducción,	si	es	que	ya	no	está	presente.		La	probabilidad	de	diseminación	
a	través	de	ranas	verdes	desplazadas	es	baja	en	un	corto	plazo,	desde	que	la	población	de	
ranas	verdes	en	el	sitio	1	nunca	han	demostrado	ser	positivas	a	estos	virus,	pero	en	un	largo	
plazo	(más	de	10	años)	es	alto	porque	los	ranavirus	son	más	propensos	a	propagarse	al	Sitio	
2.	 	 En	 general,	 la	 probabilidad	de	 exposición	 y	 diseminación	 en	un	 corto	 plazo	 es	 baja,	 y	
aumenta	a	largo	plazo.	
	
Evaluación	de	consecuencia	
La	probabilidad	de	enfermedad	en	ranas	verdes	reintroducidas	en	el	sitio	2	en	un	corto	(10	
años)	 y	 largo	 plazo	 es	media,	 porque	 la	 bibliografía	 sugiere	 que	 la	 susceptibilidad	 de	 las	
ranas	 verdes	 a	 los	 ranavirus	es	 alta.	 	 	 Las	muertes	masivas	han	 sido	asociadas	 con	 varios	
ranavirus	 en	 la	 especie	 Pelophylax.	 (Ariel	 et	 al	 2009;	 Fijan	 et	 al	 1991,	 Kik	 et	 al	 2011),	 y	
teóricamente	 estos	 virus	 podrían	 ser	 capaces	 de	 provocar	 una	 epidemia	 en	 el	 sitio	 de	
liberación	y	un	fallo	en	el	desplazamiento.			
	
El	desplazamiento	de	ranas	verdes	al	sitio	puede	alterar	la	dinámica	de	portador-patógeno,	
y	conducir	a	un	brote	de	enfermedad	rana	viral	en	anfibios	silvestres	in	situ;	sin	embargo,	la	
probabilidad	 de	 estos	 cambios	 portador-patógeno,	 que	 conducen	 a	 importantes	
consecuencias	ambientales	o	biológicas	se	considera	muy	baja,	porque	los	ranavirus	se	han	
extendido	en	Inglaterra.	
	
Estimación	de	riesgos	
La	probabilidad	de	exposición,	infección	y	diseminación	es	baja	en	un	corto	plazo	y	alta	en	
un	largo	plazo,	y	la	probabilidad	de	fallar	en	los	desplazamientos	es	media	en	un	corto	plazo	
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y	alta	en	un	largo	plazo.	 	El	riesgo	en	general	de	la	enfermedad	por	ranavirus	y	el	fallo	de	
reintroducción	es	alto.	
	
Manejo	de	riesgos	
La	enfermedad	rana	viral	es	diagnosticada	después	de	la	muerte	por	una	examinación	post	
mórtem,	y	la	presencia	de	lesiones	(hemorragias	y	ulceras	en	la	piel)	junto	con	PCR	positivo,	
inmunihistoquímica	 (IHC)	 de	 muestras	 post	 mórtem,	 aislamiento	 de	 virus	 o	 microscopía	
electrónica.	 	En	 los	anfibios	vivos,	 las	muestras	de	piel	 se	pueden	tomar	por	PCR,	y	 se	ha	
intentado	 la	 serología;	 sin	embargo,	 los	 resultados	de	estos	métodos	no	son	 fiables,	y	 las	
muestras	 invasivas	 como	 los	 cortadores,	 pueden	 dar	 resultados	 más	 exactos	 (Grat	 et	 al	
2009),	pero	la	examinación	de	muestras	de	riñones	e	hígado	por	PCR,	es	el	método	que	se	
recomienda	cuando	sea	posible	(S	Price	personal	communication;	AA	Cunningham	personal	
communication).		
	
Con	el	propósito	de	minimizar	el	 riesgo	de	exponer	a	 las	 ranas	verdes	desplazadas	a	este	
virus	hasta	que	la	población	tenga	una	oportunidad	para	establecerse,	se	puede	colocar	una	
cerca	 de	 cuarentena	 alrededor	 del	 sitio	 de	 reintroducción,	 e	 implementar	 medidas	 de	
bioseguridad	por	los	primeros	años	de	la	reintroducción,	y	revisarlos	después	de	dos	o	tres	
años.	 	 El	 estudio	 de	 los	 anfibios	 en	 el	 sitio	 de	 liberación	 y	 en	 el	 Sitio	 3	 (o	 áreas	 en	 los	
alrededores)	por	ranavirus,	se	puede	llevar	a	cabo	antes	que	comience	el	desplazamiento,	y	
la	decisión	sobre	cómo	proceder	con	la	reintroducción	en	base	a	esto.		Este	estudio	también	
se	puede	llevar	a	cabo	el	juveniles	y	en	el	agua	en	el	sitio	de	inicio,	porque	puede	permitir	
una	detección	temprana	y	el	cese	de	la	reintroducción	sí	que	es	se	detectara.	Si	los	anfibios	
del	 Sitio	 3	 son	 positivos,	 se	 debería	 escoger	 un	 nuevo	 sitio	 de	 inicio.	 	 Una	 estrategia	
alternativa	 para	 reducir	 el	 riesgo	 de	 contraer	 la	 enfermedad	 del	 ranavirus	 puede	 ser	
liberada	a	las	ranas	verdes	en	sitio	sin	anfibios	existentes.	
	
La	bioseguridad	estricta	y	las	medidas	de	cuarentena	debería	ser	llevada	a	cabo	en	el	sitio	
de	inicio	(Sitio	3),	para	asegurar	que	la	infección	potencial	de	anfibios	silvestres	en	este	sitio	
o	 sitios	 en	 los	 alrededores	 no	 se	 propague	 a	 las	 ranitas	 verdes,	 y	 que	 la	 infección	 se	
propague	 el	 sitio	 de	 reintroducción.	 	 Se	 debe	 procurar	 proporcionar	 adecuadamente	 los	
cuarteles	 de	 las	 ranitas,	 y	minimizar	 todos	 los	 agentes	 de	 estrés	 que	 pudieran	 causar	 la	
inmunosupresión,	 y	 por	 consiguiente,	 facilitar	 la	 precipitación	 de	 la	 enfermedad.	 Las	
poblaciones	 de	 ranas	 verdes	 y	 otros	 anfibios	 en	 el	 sitio	 de	 liberación	 deben	 someterse	 a	
monitoreos	 de	 	 salud	 a	 largo	 plazo	 y	 a	monitoreos	 en	 la	 población,	 y	 toda	 evidencia	 de	
disminución	debería	ser	investigada	prontamente.		
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5.3	Riesgos	de	la	población:	Amphibiocystidium	ranae	(originalmente	llamado	
Dermocystidium	ranae)	y	otros	parásitos	mesomicetozoos	

	
1. 	Justificación	de	los	riesgos	

	
Amphibiocystidium	 ranae	 (originalmente	 llamado	 Dermocystidium	 ranae)	 fue	 reportado	
entre	 1999	 y	 2000	 en	 una	 población	 de	 ranas	 verdes	 del	 complejo	 Rana	 esculenta,	
incluyendo	 la	 Rana	 lessonae	 parental	 (ahora	 llamada	 Pelophylax	 lessonae,	 rana	 verde	
centroeuropea)	 y	 sus	 crías	 híbridas	 Rana	 esculenta	 en	 Italia	 (Pascolini	 et	 al	 2003).	 	 Este	
estudio	vio	más	del	50%	de	disminución	en	la	población	de	Pelophylax	lessonae	en	1999,	y	
encontró	quistes	dérmicos	(elevaciones	hemisféricas	entre	3-5mm	en	diámetro	en	el	estrato	
esponjoso,	 algunos	 de	 los	 cuales	 se	 ulceraron)	 infectados	 con	 mesomicetozoos,	
Dermocystidium	rana,	particularmente	en	el	vientre	de	estas	ranas.	En	1999,	se	infectaron	el	
45.5%	 de	 las	 ranas	 (n=22),	mientras	 que	 en	 el	 año	 2000,	 se	 infectó	 el	 5.4%	 de	 las	 ranas	
(n=21).	Esta	prevalencia	 fue	más	alta	para	 la	Rana	esculenta,	 la	cual	mostró	un	rango	del	
14.3%	 de	 infección	 en	 1999	 (n=21),	 y	 un	 17.2%	 en	 el	 año	 2000	 (n=29);	 esta	 población	
permanece	 estable.	 Sin	 embargo,	 estas	 ranas	 fueron,	 de	 lo	 contrario,	 aparentemente	
saludables,	y	pudieron	albergar	 la	 infección	sin	efectos	adversos	evidentes,	y	no	se	sabe	si	
esta	infección	fue	responsable	por	la	disminución	de	la	población,	sin	embargo	esto	ha	sido	
propuesto	(Di	Rosa	and	Simoncelli	2007).		
	
Algunos	mesomicetozoos,	 incluyendo	 aquellos	 del	 orden	 Ichthyophonae	 y	 Dermocystida,	
son	patógenos	en	peces,	y	en	algunos	casos	viscerales,	así	como	las	lesiones	cutáneas	son	
posibles	 (Rowley	 et	 al	 2013).	 La	 taxonomía,	 la	 filogenia	 y	 la	 clasificación	 de	 las	 especies	
Amphibiocystidium	fue	investigado	más	a	fondo	y	dilucidado	por	Pereira	et	al	(2005).	
	
En	 2014,	 Startk	 y	 Guex	 encontraron	 Amphibiocystidium	 ranae	 en	 tritones	 comunes	
(Lissotriton	vulgaris),	Pelophylax	lessonae	y	ranas	comunes	(Rana	temporaria)	en	Holanda.			
El	Amphibiocystidium,	el	cual	provoca	lesiones	en	la	piel,	hígado	y	de	riñón	en	anfibios,	junto	
con	 parásitos	 Dermocystidium	 similares	 e	 Ichtyophonus	 (del	 cuál	 el	 último	 afecta	 a	 los	
peces),	 tiene	un	amplio	 rango	de	portadores	y	de	esporas	móviles	y	 resistentes,	 las	cuales	
pueden	ser	transmitidas	por	fómite.	
En	 2010,	 Gonzalez-Hernandez	 et	 al,	 reportaron	 una	 infección	 nueva	 con	 un	 parasito	
Dermocystidium,	 relacionado	 con	 el	 Amphibiocystidium	 ranae	 en	 varios	 sitios	 de	
reproducción	 de	 tritones	 palmeados	 (Lissotriton	 helveticus)	 en	 Larzac,	 Francia.	 	 Esta	
infección	demostró	 la	progresión	de	 lesiones	cutáneas	a	extensivas	hemorragias	y	úlceras	
cutáneas,	 el	 cual	 fue	 el	 primer	 informe	 de	 tal	 severa	 enfermedad	 por	 la	 infección	 por	
parásitos	mesomicetozoos.	
	
Los	tritones	palmeados	de	la	Isla	de	Rum	en	Escocia,	son	las	únicas	especies	de	anfibios	en	
la	isla.	Durante	el	año	2000,	se	notaron	lesiones	en	estos	tritones,	y	en	el	2008,	se	encontró	
un	 63%	 de	 los	 tritones	 infectados	 con	 la	 especie	 Amphibiocystidium;	 todos	 los	 tritones	
infectados	tenían	quistes	visibles	(Wood,	2014	personal	communication;	Anderson	2014).			
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En	 síntesis,	 hay	 algo	 de	 evidencia	 en	 que	 los	 parásitos	 mesomicetozoos	 son	 capaces	 de	
provocar	consecuencias	a	nivel	poblacional.		Este	es	ciertamente	el	caso	para	otros	taxones	
(como	 los	peces)	y	es	probable	que	sea	posible	para	patógenos	similares	en	anfibios.	 	No	
hay	 información	 disponible	 para	 determinar	 si	 este	 patógeno	 es	 endémico	 en	 anfibios	
británicos;	 sin	 embargo,	 se	 ha	 descubierto	 y	 asociado	 con	 la	 disminución	 del	 tritón	
palmeado	 en	 Escocia,	 por	 lo	 tanto,	 se	 debería	 asumir	 que	 este	 patógeno	 también	podría	
estar	 presente	 el	 poblaciones	 de	 anfibios	 ingleses.	 	 Durante	 la	 reintroducción	 original	 de	
ranas	verdes	al	Reino	Unido	desde	Suecia,	no	se	encontró	este	parásito	en	las	ranas	verdes	
suecas.	 	 Se	 encontraron	 algunas	 úlceras	 en	 una	 de	 las	 ranas	 comunes	 en	 el	 sitio	 de	
reintroducción	 en	 2008;	 sin	 embargo,	 esta	 rana	 también	 tenía	 una	 sanguijuela,	 y	 un	
crecimiento	 de	 Pasteurella	 aerogenes	 predominante	 fue	 aislado	 de	 esta	 úlcera,	 el	 cual	
probó	ser	negativo	para	la	PCR	de	Bd.		Una	rana	común	demostró	abrasiones	dermales	en	
2009,	 pero	 pruebas	 más	 a	 fondo	 no	 detectaron	 ningún	 patógeno	 (incluyendo	 A.	 ranae).		
Aún	no	se	conoce	mucho	sobre	 los	parásitos	mesomicetozoos	para	determinar	el	nivel	de	
amenaza	a	los	anfibios	silvestres	ingleses;	sin	embargo,	estos	pueden	estar	presentes	y	ser	
capaces	de	provocar	enfermedad	en	algunas	especies.					
	
Las	 ranas	 verdes	 son	 vulnerables	 a	 la	 infección	A.	 ranae	 (Pascolini	 et	 al	 2003;	 Startk	 and	
Guex	2014),	pero	no	se	sabe	si	las	lesiones	asociadas	con	la	infección	están	asociadas	con	la	
mortalidad,	 o	 si	 este	patógeno	es	 capaz	de	 causar	 disminuciones	 en	 la	 población.	 	No	 se	
sabe	 si	 la	 población	 de	 ranas	 verdes	 en	 el	 Reino	 Unido	 es	 positivas	 a	 este	 patógeno	 (o	
asociadas	 a	 las	 especies	mesomicetozoos)	 ya	 que	 aún	 no	 han	 sido	 examinadas	 para	 este	
patógeno	 (y	 la	 población	 original	 de	 donantes	 no	 fue	 examinada	 en	 Suecia	 antes	 de	 ser	
importadas);	sin	embargo,	no	han	habido	casos	reportados	sobre	lesiones	cutáneas	durante	
el	programa	de	reintroducción	de	ranas	verdes,	previamente	vistas	en	asociación	con	este	
patógeno.	 	 En	 total,	 se	 examinaron	 desde	 Suecia	 2052	 ranas	 verdes	 adultas,	 juveniles	 y	
larvas	 durante	 el	 proceso	 de	 desplazamiento,	 y	 no	 se	 detectaron	 quistes	 dérmicos,	
indicando	que	el	A.	ranae	probablemente	no	se	presentó	en	 la	población	de	ranas	verdes	
suecas.	 	 Tampoco	 se	 han	 publicado	 informes	 sobre	 A.	 ranae	 en	 anfibios	 suecos.	 	 Por	 lo	
tanto,	 el	 riesgo	de	 albergar	A.	 ranae	en	 la	 población	 actual	 de	 ranas	 verdes	 se	 considera	
bajo.		
	
En	síntesis,	dada	la	evidencia	que	el	Amphibiocystidium	ranae	es	endémico	en	anfibios	del	
Reino	 Unido,	 y	 es	 capaz	 de	 provocar	 enfermedades	 en	 ranas	 verdes,	 y	 posiblemente	
conducir	 a	 una	disminución	de	 la	 población,	 el	 Amphibiocystidium	 ranae	 se	 considera	 un	
riesgo	a	la	población.	
	
Evaluación	de	riesgos	

a. Evaluación	de	exposición	
Este	 patógeno	 se	 transmite	 por	 esporas	 resistentes	 movibles	 (Startk	 and	
Guex	2014;	Rowley	et	al	2014),	y	por	lo	tanto	hay	una	alta	probabilidad	que	
las	 ranas	 verdes	 desplazadas	 sean	 expuestas	 e	 infectadas	 por	 A.	 ranae.	 El	
rango	 de	 anfibios	 vulnerables	 aún	 no	 se	 comprende,	 pero	 los	 parásitos	
Mesomycetozoean	 son	 generalistas,	 afectando	 solo	 un	 rango	 de	 especies	
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(Rowley	et	al	2013;	Glockling	et	al	2013).	 	 Se	ha	 reportado	 la	 infección	por	
mesomicetozoos	 en	 18	 especies	 de	 anfibios	 y	 en	 74	 especies	 de	 peces	
(Rowley	et	al	2013).		
	
Desde	 que	 el	 A.	 ranae	 se	 puede	 transmitir	 entre	 anfibios	 por	 contacto	
directo,	y	las	ranas	verdes	serán	liberadas	en	uno	o	dos	estanques,	hay	una	
alta	probabilidad	que	el	A.	ranae	sea	diseminado	a	través	de	la	población	de	
ranas	verdes.	
	

b. Evaluación	de	consecuencia	
Mientras	 que	 todo	 el	 potencial	 patógeno	 de	 los	 parásitos	mesomicetozoos	
en	 las	 poblaciones	 de	 anfibios	 permanezcan	 confusas,	 existe	 una	 baja	
probabilidad	 de	 que	 estos	 parásitos	 son	 capaces	 de	 provocar	 una	
disminución	de	la	población,	ya	sea	por	sí	sola	o	a	través	de	una	combinación	
de	infecciones	con	otros	patógenos	como	el	ranavirus	y	quitridiomicosis.	 	Si	
las	 ranas	 verdes	 se	 infectaran	 con	 mesomicetozoos,	 existe	 una	 baja	
probabilidad	de	consecuencias	en	 la	población,	 seguido	del	desplazamiento	
en	una	combinación	con	agentes	estresantes	y	un	fallo	en	el	desplazamiento.		
En	 este	 caso,	 es	 probables	 que	 las	 ranas	 verdes	 se	 infecten	
considerablemente,	 y	esto	podría	 tener	 severas	 consecuencias	en	 las	 ranas	
verdes	desplazadas	(Di	Rosa	et	al	2007).	
	

c. Estimación	de	riesgos	
Existe	una	alta	probabilidad	de	exposición	y	diseminación	en	ranas	verdes,	y	
una	 baja	 probabilidad	 de	 fallo	 en	 el	 desplazamiento,	 y	 por	 lo	 tanto,	 la	
estimación	de	riesgos	en	general	se	considera	baja.		
	

Manejo	de	riesgos	
Con	el	 fin	 de	 aumentar	 nuestro	 entendimiento	 del	 riesgo	de	 las	 enfermedades	 por	 estos	
parásitos	 en	 las	 ranas	 verdes,	 se	 considerarán	 las	 pruebas	 de	 anfibios	 en	 el	 sitio	 de	
liberación	y	en	 las	 ranas	verdes	destinadas	para	el	desplazamiento.	 	Esta	prueba	 también	
puede	ser	llevada	a	cabo	en	ranas	juveniles	y	en	el	agua	en	el	sitio	de	inicio	para	las	ranas	
verdes.	 	 No	 existe	 un	 método	 de	 tratamiento	 para	 estos	 parásitos.	 	 Todos	 los	 anfibios	
examinados	durante	el	proceso	de	desplazamiento,	con	lesiones	sugestivas	por	la	infección	
de	Amphibiocystidium	spp	deben	ser	examinadas	y	no	desplazadas.		Se	deben	implementar	
medidas	estrictas	de	higiene	y	bioseguridad	a	lo	largo	del	camino	de	desplazamiento,	para	
asegurar	 que	 la	 posibilidad	 de	 diseminar	 estos	 parásitos	 sea	mínima.	 Las	 poblaciones	 de	
ranas	verdes	y	otros	anfibios	en	el	sitio	de	liberación	deben	someterse	a	monitoreos	a	largo	
plazo,	y	toda	evidencia	de	disminución	debería	ser	investigada	prontamente.		
Las	 lesiones	 asociadas	 con	 las	 infecciones	 de	 mesomicetozoos	 deben	 ser	 descritas	 para	
todos	 los	 miembros	 involucrados	 en	 el	 desplazamiento	 y	 en	 la	 vigilancia	 de	 salud	 post	
liberación,	para	promover	la	rápida	identificación	de	la	infección	si	llegara	a	ocurrir.			
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Referencias	de	Amphibiocystidium:	
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ecological	potentials	of	the	Mesomycetozoea	(Ichthyosporea).		Fungal	Ecology	6:	237-247.	
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International	59:	344-350.		
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Organisms. 56: 1,	65-74.  	
	
Pereira,	C.	N.,	Di	Rosa,	I.,	Fagotti,	A.,	Simoncelli,	F.,	Pascolini,	R.,	and	Mendoza,	L.	(2005)	The	
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Rowley,	J.	J.	L.,	Gleason,	F.	H.,	Andreou,	D.,	Marshall,	W.	L.,	Lilje,	O.,	Gozlan,	R.	(2013).	
Impacts	of	mesomycetozoean	parasites	on	amphibian	and	freshwater	fish	populations.	
Fungal	Biology	Reviews	27:	100-111.	
	
Tariq	Stark	&	Gaston-Denis	Guex	(2014).		Infecties	bij	amfi	bieën	in	Nederland:	
Amphibiocystidium.		Ravon	54,	Jaargang	16,	Nummer	3:	54-56..	

	
5.4	Riesgos	de	la	población:		Ranid	Herpes	virus	

Justificación	de	riesgos	
La	mayor	 información	disponible	para	 los	 herpes	 virus	de	 anfibios	 viene	del	 ranid	herpes	
virus	 1	 (RsHV-1)	 (Davison	et	 al	 1999)	 el	 cual	 provoca	 tumores	 al	 riñón	en	 ranas	 leopardo	
norteñas,	Rana	pipiens	(McKinnell	1973).		No	hay	informes	sobre	la	infección	con	RaHV-1	en	
otras	 especies;	 sin	 embargo,	 se	 han	 asociados	 otros	 herpes	 virus	 con	 la	 enfermedad	 en	
otras	 especies.	 	 En	 Italia,	 las	 ranas	 ágiles	 (Rana	 dalmatina)	 fueron	 la	 primera	 especie	 de	
anfibios	 en	 Europa	 de	 las	 que	 se	 tiene	 registros	 de	 ser	 infectadas	 por	 el	 herpes	 virus	
(Bennati	et	al	1994),	pero	no	se	observó	mortalidad,	y	otros	anfibios	de	la	misma	área	junto	
con	Pelophylax	 spp.	No	 fueron	visiblemente	afectados.	 	 Las	 lesiones	 cutáneas	por	herpes	
virus	 en	 R.	 tempraria	 spp.	 Se	 han	 informado	 en	 varios	 lugares	 del	 Reino	 Unido.	 	 (A.	
Cunningham	and	T.	Garner,	unpublished	data).			
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La	virología	que	se	 llevó	en	cabo	en	muestras	orales	y	cloacales	de	anfibios	en	el	 sitio	de	
liberación	 1,	 durante	 la	 vigilancia	 de	 salud	 post	 liberación,	 fueron	 negativos	 en	 la	
aislamiento	del	virus;	sin	embargo,	esta	técnica	puede	provocar	resultados	negativos	falsos,	
y	 otros	 métodos	 como	 PCR	 e	 histopatología	 de	 lesiones	 cutáneas	 (junto	 con	 síntomas	
clínicos	sugestivos)	pueden	ser	llevadas	a	cabo	si	es	posible	durante	pruebas	futuras.	
	
En	el	caso	que	el	herpes	virus	se	pueda	manifestar	en	el	sitio	de	reintroducción	2	y	pueda	
provocar	 enfermedades	 en	 las	 ranas	 verdes	 desplazadas;	 y	 que	 esta	 enfermedad	 puede	
llevar	 a	una	disminución	de	 la	población	de	 ranas	 verdes,	 el	 herpes	 virus	es	un	potencial	
riesgo	a	la	población.	
	
Evaluación	de	exposición	
Las	ranas	verdes	desplazas	al	sitio	de	reintroducción	2,	pueden	ser	expuestas	a	 través	del	
contacto	 directo	 con	 anfibios	 infectados,	 y	 hay	 una	 alta	 probabilidad	 que	 ocurra	 una	
exposición	e	infección.			La	probabilidad	de	diseminación	por	contacto	directo	a	través	de	la	
población	de	ranas	verdes	es	alta.			
	
Evaluación	de	consecuencia	
Hay	 un	 entendimiento	 insuficiente	 sobre	 la	 distribución	 actual	 y	 la	 patogénesis	 del	 ranid	
herpes	virus	para	predecir	con	certeza	la	probabilidad	de	enfermarse	por	este	patógeno.		La	
vulnerabilidad	 de	 las	 ranas	 verdes	 a	 la	 enfermedad	 de	 herpes	 virus	 se	 desconoce;	 sin	
embargo,	las	ranas	verdes	Pelophylax	spp.	que	viven	próximas	a	las	ranas	ágiles	infectadas,	
no	 presentaron	 lesiones	 (Bennati	 et	 al	 1994).	 	 Los	 herpes	 virus	 son	 capaces	 de	 provocar	
lesiones	cutáneas	en	una	variedad	de	especies	de	anfibios,	lesiones	sugestivas	de	las	cuales	
se	han	visto	en	 las	 ranas	 comunes	del	Reino	Unido;	 sin	embargo,	 estas	 lesiones	han	 sido	
asociadas	con	carcinomas	de	células	renales	letales	en	ranas	leopardo	norteñas	en	las	ranas	
pata	 de	 pala	 comunes	 europeas	 (Pelobates	 fuscus).	 	 Las	 ranas	 verdes	 pueden	haber	 sido	
expuestas	a	este	virus	en	el	sitio	de	liberación	1	sin	detectar	enfermedades,	y	por	lo	tanto,	
la	probabilidad	de	enfermedad	en	las	ranas	verdes	desplazadas	en	el	sitio	de	reintroducción	
2,	y	el	fallo	en	la	reintroducción,	se	considera	bajo.	
	
Si	 los	 virus	 de	 ranid	 herpes	 fueron	 diseminados	 debido	 al	 desplazamiento	 de	 las	 ranas	
verdes,	 las	 consecuencias	 ambientales	 y	 biológicas	 son	 probables	 a	 ser	 bajas,	 dada	 la	
sospecha	 de	 que	 ya	 pudieran	 ser	 altamente	 distribuidas	 a	 lo	 largo	 de	 Europa	 (A.	
Cunningham	and	T.	Garner,	unpublished	data)	y	parece	solo	causar	enfermedad	y/o	muerte	
en	ciertas	especies	de	anfibios.		
	
Estimación	de	riesgos	
Existe	una	alta	probabilidad	de	exposición,	infe4	y	diseminación	entre	la	población	de	ranas	
verdes,	 pero	una	baja	probabilidad	de	 consecuencias,	 y	 por	 lo	 tanto,	 el	 riesgo	 general	 se	
considera	bajo.		
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Manejo	de	riesgos	
Las	ranas	verdes	y	los	anfibios	desplazados	deberían	recibir	examinaciones	físicas	visuales	y	
cualquier	 lesión	 cutánea	 sugestiva,	 debería	 ser	 probada	 por	 PCR	 para	 los	 herpes	 virus	
durante	 el	 desplazamiento	 y	 la	 vigilancia	 de	 salud	 post	 liberación,	 y	 la	 histopatología	 de	
lesiones	cutáneas	y	cualquier	sospecha	de	tumores	al	 riñón	encontradas	en	post	mortem,	
deberían	ser	llevadas	a	cabo	para	tratar	de	identificar	este	virus.			
	
Referencias	de	Ranid	Herpes	virus:	
	
	

o A.	Cunningham	and	T.	Garner,	unpublished	data	(2015).	Institute	of	Zoology,	
Zoological	Society	of	London.		

o Bennati,	R.,	M.	Bonetti.,	A.	Lavazza.,	and	D.	Gelmetti.	1994.		Skin	lesions	
associated	with	herpesvirus-like	particles	in	frogs	(Rana	dalmatina).		
Veterinary	Record	135:	625-626	

o Bennati,	R.,	Bonetti,	M.,	Lavazza,	A.,	Gemetti,	D.	(1994).		Skin	lesions	
associated	with	herpesvirus-like	particles	in	frogs	(Rana	dalmatina).	
Veterinary	Record	135:	625-626.		

o Davison,	A.	J.,	Sauerbier,	W.,	Dolan,	A.,	Addison,	C.,	McKinnell,	R.	G.	(1999).		
Genomic	studies	of	the	Lucke	tumor	herpesvirus	(RaHV-1).		Journal	of	Cancer	
Research	and	Clinical	Oncology	125:	232-238.		

o McKinnell,	R.	G.	(1973).		The	Lucke	frog	kidney	tumor	and	its	herpesvirus.	
American	Zoologist	13:	97-114.	

	
5.5	Riesgos	de	portadores:	Bacteria	

Justificación	de	riesgos	
Diversos	 agentes	 bacterianos	 pueden	 infectar	 y	 provocar	 enfermedades	 en	 anfibios.	 	 La	
micobacteria	 es	 capaz	 de	 provocar	muertes	masivas	 en	 anfibios	 en	 cautiverio	 (Chai	 et	 al	
2006;	 Sanchez-Mrogado	 et	 al	 2009);	 la	 clamidia	 spp.	 también	 ha	 sido	 asociada	 con	
enfermedades	en	cautiverio	(Martel	et	al	2012),	pero	poco	se	sabe	sobre	los	efectos	en	la	
población	de	la	bacteria	en	los	anfibios	libres.		Generalmente	la	bacteria	es	responsable	por	
infecciones	oportunistas,	contrario	a	las	enfermedades	de	anfibios.		
	
Durante	 el	 PRHS,	 se	 detectaron	 numerosas	 especies	 de	 bacterias	 en	 bacteriología	 fecal	
(especímenes	et	al	 in	press),	por	ejemplo	en	Aeromonas	hydrophila	y	en	Hafnia	alvei.	 	 La	
mayoría	de	estas	especies	estuvieron	presentes	en	Suecia	y	Reino	Unido,	y	la	investigación	
en	 la	 Web	 de	 la	 Ciencia	 demostró	 que	 todas	 las	 especies	 que	 se	 detectaron	 fueron	
esparcidas	globalmente.			
	
Las	siguientes	bacterias	crecieron	el	cultivos	puros	durante	la	prueba	de	PRHS:		Burkholderia	
cepacia	 por	 las	 lesiones	 cutáneas	 de	 eritema	 de	 dos	 ranas	 verdes	 antes	 de	 ser	 liberadas;	
Aeromonas	 hydrophila	 de	 una	 rana	 verde	 con	 heridas	 cutáneas	menores	 post	 liberación;	
Pseudomonas	 fluorescens	 (0157557)	 de	 heridas	 cutáneas	menores	 post	 liberación	 en	 tres	
ranas	 verdes;	 Burkholderia	 cepacia	 de	 una	 úlcera	 superficial	 en	 un	 tritón	 crestado.	 	 La	
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siguiente	bacteria	fue	cultivada	como	crecimiento	predominante:	La	Pasteurella	aerogenes	
de	 ulceras	 puntiformes	 que	 se	 encontró	 en	 una	 rana	 común	 con	 estas	 lesiones;	 Ralstonia	
pickettii	(0041455)	de	una	rana	común	macho	con	epidermis	espesa	amarilla	en	el	vientre	y	
medias	 patas	 traseras.	 	 Al	 parecer,	 estos	 fueron	 los	 primeros	 reportes	 separados	 de	
Ralstonia	picketty	y	Burkholderia	cepacia	de	anfibios	silvestres	del	Reino	Unido	(y	Ralstonia	
pickettii	 también	 se	 aisló	 de	 tres	 ranas	 verdes	 comunes	 en	 cultivos	 mixtos),	 pero	 ambas	
bacterias	han	sido	ampliamente	informadas	por	el	Reino	Unido	(Muhdi	et	al.	1996;	Sousa	et	
al.	2010;	Kimura	et	al.	2005;	Maroye	et	al.	2000;	Ryan	et	al.	2006;	Weidmann	et	al.	2008,	
The	Environment	Agency	2002;	Health	Protection	agency	2008,	2009).	
	
En	 el	 entendimiento	 que	 la	 bacteria	 está	 asociada	 con	 enfermedades	 secundarias,	
posiblemente	 asociadas	 con	 agentes	 estresantes,	 que	 las	 ranas	 verdes	 desplazadas	
pudieran	 portar	muchas	 especies	 de	 bacterias,	 y	 que	 el	 desplazamiento	 es	 previsto	 para	
estresar	a	 las	ranas	verdes	desplazadas	(y	posiblemente	a	 los	anfibios	silvestres	en	el	sitio	
de	reintroducción),	las	especies	de	bacterias	son	consideradas	un	riesgo	del	portador.	
	
Evaluación	de	liberación	
La	 bacteria	 albergada	 por	 las	 ranas	 verdes	 desplazadas,	 serán	 liberadas	 en	 el	 sitio	 de	
reintroducción	2.			La	probabilidad	de	que	las	ranas	verdes	se	vean	infectadas	y	expuestas	a	
la	bacteria,	 previo	 al	 desplazamiento,	 y	que	 las	bacterias	 sean	 liberadas	 con	ellas	 es	muy	
alta.	
	
Evaluación	de	exposición	
Las	 ranas	 verdes	 reintroducidas,	 continuarán	 albergando	 las	 bacterias	 después	 de	 haber	
sido	liberadas,	y	volverán	a	infectarse.		Otros	anfibios	en	el	sitio	de	reintroducción	2	pueden	
ser	expuestos	a	estas	bacterias	a	través	del	contacto	directo.	 	Existe	una	alta	probabilidad	
de	 que	 las	 ranas	 verdes	 y	 los	 anfibios	 silvestres	 sean	 expuestos,	 y	 luego	 la	 bacteria	 se	
diseminará	a	través	de	las	poblaciones	de	anfibios	en	el	sitio	2.	
	
Evaluación	de	consecuencia	
Como	se	supone	que	no	existen	barreras	entre	las	poblaciones	de	anfibios	en	los	sitios	de	
reintroducción	 1	 y	 2,	 es	 probable	 que	 a	 la	 bacteria	 a	 la	 que	 estén	 expuestos	 sea	 similar	
entre	los	sitios	1	y	2.	 	Generalmente	las	bacterias	son	invasores	secundarios	en	individuos	
de	cierta	manera	estresados	o	inmunocomprometidos,	y	el	estrés	puede	ser	un	precipitador	
mayor	 para	 las	 enfermedades	 bacterianas	 clínicas.	 	 	 Hay	 una	 alta	 probabilidad	 de	
enfermedades	 esporádicas	 en	 ranas	 verdes	 desplazadas	 debido	 a	 las	 enfermedades	
asociadas	al	estrés,	pero	existe	una	baja	probabilidad	que	esto	afectará	una	cantidad	de	la	
población	de	ranas	verdes.		
	
Estimación	de	riesgos	
Existe	una	alta	probabilidad	de	 liberación,	una	alta	probabilidad	de	exposición,	y	una	baja	
probabilidad	de	efectos	ambientales	significantes	y	de	efectos	económicos,	y	por	lo	tanto,	el	
riesgo	general	es	bajo.	
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Manejo	de	riesgos	
Es	esencial	que	las	medidas	estrictas	de	bioseguridad,	higiene	y	la	reducción	de	estrés	estén	
en	orden	a	lo	largo	del	camino	de	desplazamiento,	para	minimizar	la	precipitación	de	estas	
infecciones.		
Por	 último,	 la	 vigilancia	 post	 liberación	 debe	 ir	 tras	 lesiones	 en	 todos	 los	 anfibios	 (para	
residentes	y	poblaciones	de	anfibios	desplazadas)	e	investigarlas	a	fondo;	las	examinaciones	
completas	 post	 mortem	 deberían	 ser	 llevadas	 a	 cabo	 en	 anfibios	 muertos	 que	 se	
encuentren	en	el	 sitio	de	 liberación.	 	Además,	 si	 los	 fondos	 lo	permiten,	 se	deben	 tomar	
muestras	 a	 las	 ranas	 verdes	 desplazadas	 para	 buscar	 infecciones	 bacterianas,	 previo	 a	 al	
desplazamiento	y	como	parte	de	una	rutina	de	monitoreo	de	PRHS,	como	debería	ser	para	
los	anfibios	residentes	en	los	sitios	1	y	2.		 	Esto	ayudará	a	definir	si	es	que	se	justifican	las	
suposiciones	sobre	si	no	existen	barreras	entre	las	poblaciones	de	anfibios	geográficamente	
contiguas.		
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5.6	Otros	agentes	infecciosos	de	preocupación	futura	
Batrachochytrium	salamandrivorans	

	
Origen	y	estimación	de	riesgos	
Recientemente,	hongo	quítrido	nuevo,	Batrachochytrium	salamandrivorans,	fue	aislado	de	
las	 poblaciones	 de	 salamandras	 comunes	 (Salamandra	 salamandra)	 en	 Noruega,	 las	 que	
habían	mostrado	 una	 disminución	 de	 la	 población	 hace	 tres	 años	 atrás	 (Spitzen-van	 der	
Sluijs	 et	 al	 2013;	Martel	 et	 al	 2013).	 	 Este	hongo	quítrido	 fue	 capaz	de	provocar	 lesiones	
cutáneas	erosivas	y	alta	mortalidad	en	salamandras	infectadas	para	experimentaciones.		Sin	
embargo,	 la	 infección	 experimental	 de	 sapos	 parteros	 (Alytes	 obstetricans)	 no	 provocó	
enfermedades	 (Martel	 et	 al	 2013).	 	 Esta	 investigación	 también	 demostró	 que	 las	 B.	
salamandrivorans	 tienen	 una	 preferencia	 a	 las	 bajas	 temperaturas	 (10-15	 grados	 C)	 en	
comparación	 a	 Bd	 (Martel	 et	 al	 2013),	 y	 por	 consiguiente,	 se	 consideró	 utilizar	 un	 nicho	
ecológico	diferente.			La	investigación	extensa	y	a	fondo	involucrando	la	revisión	de	más	de	
5000	especies	de	anfibios	a	nivel	mundial,	juntos	con	las	pruebas	de	infección	experimental,	
confirmó	que	este	quítrido	es	 altamente	patológico	para	 salamandras	 y	 tritones,	pero	no	
hay	evidencia	actual	que	sugiera	que	patológico	para	otros	grupos	de	anfibios	 incluyendo	
los	 anuros	 (Martel	 et	 al	 2014).	 	 En	 una	 infección	 experimental	 de	 ranas	 comunes	 (Rana	
temporaria)	y	sapos	corredores	(Epidalea	calamita),	se	descubrió	que	dos	anuros	silvestres	
del	Reino	Unido	eran	 inmunes	(Martel	et	al	2014).	 	Estudios	filogenéticos	sugieren	que	es	
este	 patógeno	originado	 en	Asia,	 donde	 la	 infección	de	 salamandras	 y	 tritones	 silvestres,	
con	cepas	idénticas	de	hongos,	no	están	asociadas	con	enfermedades	con	disminuciones	de	
la	población	en	urodelos	silvestres	(Martel	et	al	2014).			
	
Desde	que	el	B.	 salamandrivoran	no	se	ha	encontrado	 todavía	en	anfibios	silvestres	en	el	
Reino	Unido,	y	no	hay	evidencia	sobre	si	las	ranas	verdes	son	vulnerables	a	este	patógeno,	
no	se	considera	como	amenaza	para	el	desplazamiento	propuesto,	y	no	se	ha	llevado	a	cabo	
un	DRA	completo	para	este	patógeno.		Sin	embargo,	mientras	se	lleva	a	cabo	la	revisión	de	
anfibios	contiguos,	durante	el	desplazamiento	de	ranas	verdes,	 sería	posible	considerar	 la	
prueba	 de	 tritones	 crestados	 (Triturus	 cristatus)	 por	 PCR,	 como	ha	mostrado	 ser	 letal	 en	
estas	 especies	 (Martel	 et	 al	 2014).	 	 Aunque	 no	 se	 prestó	 atención	 en	 los	 sitios	 1	 y	 2,	
afortunadamente	 el	 tritón	 palmeado	 (Lissotriton	 helveticus)	 fue	 inmune	 a	 la	 infección	
experimental	(Martel	et	al	2014).		Aún	no	se	sabe	si	el	tritón	común	(Lissotriton	vulgaris)	es	
vulnerable	 al	 B.	 salamandrivorans.	 	 El	 afloramiento	 actual	 de	 este	 hongo	 en	 nuevos	
continentes	y	la	causa	de	la	disminución	de	la	población	en	especies	primitivas,	ejemplifica	
la	 importancia	 de	 una	 bioseguridad	 estricta	 a	 lo	 largo	 de	 cualquier	 proceso	 de	
desplazamiento	(incluyendo	el	comercio	de	mascotas	en	anfibios).		
	
Referencias	de	B.	salamandrivorans	
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C.,	Woeltjes,	A.,	Bosman,	W.,	Chiers,	K.,	Bossuyt,	F.,	Pasmans,	F.	(2013).		
Batrachochytrium	salamandrivorans	sp.	nov.	causes	lethal	chytridiomycosis	in	
amphibians.	PNAS	110	(38):	15325-15329.		
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• Spitzen-van	der	Sluijs,	A.,	Spikmans,	F.,	Bosman,	W.,	de	Zeeuw,	M.,	van	der	Meij,	

T.,	Goverse,	E.,	Kik,	M.,	Pasmans,	F.,	Martel,	A.	(2013).		Rapid	enigmatic	decline	
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6. Discusión	y	conclusiones	

En	este	 informe	hemos	utilizado	 la	 información	en	el	análisis	del	riesgo	de	enfermedades,	
llevado	 a	 cabo	 entre	 los	 años	 2003	 y	 2005	 para	 la	 reintroducción	 de	 ranas	 verdes	 a	
Inglaterra,	actualizado	en	base	a	 la	bibliografía,	 la	cual	ha	sido	publicada	desde	el	2005,	y	
que	 incluye	 información	 de	 nuestra	 vigilancia	 de	 enfermedades	 post	 liberación	 desde	 el	
primer	 sitio	 de	 reintroducción,	 producir	 un	 nuevo	 DRA	 para	 el	 desplazamiento	 de	 ranas	
verdes	desde	el	sitio	original	de	reintroducción	a	un	sitio	nuevo	específico	en	Inglaterra.		A	
pesar	del	gran	aumento	en	el	volumen	de	la	información	publicada	en	las	enfermedades	de	
anfibios	desde	el	2005,	el	DRA	ha	sido	llevado	a	cabo	considerablemente	más	rápido	que	el	
original	 DRA,	 el	 cual	 se	 completó	 después	 de	 dos	 años.	 	 	 Hemos	 descrito	 el	 camino	 de	
desplazamiento,	 hemos	 mostrados	 que	 es	 probables	 que	 esto	 no	 acurra	 a	 lo	 largo	 de	
barreras	 geográficas	 o	 ecológicas,	 y	 que	 se	 identifiquen	 riesgos	 de	 enfermedades.	 	 Estas	
amenazas	 han	 sido	 materia	 de	 análisis	 detallados	 sobre	 el	 riesgo	 de	 enfermedades,	 un	
riesgo	medio	 de	 amenaza	 (Bd)	 y	 se	 ha	 detectado	 y	 analizado	 un	 riesgo	 alto	 de	 amenaza	
(ranavirus).		
	
Sitios	de	inicio		
Hubo	 insuficiente	 información	 disponible	 en	 los	 sitios	 de	 inicio	 para	 concluir	 el	 DRA	 al	
tiempo	 de	 la	 redacción.	 	 Recomendamos	 que	 cada	 sitio	 propuesto	 sea	 evaluado	
cuidadosamente	para	ver	 si	 existen	 riesgos	de	enfermedades	a	 lo	 largo	del	 sitio	antes	de	
tomar	una	decisión.		Existe	una	posibilidad	que	el	DRA	deba	ser	reescrito,	si	es	que	un	grupo	
zoológico	 se	 involucre	 en	 el	 proceso	 de	 sitios	 de	 inicio,	 porque	 pueden	 haber	 anfibios	
exóticos,	peces	o	reptiles	en	contacto	con	el	personal	que	maneja	a	las	ranas	verdes.		
		
La	amenaza	del	ranavirus	a	las	ranas	verdes.	
Desde	 el	 2005,	 se	 encuentra	 disponible	 información	más	 detallada	 sobre	 la	 patología	 del	
ranavirus	en	las	ranas	verdes,	y	han	sido	asociados	con	los	brotes	de	enfermedades.		Hay	un	
grado	de	 incertidumbre	sobre	si	una	de	 las	especies	más	patológicas	 (CMTV)	o	altamente	
relacionada	con	los	virus,	están	presentes	en	el	Reino	Unido.		Como	el	virus	CMTV	solo	ha	
sido	descrito	por	Holanda,	en	asociación	con	el	brote	de	enfermedades	en	Pelophylax	spp,	y	
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por	consiguiente,	hay	un	aumento	evidente	de	 la	amenaza	planteada	por	estos	virus	a	 las	
ranas	 verdes.	 	 El	 brote	 informado	 por	 Ariel	 et	 al	 (2009)	 en	 Dinamarca,	 sugirió	 que	 los	
agentes	 estresantes	 pueden	 gatillar	 el	 brote	 de	 enfermedades.	 	 Debido	 a	 que	 las	 ranas	
verdes	existen	en	poblaciones	pequeñas	en	Inglaterra,	son	vulnerables	a	los	brotes	fortuitos	
de	la	enfermedad.			Como	una	nueva	población,	también	están	potencialmente	bajo	estrés,	
y	 por	 lo	 tanto,	 son	más	 propensos	 a	 sufrir	 por	 brotes	 de	 enfermedades	 asociadas	 con	 el	
ranavirus.	 	 Por	 consiguiente,	 los	 ranavirus	 ya	 presentes	 en	 Inglaterra,	 representan	 una	
amenaza	 significativa	 a	 los	 establecimientos	 de	 poblaciones	 de	 ranas	 verdes,	 y	 de	 otras	
especies	patógenas	que	pudieran	emerger	en	el	Reino	Unido.			
	
Existen	varias	propuestas	posibles	sobre	el	manejo	de	la	conservación	de	las	ranas	verdes	al	
lidiar	con	 la	amenaza	del	 ranavirus.	 	El	desplazamiento	de	ranas	verdes	a	nuevos	sitios	se	
puede	ver	como	una	ventaja,	ya	que	la	defunción	de	una	población,	como	resultado	de	una	
enfermedad	 rana	 viral,	 puede	 ser	 menos	 desastrosa	 si	 es	 que	 hay	 otras	 poblaciones	
disponibles	 para	 garantizar	 la	 sobrevivencia	 de	 la	 especie.	 	 	 La	 revisión	 de	 los	 anfibios	
silvestres	 en	 el	 nuevo	 sitio	 de	 desplazamiento	 puede	 permitir	 que,	 en	 un	 corto	 plazo,	 el	
riesgo	de	contraer	una	enfermedad	rana	viral	sea	evaluada	antes	del	desplazamiento,	pero	
va	a	requerir	de	pruebas	letales	en	los	anfibios	silvestres,	y	por	consiguiente,	tal	propuesta	
va	a	requerir	una	reflexión	y	discusión	más	cuidadosa.		El	desplazamiento	de	ranas	verdes	a	
un	nuevo	 sitio,	 sin	 anfibios	 nativos	 (si	 están	disponibles	 y/o	 si	 es	 factible)	 va	 a	 reducir	 el	
riesgo	 de	 contraer	 una	 enfermedad	 rana	 viral	 en	 un	 medio	 plazo,	 y	 va	 a	 aumentar	 la	
probabilidad	de	fundar	una	nueva	población.		Esta	última	opción	probablemente	reduce	el	
riesgo	 de	 contraer	 enfermedades	 en	 una	 gran	 extensión,	 pero	 ubicar	 tal	 sitio	 puede	 ser	
difícil.		A	largo	plazo	(20-50	años)	es	muy	probable	que	las	ranas	verdes	en	todos	los	sitios	
de	desplazamiento	sean	expuestas	al	ranavirus,	y	actualmente,	la	evidencia	predice	un	alto	
riesgo	de	una	epidemia	de	enfermedad	rana	viral	en	estas	poblaciones.			
	
Recomendamos	 el	 comité	 que	 supervise	 el	 desplazamiento	 propuesto,	 considere	
cuidadosamente	el	riesgo	de	contraer	enfermedades	por	los	ranavirus.		Las	investigaciones	
para	mejorar	nuestro	entendimiento	de	la	relación	parásito-portador	entre	 los	ranavirus	y	
las	 ranas	 verdes,	 puede	 ser	 útil	 previo	 al	 (o	 al	 mismo	 tiempo)	 desplazamiento,	 con	 el	
propósito	de	mejorar	a	largo	plazo	las	expectativas	de	las	ranas	verdes	en	Inglaterra.			Si	se	
toma	una	decisión	para	proceder	con	el	desplazamiento,	estamos	en	posición	de	manejar	
cuidadosamente	 el	 riesgo,	 y	 reducir	 al	 mínimo	 el	 uso	 de	 las	 técnicas	 de	 manejo,	 y	 más	
importante	 aún,	 monitorear	 la	 salud	 y	 las	 enfermedades	 de	 las	 ranas	 verdes	 y	 de	 los	
anfibios	silvestres,	con	el	fin	de	aumentar	nuestro	conocimiento	sobre	la	amenaza	de	esta	
enfermedad.			
	
Hongo	quítrido	y	desplazamiento			
El	 Bd	 sigue	 siendo	 una	 amenaza	 en	 el	 proceso	 de	 desplazamiento,	 pero	 cada	 vez	menor	
porque	la	patogenicidad	de	este	hongo	quítrido	en	el	género	Pelophylax,	parece	ser	menor	
que	en	otras	especies	de	anfibios.				El	manejo	de	las	opciones	se	puede	llevar	a	cabo	para	
reducir	el	riesgo	de	contraer	enfermedades	y	de	mejorar	nuestro	conocimiento	sobre	esta	
amenaza.	
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Manejo	del	riesgo	de	las	enfermedades			
Una	vez	que	se	escogen	los	sitios	de	inicio	y	de	desplazamiento,	se	pueden	reducir	los	
riesgos	de	contraer	enfermedades	por	la	adhesión	a	una	bioseguridad	estricta,	higiene	y	
protocolos	del	personal,	los	cuales	serán	extendidos	en	los	documentos	del	Manejo	del	
Riesgo	de	Enfermedades	y	post	liberación,	y	Vigilancia	de	la	salud.		Por	ejemplo,	
probablemente	se	recomendará	colocar	estanques	en	el	sitio	de	inicio	dentro	de	un	poli	
túnel	bioseguro	más	que	en	el	exterior	(en	cuyo	caso	serán	cubiertas	con	una	malla	para	
prevenir	el	contacto	con	depredadores	y	otros	anfibios).				Dados	estos	requerimientos	para	
la	bioseguridad	y	la	revisión	adicional,	el	número	de	sitios	de	inicio	que	se	escojan,	deben	
ser	cuidadosamente	considerados.		Los	riesgos	más	altos	de	contraer	enfermedades	serán	
planteados	por	los	sitios	en	contacto	con	otros	anfibios,	seguido	por	zoológicos	con	otros	
taxones	como	peces,	invertebrados	y	reptiles,	los	que	comparten	algunos	patógenos	
similares.		Los	sitios	que	alojen	aves	y	mamíferos	deben	contar	con	un	menor	riesgo	de	
contraer	enfermedades.		
	
Los	 documentos	 de	 un	 manejo	 completo	 de	 los	 riesgos	 de	 contraer	 enfermedades,	 y	 la	
vigilancia	de	la	salud	post	liberación,	deberán	ser	ilustrados	seguidos	del	DRA	y	antes	que	se	
realice	 cualquier	 desplazamiento,	 para	 exponer	 los	 pasos	 necesarios	 con	 el	 fin	 de	
monitorear	 el	 resultado	 del	 desplazamiento	 naturaleza-a-naturaleza,	 desde	 el	 punto	 de	
vista	 de	 sus	 efectos	 en	 la	 salud	 y	 en	 la	 demografía	 de	 la	 población	 de	 ambos;	 la	
reintroducción	 de	 ranas	 verdes	 y	 las	 especies	 de	 anfibios	 nativos	 en	 el	 sitio	 de	
desplazamiento.		El	DMR	PRHS	desarrollado	para	la	primera	reintroducción	de	ranas	verdes	
puede	 formar	 la	 base,	 pero	 aumenta	 las	 opciones	 sobre	 nuestro	 conocimiento	 de	
enfermedades	de	anfibios	y	monitoreo	post	liberación		van	dictar	los	cambios	que	se	hacen.		
El	 monitoreo	 de	 las	 enfermedades	 post	 liberación	 serán	 particularmente	 importantes	
porque,	 casi	 con	 certeza,	 no	 tenemos	 conocimiento	 sobre	 la	 identidad	 y	 la	 cantidad	 de	
todos	los	posibles	potenciales	parásitos	patológicos	que	se	albergan	en	las	ranas	verdes,	los	
que	 podrían	 provocar	 enfermedades	 en	 anfibios	 silvestres.	 	 Creemos	 que	 tendremos	 un	
mejor	 conocimiento	 sobre	 la	 amenaza	 de	 estos	 agentes	 desconocidos,	 una	 vez	 que	 la	
población	de	ranas	verdes	en	el	Sitio	1	alcance	su	capacidad	de	carga.		A	partir	de	esto,	y	a	
través	 de	 monitoreos	 cercanos	 a	 los	 animales	 post	 reintroducción,	 y	 a	 la	 detección	 de	
enfermedades	e	intervención	cuando	sea	necesario,	apuntaremos	a	mantener	la	salud	y	el	
bienestar	 de	 estos	 anfibios,	 y	 de	 proteger	 el	 ecosistema	 de	 consecuencias	 nocivas	 y	
desconocidas.		
	
Vigilancia	de	enfermedades	post	liberación			
Existen	severas	limitaciones	en	la	información	que	se	puede	conseguir	de	los	métodos	
escogidos	para	la	vigilancia	post	liberación	en	el	primer	sitio	de	reintroducción	entre	2006	y	
2012:	examinaciones	de	la	salud	y	muestras	de	conveniencia	para	anfibios	muertos,	los	que	
fueron	examinados	post	mortem.		Es	posible	que	estas	enfermedades	jueguen	un	rol	en	el	
crecimiento	paulatino	de	la	población	de	las	ranas	verdes	en	el	primer	sitio	de	
reintroducción,	pero	es	improbable	que	los	métodos	disponibles	para	el	monitoreo	
proporciones	información	sobre	esta	posible	amenaza.		Hay	una	necesidad	por	revisar	el	
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plan	de	vigilancia	de	las	enfermedades	post	liberación	en	el	nuevo	sitio,	para	ver	si	
podemos	hacer	mejoras	rentables	en	los	métodos	involucrados,	y	obtener	un	mejor	
conocimiento	sobre	las	amenazas	de	enfermedades	a	estas	poblaciones.		
	
Agradecimientos	
Nos	gustaría	agradecer	a	John	Baker	y	Jim	Foster	por	la	información	sobre	el	
desplazamiento	propuesto;	Andrew	Cunningham	y	Stephen	Price	por	las	discusiones	y	la	
información	en	las	amenazas	propuestas	por	los	ranavirus;	y	a	Paul	Edgar	por	las	
discusiones	en	el	resultado	del	DRA.	 	



Apéndice	4	Análisis	de	riesgos	de	enfermedades	y	vigilancia	de	la	salud	para	las	especies		
del	programa	de	recuperación	

309	

APÉNDICE:	PROCEDIMIENTO	DE	SITIOS	DE	INICIO	PROPUESTO	

	

Descripción	
Los	renacuajos	serán	iniciados	utilizando	técnicas	similares	a	aquellas	utilizadas	en	2013	
(Baker,	2014).		Se	tomarán	los	huevos	del	sitio	primario	de	reintroducción,	entonces	los	
renacuajos	pueden	crecer	bajo	protección	y	condiciones	de	cautiverio.		La	metamorfosis	o	
ranitas	resultantes	serán	liberadas	dos	o	tres	meses	después	en	el	sitio	secundario	de	
reintroducción,	el	cual	está	en	la	misma	región	que	el	sitio	primario.		Una	diferencia	
significante	entre	el	sitio	de	inicio	del	2013	y	el	que	se	planeó	en	el	2015,	es	que	la	
liberación	futura	será	llevada	a	cabo	en	Thompson	Common	en	vez	que	en	el	sitio	primario	
de	reintroducción.	
	

Estado	de	enfermedad	
El	análisis	de	riesgo	de	contraer	enfermedades	(McGill	&	Sainsbury,	2006),	la	revisión	y	
vigilancia	han	sido	llevadas	a	cabo	por	el	Instituto	de	zoología	como	parte	del	proyecto	de	
reintroducción	de	ranas	verdes	(Buckley	&	Foster,	2005).		Las	mismas	ranas	verdes	fueron	
revisadas	en	busca	de	enfermedades	inmediatamente	y	previo	a	la	liberación	en	Inglaterra,	
y	la	vigilancia	anual	se	llevó	a	cabo	hasta	el	2011.		Los	anfibios	que	ya	residen	en	el	área	de	
liberación	también	fueron	revisados,	previo	a	la	liberación	de	las	ranas	verdes,	y	muchas	
veces	hasta	el	2011	(Vaughan	&	Sainsbury,	2011).		En	los	exámenes	médicos	no	se	
encontraron	evidencias	sustanciales	sobre	si	la	salud	de	los	anfibios	silvestres	o	de	las	ranas	
verdes	se	ha	visto	adversa	y	significativamente	afectada	por	la	reintroducción.		Aunque	se	
hayan	identificado	algunas	bacterias	como	patógenos	nuevos	potenciales	(Vaughan	et	al.	
2009),	no	se	han	detectado	agentes	infecciosos	significativos	o	enfermedades	en	ninguno	
de	los	anfibios	examinados	residentes	o	introducidos,	y	en	particular,	los	análisis	de	hongo	
quitridios	y	ranavirus	no	los	han	detectado.			
	
No	hay	registros	de	enfermedades	de	anfibios	ni	en	el	segundo	sitio	de	reintroducción	ni	en	
ninguno	de	los	sitios	de	inicio	potenciales.	
	

Recolección	de	huevos		
Aproximadamente	se	tomarán	muestras	de	12	grupos	de	ranas	verdes	del	sitio	donante,	
teniendo	cuidado	de	maximizar	las	oportunidades	de	que	estos	sean	de	diferentes	hembras	
(idealmente	tomados	de	un	rango	de	locaciones	de	diferentes	estanques,	en	diferentes	
momentos	sobre	el	período	de	muestra).		La	ubicación	y	toma	de	muestras	van	a	requerir	
que	se	camine	entre	los	estanques	de	reproducción,	y	posible	va	a	requerir	el	uso	de	un	
pequeño	bote	a	remos.		Los	riesgos	de	la	bioseguridad	serán	minimizados	por	el	uso	de	la	
implementación	protocolos	y	equipamiento	durante	el	monitoreo	de	las	ranas	verdes,	el	
trabajo	de	mantenimiento	del	sitio,	el	equipo	y	la	ropa	que	entra	habitualmente	en	el	agua,	



Apéndice	4	Análisis	de	riesgos	de	enfermedades	y	vigilancia	de	la	salud	para	las	especies		
del	programa	de	recuperación	

310	

sólo	se	utiliza	en	el	sitio	del	donante;	cualquier	otro	equipo	que	se	pueda	usar	en	el	agua,	
debe	ser	limpiado	y	esterilizado	antes	de	usarlo	en	el	sitio.					
	

Eclosión	y	crecimiento	inicial	(interior)	
Los	huevos	serán	transportados	a	la	casa	del	supervisor	contratado	(46km	del	sitio	de	
donación),	donde	la	eclosión	y	las	etapas	iniciales	del	crecimiento	de	los	renacuajos	serán	
adaptados	en	el	interior.		se	van	a	mantener	a	los	huevos	y	a	los	renacuajos	en	
contenedores	de	plástico,	con	agua	de	la	llave	inoculada,	y	con	agua	del	estanque	que	se	
saca	del	sitio	del	donante.		Esta	etapa	tiene	amenazas	de	bioseguridad	mínimas,	porque	al	
estar	en	el	interior,	el	riesgo	de	contacto	con	otros	anfibios	es	nulo	(no	otros	anfibios	o	
cualquier	otro	animal	que	tenga	que	supervisor).			Cuando	los	renacuajos	nada	libremente,	
y	han	crecido	a	un	tamaño	que	permita	el	manejo	y	transportación	fácil	(en	
aproximadamente	dos	o	tres	semanas),	serán	transportados	a	estanques	artificiales	en	el	
exterior.		
	

Crecimiento	en	estanques	artificiales	(exterior)	
Los	renacuajos	serán	criados	en	el	exterior	en	estanques	artificiales.		Estos	estanques	serán	
similares	a	los	que	se	utilizaron	en	el	2013.		Las	tinas	de	yeso	se	van	a	hundir	parcialmente	
en	el	suelo	para	amortiguarlos	de	las	temperaturas	cambiantes.		Estas	se	van	a	llenar	con	
agua	de	la	llave	inoculada,	y	con	agua	del	estanque	transportada	del	primer	sitio	de	
reintroducción.		Se	va	a	tomar	vegetación	acuática	del	primer	sitio	de	reintroducción	para	
incluirla	en	el	estanque	artificial	y	así	proporcionar	cubrimiento	y	sustrato	alimenticio.			
	
Los	estanques	van	a	ser	protegidos	de	invasiones	que	pueden	suceder	en	los	alrededores	
con	una	cubierta	de	malla,	por	otros	anfibios	silvestres	o	potenciales	depredadores	
(ejemplo:	invertebrados	acuáticos,	culebras	de	pasto	y	aves).		Los	renacuajos	van	a	ser	
monitoreados	y	alimentados	con	frecuencias	como	la	lógica	lo	permita;	idealmente	varias	
veces	al	día	cuando	los	renacuajos	están	creciendo	rápidamente.		

Liberación	de	la	metamorfosis	
Una	vez	que	los	renacuajos	lleguen	a	las	etapas	finales	de	larva,	la	transformación	a	ranitas	
será	transportada	al	sitio	secundario	de	reintroducción,	Thompson	Common.		Los	
renacuajos	crecen	y	se	desarrollan	en	diferentes	rangos,	entonces	la	liberación	ocurrirá	por	
etapas,	a	medida	que	los	renacuajos	individuales	lleguen	al	final	de	la	etapa	de	larva	entre	
los	meses	de	julio	y	agosto.		Los	renacuajos	serán	transportados	de	los	estanques	artificiales	
en	contenedores	de	10	litros,	parcialmente	llenos,	con	agua	de	llave	mezclada	con	agua	del	
estanque,	y	llenos	con	vegetación	acuática	de	estos	estanques.	

Ubicación	de	los	estanques	artificiales	
Los	sitios	que	van	a	alojar	los	estanques	artificiales	están	bajo	revisión	como	parte	de	la	
preparación	actual	para	la	reintroducción	de	las	ranas	verdes	al	sitio	secundario	de	
reintroducción.		Idealmente,	los	renacuajos	van	a	iniciar	en	sitios	cercanos	a	los	sitios	de	
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reintroducción,	bajo	el	cuidado	de	personas	con	experiencia	en	la	cría	de	anfibios.		Sin	
embargo,	la	adhesión	a	los	protocolos	de	bioseguridad	efectivamente	excluye	a	las	
personas	más	experimentadas,	quienes	generalmente	mantienen	otros	anfibios	en	
cautiverio,	lo	que	constituye	un	alto	riesgo	de	contraer	enfermedades.		Se	ha	confirmado	un	
sitio	de	inicio	y	otros	tres	serán	revisados.		En	la	tabla	a	continuación	se	hace	un	resumen	de	
los	potenciales	sitios	confirmados.		Idealmente,	el	sitio	de	inicio	se	va	a	propagar	a	lo	largo	
de	al	menos	dos	sitios.		Todo	el	personal	involucrado	en	el	cuidado	de	renacuajos	será	
minuciosamente	entrenado	en	medidas	de	bioseguridad	y	en	el	cuidado	de	renacuajos.	 	
	 	
Sitios	potenciales	para	los	estanques	artificiales	 	
Sitio Distancia* Comentario 
Sitio 1 x km Este sitio es confirmado como sitio de inicio.  Los 

estanques serán colocados en poli túneles.  Este sitio 
aloja otros animales que no son anfibios. 

Sitio 2 x km Una evaluación de bioseguridad y las potenciales 
negociaciones serán llevadas a cabo como parte de la 
preparación actual. 

Sitio 3 x km El jardín privado del supervisor contratado será 
evaluado como parte de la preparación actual. 

Sitio 4   x km Una evaluación de bioseguridad y las potenciales 
negociaciones serán llevadas a cabo como parte de la 
preparación actual. 

*Distancia	del	sitio	primario	de	reintroducción.	
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