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Prólogo

Luchar por la conservación de la naturaleza siempre fue una tarea ardua. 
Hoy es una obra titánica. 

Lo que hasta hace unos años podía tomarse como una actividad romántica, 
casi hippie, hoy se ha convertido en la verdadera lucha por la existencia, en 
un sentido que trasciende al que el Neo-darwinismo diera a esa frase. Ya no 
es un concepto abstracto para lograr explicar los equilibrios dinámicos que 
se observaban en una naturaleza primigenia, sino que se trata de lograr la 
supervivencia de una especie, la nuestra, en las condiciones menos peores 
que podamos...

Lo que agrava la situación es que, tal como está planteada, la lucha es frati-
cida, injusta y asimétrica. Con una sociedad globalizada, encuadrada en el 
paradigma neoliberal de generación de ganancias, todo se ha convertido en 
mercancía y el afán de generación de lucro impacta sobre un planeta que ya 
ha superado su capacidad de recuperación. Hoy somos testigos de las seña-
les claras del deterioro, y solo la obstinación en la estupidez hace que quienes 
tienen la capacidad de decidir miren hacia el lado equivocado.

La lucha es fraticida, porque las mujeres y los hombres que quieren contri-
buir al mantenimiento de una calidad de vida digna deben batallar contra 
hombres y mujeres que solo piensan en lucros personales o corporativos. Es 
injusta, porque los daños producidos al ambiente por la generación de las 
ganancias para unos pocos los pagamos entre muchos, muchísimos (ellas y 
ellos incluidos). Y es asimétrica, porque un David, manco y sin honda, debe 
luchar ante un Goliath en anabólicos.

Siendo irreverente, planteo la imagen del David tullido porque, aunque im-
prescindibles, esforzarse en llevar a cabo  acciones de conservación es tarea 
poco redituable desde todo punto de vista. Desde la naturaleza, porque el 
problema de extinción de especies, con la consecuente pérdida de diversidad 
genética, es tan viejo como la vida misma, y por lo tanto, es un hecho que a 
la “biota”, tomada como abstracción, no la afecta: Nuevas formas de vida, 
con nueva diversidad genética, reemplazarán a las precedentes, aunque cla-
ramente nuestra especie no será testigo de ese reflorecimiento. Desde lo eco-
nómico, porque conservar implica inversión y lucro cesante (inversión en 
educación, investigación y políticas públicas, por lo menos, y lucro cesante 



porque áreas medianamente prístinas no producen commodities exportables). 
Desde la academia, porque es un tema que mucho se declama pero que en 
realidad le interesa a pocos; la toma de datos es agobiante y larga, las pu-
blicaciones no son adecuadamente valoradas, las revistas donde es posible 
hacerlo tienen un índice de impacto mucho más bajo que aquellas en las que 
publicamos nuestros estudios moleculares, más rápidos y menos sacrifica-
dos, y por esta razón no es “redituable” para los que comienzan su carrera...

¿Entonces?

Recapitulemos por un instante. Por fijar un comienzo arbitrario, las acciones 
de conservación como las conocemos hoy se iniciaron en la década de 1960, 
luego de la publicación de La Primavera Silenciosa de Rachel Carlson en el 
‘62. Desde entonces hemos generado un caudal de conocimientos como po-
cas veces se vio en biología, y sin embargo no hemos logrado los resultados 
esperados. ¿Es que estábamos tan errados en nuestra tarea, que todo lo que 
propusimos en los últimos 60 años estaba mal? 

No... Creo que nosotros no somos los responsables del fracaso. Sí somos res-
ponsables de habernos mantenido en nuestra zona de confort. Los que tra-
bajamos en conservación podemos dilucidar las causas primeras y últimas 
del problema que estudiamos, y ofrecer soluciones teóricas y prácticas de 
un valor incalculable, pero nosotros no tenemos ninguna capacidad fáctica 
para aplicar y hacer cumplir esas soluciones. Quienes deben hacerlo son los 
funcionarios públicos que se ocupan en legislar y aplicar las leyes, pertene-
cientes a diversas entidades gubernamentales que, con frecuencia, cambian 
de políticas con cada cambio de ministro, o como coyunturalmente lo mande 
el mercado. Nuestro país carece de políticas de estado en este sentido y, como 
sabemos, la conservación de la naturaleza es una variable inversamente rela-
cionada a la necesidad de lucro. Pero entre nosotros que alertamos y quienes 
deben aplicar las leyes hay un amplio abismo de ignorancia compartida. 

Veamos:

• Generalmente, entre “nosotros” tenemos puntos de vista científicos y filosófi-
cos coincidentes, hablamos utilizando el mismo lenguaje y estamos convenci-
dos de que el problema que analizamos tiene prioridad sobre todo lo demás.



• Por vocación, deformación profesional o simple ignorancia, frecuente-
mente aislamos los problemas de conservación del complejo contexto
social, cultural, político y económico en el que está inmerso nuestro país.

• Generalmente no nos ponemos en lugar de “ellos”, los políticos y econo-
mistas, quienes deberían ser nuestros interlocutores válidos, ignoramos
sus razones y empleamos códigos de comunicación diferentes. Es más,
hasta algo tan básico como el lenguaje con frecuencia es mutuamente
incomprensible.

• Por último, partimos de escalas temporales y de necesidades inmedia-
tas diferentes: mientras los biólogos hablamos a escalas generacionales o
multigeneracionales, el tiempo de los economistas se termina en el próxi-
mo balance, el de los políticos en la siguiente elección y el de muchísima
gente de a pie, donde deberíamos encontrar aliados, a fin de mes.

Estoy convencido que este Manual de técnicas y protocolos para el relevamiento 
y estudio de anfibios de Argentina será una herramienta invalorable para tender 
puentes entre las partes en conflicto y, quizás, borrar esa grieta. Tengo la 
esperanza que será el instrumento adecuado para promover la valorización 
de las tareas de investigación por parte de los responsables de fijar las polí-
ticas académicas. Que servirá a los funcionarios encargados del desarrollo y 
aplicación de políticas ambientales para dictar mejores normas. Que promo-
verá la tarea de jóvenes naturalistas, quienes con este texto se verán libres 
de cometer los errores que alguna vez cometimos por nuestra inexperiencia. 
Y que, como resultado de todo esto, promueva la conservación de nuestras 
cecilias, ranas, sapos y escuerzos...

Esteban O. Lavilla
UEL/CONICET – SSG, Argentina

Octubre de 2021



Presentación del Manual

En septiembre del 2005, la Comisión de Supervivencia de las Especies (SSC) de la 
UICN llevó a cabo una Cumbre para la Conservación de los Anfibios donde es-
pecialistas de todo el mundo acordaron que no sólo era necesario documentar las 
declinaciones y extinciones que estaban ocurriendo, sino que además se debían 
diseñar y promover respuestas a la crisis global de biodiversidad. El resultado de 
esta Cumbre derivó en la redacción de un Plan de Acción para la Conservación 
de los Anfibios y la recomendación para que los gobiernos, la sociedad civil y 
la comunidad académica lo adopten e implementen(1). El documento delinea y 
propone acciones en el campo de la investigación, evaluación y conservación de 
anfibios sugiriendo que estas acciones sean acompañadas con los consecuentes 
cambios en las políticas ambientales a nivel internacional y local. Consecuentes 
con estas acciones, resultaba necesario diseñar una estrategia nacional para la 
conservación de los anfibios que no sólo evaluara el estado de conservación de 
la batracofauna de Argentina, sino que también advirtiera y abordara los pro-
blemas que actúan negativamente sobre las especies y las líneas de acción que 
deberían tomarse.

Uno de los problemas que enfrentamos es que el cambio en la biodiversidad pue-
de detectarse o revelarse cuando las respuestas efectivas ya no son factibles o el 
daño al ecosistema ya es considerable o incluso irreversible hasta provocar la 
extinción de las especies. Los procesos actuales que permiten las evaluaciones del 
estado de conservación de las especies a nivel global pueden tomar hasta 10 años 
o más. Durante este período, muchas especies pueden pasar de ser relativamente 
abundantes a estar al borde de la extinción o al menos mostrar serias amenazas 
de una extirpación regional o local. Por lo tanto, resulta crucial que nuestra ca-
pacidad para detectar signos tempranos de cambios críticos en la biodiversidad 
mejore para que las soluciones efectivas se puedan implementar cuando sea ne-
cesarias y rápidamente.

A partir del aporte de una red local de especialistas en diversas temáticas se pro-
puso generar un documento base que sirva como guía para el desarrollo de ini-
ciativas de conservación de los anfibios de Argentina, recomendando acciones 
prioritarias que pudieran servir como lineamientos para el diseño de una estra-
tegia nacional para la conservación de los anfibios de nuestro país. Producto de 
este proceso, se concretó el Plan de Acción para la Conservación de los Anfibios 
de la República Argentina(2) que reseña un conjunto de 47 acciones que respon-
den a 18 problemáticas identificadas agrupadas en 6 componentes que pueden 
acometerse a corto y mediano plazo. Una de las acciones propuestas incluyó con-
formar un grupo de especialistas que por medio de talleres y trabajos en colabo-
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ración generen el documento base para la redacción de un manual de técnicas y 
protocolos estándares para el inventario y monitoreo de poblaciones de anfibios, 
actualizado con los procedimientos, herramientas y técnicas de análisis más re-
cientes y que se adapte a las condiciones y realidades nacionales.

La comunidad científica dedicada al estudio de los anfibios nucleada en distintos 
centros de investigación y universidades del país indiscutiblemente ha realiza-
do los mayores aportes al conocimiento de la diversidad y estado de conserva-
ción de los anfibios de nuestro país. La experiencia desarrollada a lo largo de 
varias décadas de estudios le ha permitido conducir la más reciente evaluación 
del estado de conservación de las especies de anfibios de Argentina(3) y realizar 
numerosos aportes referidos al conocimiento de la biología de las especies y las 
amenazas que enfrentan para sobrevivir en sus ambientes naturales. Esta exten-
sa trayectoria de investigación en anfibios en Argentina, ha permitido llevar a 
cabo experimentos y estudios observacionales en una amplia gama de hábitats 
y regiones diseñados para documentar patrones temporales y espaciales o para 
desentrañar relaciones causales, interacciones y mecanismos vinculados con la 
diversidad de especies. Por ende, gran parte de los relevamientos o monitoreos 
de poblaciones de anfibios en Argentina constituyen parte de estudios desarro-
llados en uno a varios sitios diseñados para abordar preguntas específicas de 
investigación que no siempre han estado específicamente vinculadas con la con-
servación de las especies. 

Muchos proyectos individuales o redes colaborativas de investigación invierten 
considerables recursos en la recolección de datos que incluyen el desarrollo de 
protocolos específicos para mediciones de campo y el registro de variables am-
bientales y bióticas relacionadas. Esto conlleva a una diversidad de diseños y 
protocolos similares, pero no del todo idénticos, y por lo tanto a una diversidad 
de formas de registrar, medir y cuantificar resultados. Si bien parte de estas di-
ferencias pueden ser motivadas por buenas razones científicas, la selección de 
protocolos a menudo se basa en tradiciones, costumbres u oportunidades.

Una alternativa a esta situación sería facilitar la coordinación y estandarización 
de diseños y métodos de muestreo, estimulando el uso de protocolos estandari-
zados que al mismo tiempo consideren la experiencia de investigadores locales 
con amplias trayectorias y especializaciones en el estudio de los anfibios de Ar-
gentina, transformándose en un recurso disponible para nuevos investigadores 
que aborden estudios de poblaciones y especies de anfibios.

El objetivo principal de este Manual es el desarrollo de un compendio de técnicas 
y protocolos estándares para el inventario y monitoreo de poblaciones de anfi-
bios, actualizado con los procedimientos, herramientas y técnicas de análisis más 
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recientes y adaptado a las condiciones y realidades nacionales. Su contenido está 
destinado a ayudar a superar algunas de las dificultades que se pueden enfrentar 
al configurar un programa de inventario y monitoreo para anfibios. Pretendemos 
brindar una orientación práctica sobre cómo diseñar y llevar a cabo estudios que 
puedan servir para múltiples aplicaciones más allá de las necesidades de un pro-
yecto particular. Es decir, en este manual tratamos de reunir no solo los aspectos 
teóricos, sino que compilamos las experiencias y consejos de numerosos especia-
listas sobre diferentes temáticas vinculadas con estudios de la diversidad, ecolo-
gía y comportamiento de anfibios que pudieran permitir a los lectores y usuarios 
de este manual obtener la mayor cantidad y calidad de datos durante la realiza-
ción de futuros proyectos de investigación relacionados con estas temáticas.

Para ello, nos propusimos proporcionar bases teórico-prácticas sólidas -desde la 
experiencia de los autores- sobre las técnicas y procedimientos habituales utili-
zados en estudios que implican el relevamiento y monitoreo de la diversidad 
de anfibios incluyendo la detección, registro y captura de individuos, la colecta, 
preservación de especímenes y su correcta incorporación en colecciones biológi-
cas, hasta su uso en experimentos de campo o laboratorio. En una Parte II de este 
Manual, se incluirán los procedimientos básicos para aplicar las herramientas 
estadísticas e índices más usuales y recientes para la exploración, descripción y 
análisis de este tipo de datos. De este modo, a lo largo del manual se pretende 
ofrecer recomendaciones, procedimientos e instrumentos que permitan recabar 
la mayor cantidad de información posible en estudios sobre este grupo taxonó-
mico desde sus inicios con la elección de un diseño de muestreo adecuado. 

Somos conscientes que todos los protocolos de muestreo, técnicas y métodos de 
análisis de datos que pueden ser requeridos para un programa de inventario y 
monitoreo de anfibios o para estudios de campo y laboratorio sobre las especies 
no pueden ser suficientemente abarcados ni discutidos dentro de un único Ma-
nual. Con esta propuesta simplemente intentamos volcar la experiencia recolec-
tada durante años de trabajo, incorporando el suficiente detalle para garantizar 
el desarrollo de estudios reproducibles y comparables y proporcionando una 
referencia para futuros proyectos, relevamientos y/o monitoreos enfocados a la 
conservación de las especies de anfibios de nuestro país. Nuestra intención es 
que este manual sea ampliamente utilizado y estimule la recopilación de datos 
estandarizados y la colaboración entre proyectos dentro y entre disciplinas vin-
culadas al estudio de los anfibios en Argentina. Reconocemos que cada proyecto 
o investigador puede tener diferentes necesidades específicas y recursos dispo-
nibles y por lo tanto, proponemos un conjunto de recomendaciones y prácticas 
que, de aplicarse más ampliamente, podrían aumentar significativamente la con-
tribución potencial de cada estudio individual a la conservación de los anfibios 
en Argentina. 
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Los objetivos principales de este Manual pueden resumirse en:

-Lograr recopilar un conjunto de herramientas estándares para estudios disper-
sas en diversas fuentes bibliográficas, adaptadas a las características y particula-
ridades de las especies de anfibios presentes en Argentina. 

-Ofrecer una visión general de los procedimientos y herramientas asociadas a 
estos estudios en anfibios y desde la experiencia proponer aquellas mejor sopor-
tadas. 

-Plantear las posibles adaptaciones y/o mejoras en los procedimientos y técnicas 
que permitan un mejor desempeño en nuestra región. 

-Proponer consejos y experiencias que resulten en mejoras en la aplicación de 
procedimientos y el uso de las técnicas y por ende sean beneficiosas para la cali-
dad de los estudios en la temática. 

-En los casos de estudios donde los especímenes requieran ser sacrificados, resal-
tar los procedimientos y las técnicas que permitan maximizar el trabajo de campo 
y de laboratorio para estudios futuros, y de esta forma sacar el mayor provecho 
del material y/o el dato colectado.

Buena parte de la información contenida en este Manual se refiere centralmente 
a anfibios de Argentina, pero consideramos que mucha de la información pue-
de tener aplicaciones en muchos países de la región con los que compartimos 
muchas especies y ambientes. La estructura y el esquema para el Manual fue 
desarrollado por 53 autores en base a la experiencia; su conocimiento experto 
y los protocolos existentes en la literatura. Gran parte de las recomendaciones e 
indicaciones surgen de la práctica habitual en cada disciplina, pero obviamente 
gran parte de las técnicas y métodos han sido extraídas o adaptadas de nume-
rosas fuentes de consulta por parte de todos los autores. Por esta razón, muchas 
técnicas especializadas no se discuten en detalle y, en cambio, se proporcionan las 
referencias específicas que pueden ser consultadas para los detalles más precisos.

1. Gascon, C.; Collins, J.P.; Moore, R.D.; Church, D.R.; McKay, J. & Mendelson III, J. 2007. Amphi-
bian conservation action plan. IUCN/SSC Amphibian Specialist Group, Gland, Switzerland 
and Cambridge. 

2. Vaira, M.; Akmentins, M.S. & Lavilla, E.O. 2018. Plan de Acción para la Conservación de los 
Anfibios de la República Argentina. Cuadernos de Herpetología 32 (supl. 1): 1-56.

3. Vaira, M.; Akmentins, M.; Attademo, A.; Baldo, D.; Barrasso, D.; Barrionuevo, S.; Basso, N.; 
Blotto, B.; Cairo, S.; Cajade, R.; Céspedez, J.; Corbalán, V.; Chilote, P.; Duré, M.; Falcione, C.; Fe-
rraro, D.; Gutiérrez, F.; Ingaramo. M.R.; Junges, C.; Lajmanovich, R.; Lescano, J.N.; Marangoni, 
F.; Martinazzo, L.; Marti, R.; Moreno, L.; Natale, G.S.; Pérez Iglesias, J.; Peltzer, P.; Quiroga, L.; 
Rosset, S.; Sanabria, E.; Sánchez, L.; Schaefer, E.; Úbeda, C. & Zaracho, V. 2012. Categorización 
del estado de conservación de los Anfibios de la República Argentina. Cuadernos de Herpetolo-
gía 26: 131-159.
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Una de las grandes incógnitas que prevalecen en la ciencia desde hace al 
menos dos siglos es ¿cuántas especies hay en la Tierra? Incluso en las últimas 
décadas, los biólogos continúan perseverando en el objetivo de esclarecer 
no solo cuántas especies conocemos, sino también cuántas desconocemos(1,2). 
Más allá de la curiosidad científica detrás de esta incógnita, la crisis actual 
de la biodiversidad hace que la generación de conocimiento se vuelva más 
urgente que nunca. Ante la acelerada extinción de especies por los grandes 
cambios ambientales, resulta de vital importancia generar información bá-
sica sobre la diversidad biológica para apuntalar decisiones de manejo y de 
conservación adecuadas. A la fecha, las estimaciones sobre el número total 
de especies en el planeta aún no convergen, y se mantienen en un amplio 
intervalo que va desde 2 millones hasta 50 millones de especies(2). Esta gran 
incertidumbre debe reducirse mediante aproximaciones novedosas, como la 
incorporación de métodos de aprendizaje adaptativo para guiar los procesos 
de investigación de los distintos grupos biológicos(3).

Los anfibios fueron el primer grupo de vertebrados que habitaron los eco-
sistemas terrestres y los taxa modernos de este grupo tuvieron sus orígenes 
en el Mesozoico Temprano, hace aproximadamente 250 millones de años(4). 
Actualmente se conocen poco más de 8.300 especies(5,6) y nuevas especies se 
descubren constantemente, no solo en regiones remotas del planeta, también 
en áreas urbanas de países como China, Estados Unidos o India. Se ha llega-
do a plantear que podrían existir entre 10.000 y 15.000 especies de anfibios 
en el planeta(7), por lo que el conocimiento básico sobre la diversidad de este 
grupo aún está lejos de completarse.

El papel de los anfibios en un ecosistema es fundamental, ya que formando 
parte de hábitats terrestres y hábitats acuáticos, pueden actuar como enlace 
entre ambos tipos de hábitats. Además, en algunos ambientes pueden ser los 
vertebrados terrestres más abundantes. En el ecosistema son componentes 
importantes en el flujo de energía, ya que, como ectotermos, la energía in-
corporada es convertida eficientemente en biomasa, que después se vuelve 
disponible para niveles tróficos superiores(8,9). En su etapa larval se alimen-
tan de algas, detritos y de otros animales, y a su vez son presa de diversos 
animales carnívoros. En su etapa adulta son depredadores principalmente 
de invertebrados, por lo que actúan como controladores de insectos nocivos 
para el ser humano, incluyendo aquellos transmisores de enfermedades, y 
de plagas de cultivos agrícolas. El control biológico, así como la dispersión 
de algunas semillas, el reciclaje de nutrientes y la bioturbación, son algunos 
de los servicios ecosistémicos de regulación y soporte que proveen los an-
fibios(10). Varias especies de anfibios son usadas como modelo de laborato-
rio para explorar temas sobre la regeneración de extremidades y tejidos, el 
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transplante de órganos, la biología del desarrollo, el tratamiento de úlceras 
gástricas y en toxicología, por citar algunos(11). Un dato que ilustra la rele-
vancia de los anfibios en la medicina es que alrededor del 10% de todos los 
Premios Nobel en la disciplina han resultado de estudios con especies de este 
grupo biológico(12).

A finales de la década de 1980, la noticia sobre la declinación de poblaciones 
de diversas especies anfibios alrededor del mundo(13,14) puso de manifiesto 
la necesidad urgente de incrementar los estudios  sobre la diversidad de este 
grupo biológico, mediante el uso de métodos estandarizados que nos permi-
tieran comparar espacial y temporalmente lo que le ocurre a una amplia di-
versidad de especies y en diferentes contextos ambientales. Hoy se considera 
a la declinación de los anfibios como una evidencia de la sexta extinción ma-
siva(15), que ejemplifica la crisis ambiental global que enfrentamos y es una 
muestra de lo que está ocurriendo en el Antropoceno. Actualmente el 41% 
de las especies de anfibios están en riesgo de extinción alto, y se ha declara-
do la extinción de 35 especies(16), aunque se estima que este último número 
podría alcanzar las 200 especies. Dada la tendencia en las tasas de extinción, 
se considera que al menos el 7% de las especies de anfibios podrían perderse 
en los siguientes 100 años(17). La principal amenaza para este grupo es la des-
trucción de su hábitat. La pérdida de bosques y selvas, a consecuencia de la 
expansión de tierras para el ganado, la agricultura, la producción de madera 
y la urbanización, amenaza al 60% de las especies de anfibios, especialmente 
a las especies con distribución restringida y con desarrollo directo, o cuyas 
larvas se desarrollan en hábitats lóticos(18). Otros factores como las especies 
invasoras, la contaminación, el aumento en la temperatura atmosférica y la 
reducción en la precipitación por efecto del cambio global, así como enfer-
medades infecciosas como la quitridiomicosis, causada por los hongos Batra-
chochytrium dendrobatidis y B. salamandrivorans, representan serias amenazas 
para la existencia de los anfibios(4,15,17,19).

Uno de los retos más grandes para contrarrestar los efectos del Antropoceno 
y detener la pérdida de biodiversidad, consiste en definir cómo deben dis-
tribuirse los limitados recursos disponibles para sufragar los esfuerzos de 
conservación, pues es evidente que el financiamiento actual destinado a la 
conservación biológica dista mucho de ser suficiente(20). Sin embargo, cual-
quiera que sea el esquema de metas, prioridades y objetivos de conservación 
que se planteen, es innegable el papel crítico de la ciencia en la conservación 
de la biodiversidad, tanto por ser fuente de conocimiento, como por consti-
tuir la metodología necesaria para generar nuevo conocimiento. La actividad 
científica puede integrar conocimientos, objetivos y valores para definir los 
caminos a seguir a favor de la conservación biológica(21). Indudablemente, 
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existe una clara necesidad de incrementar el conocimiento científico para 
definir cuáles son los factores que provocan la pérdida de la biodiversidad, 
particularmente la diversidad de anfibios, y de qué manera actúan estos fac-
tores bajo distintos contextos y escalas, así como para formular respuestas 
adecuadas de manejo para el aprovechamiento, restauración y protección de 
los ambientes naturales.

El presente manual de técnicas y protocolos estándares para el relevamiento 
y estudio de anfibios de Argentina, al igual que otras obras que compilan 
métodos para el estudio de los anfibios en diferentes contextos(22, 23), repre-
senta una gran herramienta para acelerar y fortalecer la investigación cientí-
fica sobre este grupo. La presente obra constituye un compendio de las bases 
teóricas necesarias para iniciar estudios de campo sobre anfibios, sintetiza 
procedimientos prácticos aplicables a diferentes objetivos de investigación 
y presenta ejemplos recientes de trabajos realizados en Argentina. Entre sus 
grandes ventajas destaca la participación de un nutrido grupo de especialis-
tas que participan como autores, brindando no solo su conocimiento, sino 
quizá más importante, su experiencia directa. Otra ventaja es que no sola-
mente describe los métodos para estudiar anfibios, sino que incluye temas 
de amplio interés, más allá del grupo biológico. Por ejemplo, la inclusión de 
capítulos sobre diseño de muestreo, registro y análisis de variables ambien-
tales asociadas, podrán ser de gran ayuda, incluso para quienes trabajen con 
otros grupos biológicos. Una ventaja más es la inclusión de técnicas nove-
dosas tanto para el registro de información como para el análisis de datos, 
tales como los estudios sobre ecología térmica, bioacústicos y de ciencia ciu-
dadana, o el registro de rasgos funcionales. Estas características hacen que 
el manual sea una fuente de referencia actualizada y aplicable a distintos 
contextos.

Aunque la génesis misma de esta obra ocurrió en Argentina, y se concibió 
como una herramienta para el estudio de los anfibios en este país, sin duda 
será una fuente de consulta general para cualquier hispanoparlante intere-
sado en estudiar anfibios. Constituye una obra de interés para estudiantes 
tanto de pregrado como de posgrado, técnicos, guardaparques, profesores, 
investigadores y ciudadanos aficionados a la observación y registro de datos 
de anfibios. Se espera que este manual inspire, motive y promueva la inves-
tigación científica sobre la diversidad de anfibios, por un lado, y por otro que 
apoye el desarrollo de estudios que contribuyan a identificar o definir méto-
dos agrícolas, ganaderos o prácticas urbanas que permitan el mantenimiento 
de la biodiversidad en paisajes modificados por el humano.
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El diseño de investigación es una guía que ayuda a organizar una investiga-
ción utilizando una metodología particular. Tanto en los estudios de campo 
como de laboratorio representa una parte fundamental, pudiendo ser esta 
etapa la que determine el éxito de un estudio. Cuando se presenta de manera 
adecuada, el estudio aumentará las chances de desarrollarse apropiadamen-
te, obteniendo la información para la que fue diseñado. Por el contrario, si 
su elaboración no tiene la atención necesaria por parte del investigador, los 
resultados obtenidos pueden ser incompletos o erróneos, no logrando res-
ponder la pregunta que dio origen a la investigación.  

Toda investigación científica comienza con una observación y el posterior 
planteo de una pregunta. De esta manera, las preguntas de investigación se 
traducen en modelos que describen de manera adecuada la observación y en 
diseños metodológicos específicos que permiten responderlas. El diseño del 
muestreo es el vínculo entre la pregunta de investigación y los resultados 
obtenidos. Si se toma en cuenta que cualquier observación es siempre incom-
pleta y que la objetividad de la misma puede llegar a depender de la expe-
riencia del observador y del proceso que se utilice para registrarla, se puede 
decir que el diseño de investigación elegido determina la confiabilidad de la 
respuesta obtenida y, en otros términos, su validez. 

La realización de un censo de los individuos de una comunidad o de las 
variables de interés dentro de toda la población en estudio puede ser una 
tarea imposible para la mayoría de los sistemas biológicos, volviéndolo algo 
inviable. Es por esto que generalmente se utiliza  una muestra representativa, 
es decir se selecciona parte de la población para observar y estimar algún 
parámetro de la misma, por ejemplo: la ocurrencia de una especie, la diversi-
dad de especies en un área, sus abundancias relativas, entre otros. 

El diseño de muestreo comprende tres preguntas frecuentes: dónde y cuán-
do tomar la muestra, cuántas muestras registrar y cómo se deben recolectar 
los datos en tiempo y espacio. Si bien se enfatiza la necesidad de consultar 
manuales específicos de diseño de investigación para planificar adecuada-
mente un estudio y algunas publicaciones muy recomendadas sobre el di-
seño de investigación en biología (ej:1-13), se indican a continuación algunas 
sugerencias elementales a tener en cuenta al abordar estos tres puntos cuan-
do se afrontan estudios de relevamiento de la diversidad, relevamientos es-
pecíficos y/o monitoreo de poblaciones de anfibios. 

2.1 La pregunta y los objetivos del estudio

Tanto el planteo de la pregunta de investigación, como de los objetivos deri-
vados de la misma, es un comienzo obligado en cualquier investigación. Su 
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importancia radica en que ambos permitirán organizar el estudio, definien-
do el enfoque y la escala (espacial y/o temporal) en la que se desarrollará el 
mismo, delimitándolo para ser abordado de manera realista, así como los 
límites y alcances de sus resultados. 

Resulta importante enfatizar que previo al planteo de la pregunta, es nece-
sario familiarizarse con la bibliografía disponible sobre el tema de estudio, 
no sólo para contar con un cuerpo de información básico, sino también para 
evitar redundar en estudios ya realizados, evaluar posibles problemas con el 
diseño y maximizar el alcance y aplicación de los resultados obtenidos. 

En base a la pregunta se podrá generar la hipótesis de trabajo que represen-
ta una explicación tentativa a esa pregunta, basada generalmente en infor-
mación previa. Las hipótesis deben ser planteadas de forma clara y concisa 
como afirmaciones con algún grado de generalidad. 

Junto con la hipótesis es aconsejable plantear una o varias predicciones, las 
cuales son consecuencias “directamente observables”. La ausencia de pre-
dicciones puede impedir comprender, apoyar o criticar las deducciones que 
se desprendan de los resultados. Mientras que las hipótesis no pueden me-
dirse directamente, las predicciones pueden ser cuantificables y enunciarse 
en las variables que se van a medir(4). Aunque resulta importante recomen-
dar el enunciado de hipótesis y sus predicciones asociadas cuando se decide 
aplicar el método hipotético deductivo, es necesario mencionar que existen 
posiciones que cuestionan el uso de hipótesis en estudios de ecología (ver14). 

Los objetivos deben ser mensurables e inequívocos y no deben dejar margen 
para concluir si al finalizar el estudio se han logrado cumplir. La condición 
de “objetivos mensurables” implica que, además de descriptivos, deberán 
ser cuantificables y susceptibles de evaluarse estadísticamente. 

2.2 ¿Dónde y cuándo? Definiendo la escala espacial y 
temporal del estudio

La percepción del sistema biológico bajo estudio está inevitablemente sesgada 
o incompleta, determinada principalmente por la escala, tanto espacial como 
temporal a la que se ha decidido realizar la observación. Es por esto que definir 
el tamaño del área y la duración del período en el que se desarrollará el estudio, 
permitirá obtener evidencia suficiente para cumplir con los objetivos propues-
tos y por ende discutir de manera adecuada el significado de los resultados. 

Entonces, como primer paso, se debe definir la población en estudio consi-
derando el área geográfica y/o poblaciones o subpoblaciones específicas a 
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las que aplica el estudio. Por ejemplo, un estudio de la  abundancia de una 
especie a gran escala (en todo su rango de distribución) puede indicar un 
aumento poblacional, pero el mismo estudio a escalas más pequeñas (en po-
blaciones localizadas) puede indicar poblaciones estables o en disminución. 
Se debe además definir la duración del estudio (meses, estaciones, años o 
generaciones). Los parámetros de una población (como tamaño o tasa de 
crecimiento) varían con el tiempo como resultado de factores intrínsecos y 
extrínsecos, por lo tanto, los resultados de parámetros de una población ob-
tenidos en un sólo momento en el tiempo generalmente resultan evidencia 
insuficiente para determinar el estado de una o varias poblaciones de la es-
pecie. El período de tiempo elegido debe adecuarse, en lo posible,  a la biolo-
gía y fenología de la especie.

2.3 ¿Cuánto? Definiendo el tamaño de la muestra

Una muestra representativa de la población necesita incluir un número ade-
cuado de réplicas de las unidades experimentales (individuos, poblaciones, 
especies, parches de hábitat, entre otros) para así asegurar que la informa-
ción obtenida a partir de la misma permita una estimación razonable. Como 
parte de un diseño adecuado, el tamaño de la muestra requerida para el es-
tudio resulta esencial. Por lo tanto, incluir el procedimiento de muestreo y el 
tamaño de muestra necesarios para medir adecuadamente la/s variable/s de 
interés garantizará que se recopilen el tipo, la calidad y la cantidad de datos 
apropiados para estimar si los parámetros que se van a medir cumplen las 
condiciones de objetivos mensurables que reducen la ambigüedad y subjeti-
vidad en la interpretación de los resultados.

Por un lado, es necesario que el tamaño de la muestra sea lo suficientemente 
grande como para ser representativa de la población en estudio, pero no tan 
grande como para sacrificar demasiados individuos o desperdiciar tiempo 
y recursos al tomar o seleccionar la muestra. ¿Cuál debería ser entonces el 
tamaño de la muestra para que sea adecuada? Una respuesta concreta es que 
va a depender principalmente de la variabilidad que presentan los elemen-
tos de interés que componen la población en estudio, mientras más alta sea 
esta variabilidad más grande deberá ser la muestra elegida. Aquí aparecen 
dos conceptos que deberán ser tomados en cuenta al momento de definir el 
tamaño muestral: el error tolerable y el nivel de confianza que se espera de 
las estimaciones. El error puede provenir de varias fuentes, pudiendo estar 
relacionados directamente con el diseño de muestreo o ser errores aleatorios 
generados por variaciones impredecibles e inevitables, errores de medición, 
problemas de detectabilidad y/o errores debido a una variabilidad sistemá-
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tica y no planificada de los datos (el error sistemático). Ambos tipos de error, 
tanto los relacionados con el diseño como aquellos no relacionados al dise-
ño, pueden llevar a un registro sesgado de la variable respuesta, resultando 
en conclusiones erróneas. Una ejecución exitosa del estudio requerirá que 
el investigador evite introducir errores sistemáticos y minimice los errores 
aleatorios. 

Pueden surgir distintos inconvenientes al momento de definir el tamaño óp-
timo de una muestra. Por un lado, la necesidad de conocer la varianza pobla-
cional previo a la toma de datos puede sortearse realizando un estudio piloto 
previo o utilizando información de investigaciones previas sobre la varianza 
presente en los elementos de interés. Existen varias formas de estimar el ta-
maño óptimo de la muestra. Existen numerosos materiales de consulta que 
explican de manera clara la estimación de tamaño muestral, entre ellos se 
pueden mencionar los trabajos de Rao(15), Thompson(16) y Krebs(17). 

2.4 ¿Cómo? Diseños de muestreo estandarizados 

Como los sistemas generalmente no son homogéneos, ya sea en el espacio o 
en el tiempo, es necesario no sólo contar con un número grande de unidades 
experimentales, sino también planificar cómo se van a ubicar las mismas. 
Los tipos de muestreo permiten definir cómo se van a asignar las unida-
des experimentales en el espacio bajo las distintas condiciones del estudio, 
cuántas réplicas de estas unidades se van a tomar en cuenta y la secuencia 
espacial y temporal en la que se realizarán las mediciones. 

Muestreo no probabilístico

En la práctica, es común que los investigadores elijan las ubicaciones de las 
unidades de muestreo de forma arbitraria u oportunista al momento en que 
se realiza el muestreo, socavando la validez de la inferencia estadística. En 
este tipo de muestreo, las unidades experimentales se seleccionan en base a 
un criterio que no es al azar por lo que los individuos no presentan la misma 
posibilidad de ser incluidos en el estudio.

Este tipo de relevamiento puede ser más fácil y económico, pero presenta 
altos riesgos de sesgo en los datos registrados, y no se debe pretender hacer 
inferencias que se extiendan a todas las poblaciones de una especie. 

La selección de muestras de forma oportunista o por conveniencia no nece-
sariamente debe considerarse un procedimiento erróneo. Se pueden elegir 
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deliberadamente ubicaciones específicas de muestreo debido a características 
particulares donde el sesgo de muestreo es explícito y deliberado. Este tipo de 
métodos pueden ser útiles para estudios exploratorios, en los cuales no se pre-
tende poner a prueba una hipótesis sino, por ejemplo, generar conocimiento 
detallado de un fenómeno específico. Existen otras situaciones donde puede 
ser realmente difícil obtener muestras aleatorias donde la distribución espacial 
del hábitat objetivo es desconocida, que suele ser el caso de estudios en sitios 
remotos o poco conocidos. Así, el marco espacial del sitio de muestreo no pue-
de definirse específicamente y las ubicaciones de las unidades de muestreo no 
pueden seleccionarse antes del evento de muestreo.

Es aconsejable evitar en lo posible este tipo de muestreo. Actualmente exis-
ten numerosas herramientas y rutinas en paquetes estadísticos que, combi-
nando la manipulación de datos espaciales con herramientas SIG (en forma 
de líneas o polígonos), permiten seleccionar las ubicaciones de las unidades 
de muestreo mediante una rutina que aplica un proceso aleatorio a elección 
del investigador (al azar, sistemático o en bloque) y repetible. Estos métodos 
se describen en forma general más abajo pero serán desarrollados con más 
detalle en la Parte II del Manual. 

Muestreo probabilístico

Muestreo aleatorio simple (Figura 2.4.1A). Es el tipo de muestreo más sim-
ple, y consiste en considerar que todos los elementos de la población tie-
nen la misma probabilidad de ser registrados. De esta manera se genera una 
aleatorización de todos los factores no controlados por el investigador y que 
pueden influir en los resultados. Se evita además introducir sesgo en el estu-
dio y la dependencia entre observaciones. 

Esta técnica es apropiada en el caso de que el área o la población relevada 
sean homogéneas o no se tenga información que indique lo contrario. Una 
dificultad en aplicar este tipo de muestreo a estudios de relevamiento de es-
pecies se relaciona con la dificultad que puede existir en llegar a los sitios de-
signados de manera aleatoria para el estudio, ya sea porque no son accesibles 
o a su topografía, lo cual limita la elección de los mismos a aquellos que son 
fácilmente accesibles, siendo la presencia de caminos o senderos en el área lo 
que generalmente determina qué unidades espaciales pueden seleccionarse. 
Esto genera un sesgo en la selección de los sitios de relevamiento. 

Muestreo aleatorio en bloques o estratificado (Figura 2.4.1B). Se recomienda 
emplear este método cuando el área o la población relevada no son homogé-
neas, lo que podría generar distintas condiciones entre sectores o elementos 
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que pueden afectar a nuestras unidades experimentales. La heterogeneidad 
en las condiciones a las que estarán expuestas las réplicas puede controlarse 
dividiéndolas en estratos (bloques), los cuales presentarán características lo 
más parecidas posibles, y dentro de los cuales se realizará la selección alea-
toria de las unidades experimentales. Por ejemplo, si pretendemos relevar y 
comparar la diversidad de anfibios (nuestra variable respuesta) en dos sitios 
con distinta altitud (nuestro factor de interés) donde ambos sitios presentan 
zonas de bosque primario y zonas de bosque secundario con áreas abiertas. 
Si bien estas posibles diferencias en la estructura de los bosques pueden no 
ser de interés en el estudio, es probable asumir que presenten un efecto sobre 
la diversidad de especies registradas en las réplicas presentes en una u otra 
zona, por lo que resulta recomendable definir cada zona como bloques. Den-
tro de cada bloque (bosque primario o bosque secundario con áreas abiertas) 
se elegirá al azar a las unidades experimentales. De esta manera, este tipo de 
diseño convierte a la variabilidad sistemática no planificada en variabilidad 
sistemática planificada. 

Estos métodos de dos etapas, implica dividir el marco de muestreo en estratos 
más pequeños dentro de los cuales se toman luego muestras aleatorias simples.

Muestreo sistemático (Figura 2.4.1C). Se recomienda emplear este método 
cuando se sospecha que la presencia de una réplica afecta alguna propiedad 
de las réplicas más cercanas o cuando la población es bastante irregular res-
pecto al carácter que estamos estudiando, por lo que se establece un criterio 
previo para la selección de las réplicas de la muestra. De esta manera, se par-
te de un punto al azar y se plantea una distancia mínima k, la cual puede ser 
espacial o temporal, para seleccionar los siguientes sitios de muestreo. Por 
ejemplo, seleccionamos un cuerpo de agua al azar y planteamos una distan-
cia mínima entre los cuerpos de agua a relevar considerando que la distancia 
de dispersión de los individuos podría permitir que se muevan desde un 
cuerpo de agua a otro.

Este muestreo puede aplicarse también en casos donde la variable indepen-
diente de interés varía de forma gradual a lo largo del espacio. De esta ma-
nera, se fija la medición de las variables de interés (tanto de respuesta como 
independientes) a intervalos regulares a lo largo de una transecta que recorra 
este gradiente de condiciones. Es necesario identificar si existe algún patrón 
regular del ambiente o de los organismos en las unidades experimentales 
para evitar sesgo. 

Muestreo adaptativo (Figura 2..4.1D). Se plantea adaptar el criterio de se-
lección de unidades experimentales a medida que se va realizando el releva-
miento, basado en los resultados preliminares que se vayan obteniendo. De 
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esta manera, la selección de los sitios a relevar va a depender de los valores 
de la variable respuesta observados durante el estudio, lo que puede llevar 
en muchos casos a resultados más efectivos. Por ejemplo, para una especie 
rara con una distribución agrupada en su abundancia, el uso de un método 
de muestreo aleatorio puede resultar en la selección de sitios para realizar 
los relevamientos que resulten vacíos. En estos casos, es aconsejable utili-
zar un muestreo adaptativo donde se considera una unidad experimental 
inicial; cuando se logra detectar individuos en una de estas unidades, se co-
mienza a incluir en el estudio áreas cercanas a ésta unidad, proceso que se 
repetirá hasta que se obtenga una muestra representativa de ésta población 
agrupada. 

Este tipo de muestreo reduce el tiempo y costo de los relevamientos y puede 
ayudar a aumentar la efectividad del muestreo al aumentar el número de ob-
servaciones mejorando la precisión de los resultados para un tamaño mues-
tral dado. Es posible que se destine mucho esfuerzo para detectar la unidad 
muestral que presente la ocurrencia de la especie, y una vez localizada, el 

Figura 2.4.1. Ejemplos de diseño de 
muestreo probabilístico que indican 
cómo se asignarían las unidades 
experimentales (círculos verdes) en 
el espacio.  A. Muestreo aleatorio 
simple. B.  Muestreo aleatorio en 
bloques o estratificado. Las letras 
(a) y (b) indican distintos tipos de 
usos o situaciones (bloques) como 
bosque primario y secundario. C. 
Muestreo sistemático. La letra k 
corresponde a la distancia mínima 
definida desde el primer punto 
elegido al azar hasta el siguiente 
punto seleccionado. D. Muestreo 
adaptativo. El recuadro más grueso 
corresponde a la unidad experimen-
tal inicial. Gráficos: L. Pereyra.
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criterio para seleccionar las unidades experimentales vecinas a aquella que 
presenta registros debe ser evaluado dado que un criterio erróneo afectará la 
efectividad del esfuerzo de muestreo.

Caja 2.1 - Detectabilidad

La detectabilidad se refiere a la probabilidad de registrar individuos cuando éstos se encuen-

tran dentro de la unidad experimental analizada, y es una fuente importante de variación 

necesaria de incluir en todo protocolo de relevamiento. La detectabilidad de cada especie 

varía tanto entre ambientes con distintas características como en distintos momentos de la 

temporada reproductiva. Esta diferencia puede estar asociada también a la abundancia de 

individuos presentes en la unidad experimental, individuos de especies abundantes tienen 

una probabilidad de detección mayor que los individuos de especies raras. 

La detectabilidad de las especies de anfibios puede variar además entre observadores con 

distinta experiencia y debido a cambios en las condiciones climáticas. Una de las posibles 

soluciones más recomendadas es adaptar el protocolo de muestreo tomando en cuenta las 

detectabilidad de las distintas especies y planificar así el diseño en el tiempo y el espa-

cio adecuado. Otra forma de controlar la detectabilidad imperfecta de ciertas especies es 

mediante repeticiones espaciales o temporales de los relevamientos. Se pueden diseñar 

varias visitas a un mismo sitio, o definir varios puntos de relevamiento dentro de una 

misma unidad experimental. Debe tenerse especial precaución que estas repeticiones son 

consideradas pseudoréplicas(18). Se espera entonces que al aumentar las visitas a los sitios 

relevados (o el número de sitios relevados dentro de la misma unidad experimental) au-

mente la probabilidad de registro de las especies más elusivas. 

La variación temporal de la detectabilidad de las especies puede relacionarse a la fenolo-

gía de actividad que presenta cada especie, tanto referida al patrón del comportamiento 

estacional como a la hora del día en la que cada especie se encuentra más activa. De esta 

manera, es recomendable que el investigador tenga un conocimiento previo del ensamble 

de anuros que potencialmente va a encontrar en los sitios y ajustar los relevamientos 

para abarcar la temporada de actividad de todas las especies, así como los horarios del 

día en los que se realizarán estos relevamientos. Del mismo modo es recomendable tener 

información sobre el tipo de hábitat que frecuentan o utilizan las especies, a fin de incluir 

todos los ambientes posibles o existentes en la unidad experimental. 
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Colecta de Oviposturas
Los anuros son conocidos por presentar una gran diversidad de modos re-
productivos con variaciones en los sitios de oviposición, la estructura de la 
puesta y en el desarrollo embrionario y larval. Duellman y Trueb(1) catego-
rizaron 29 modos reproductivos y más tarde Haddad y Prado(2) añadieron 
siete nuevos modos que, junto a algunas modificaciones de la clasificación 
original, ascendieron el número total a 39. Wells(3) discute este esquema de 
clasificación y revisa la diversidad de modos reproductivos. Por su parte, el 
esquema de Altig y McDiarmid(4) resume la diversidad morfológica y evo-
lución de huevos y puestas en anfibios en general. Para Argentina, Lavilla 
y Rougés(5) realizaron una primera síntesis de los tipos de reproducción y 
desarrollo, reportando un total de 16 modos reproductivos. Esta diversidad 
es una fuente de información comparativamente poco explorada, y de ahí la 
importancia de estandarizar conceptos y métodos para la preservación de 
las oviposturas.

A grandes rasgos es posible hallar oviposturas de ranas en el agua (flotando, 
sumergidas, sujetas a vegetación o rocas, etc.) o fuera de ella, ya sea en la tie-
rra (entre la hojarasca, en cuevas, en grietas entre rocas) o en hojas y troncos 
de la vegetación. La capacidad de localización de las puestas está estrecha-
mente relacionada al conocimiento previo de la especie y la experiencia del 
colector, ya que a diferencia de los exuberantes nidos de espuma en charcos 
de leptodactylidos, algunas especies oviponen en sitios muy particulares, 
como los pequeños cuerpos de agua en las axilas de bromelias que utili-
zan algunos bufónidos, o bien sus oviposiciones son muy crípticas, como los 
huevos pigmentados que liberan los ceratophryidos en el fondo de charcas 
lodosas.

Las salidas de campo deben realizarse idealmente luego de precipitaciones 
abundantes, ya que éstas disparan la actividad reproductiva para la mayor 
parte de las especies y, por ende, incrementan la probabilidad de encontrar 
amplexos u oviposiciones recientes. La colecta de puestas dependerá de las 
características de éstas pero en general resulta simple: en bolsas capturando 
el agua circundante en oviposiciones acuáticas, con herramientas como pa-
las para puestas terrestres o tijeras para puestas suspendidas en la vegeta-
ción. Por el contrario, la identificación en campo de la puesta es complicada 
—cuando no fue posible observar la oviposición— y en general sólo se puede 
realizar hasta cierto nivel. Por ejemplo, muchas especies de Rhinella depo-
sitan ristras de huevos pigmentados o especies de Phyllomedusa construyen 
“cucuruchos” en hojas. La asignación inequívoca requiere de datos de distri-
bución geográfica, identificación de adultos presentes o cantando y preser-
vación de huevos o embriones en alcohol 90% para posterior secuenciación 
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de ADN. Adicionalmente es recomendable registrar datos sobre el ambiente 
circundante, como temperatura, características del sustrato, altura si se trata 
de vegetación o presencia de depredadores, entre otros.

Otra posibilidad para la obtención de oviposturas es disponer de adultos 
sexualmente activos, inducidos hormonalmente en el laboratorio o bien am-
plexados al momento de la colecta. Los procedimientos para la inducción 
hormonal exceden los objetivos de esta sección, pero se encuentran deta-
llados en guías prácticas para Xenopus que pueden adaptarse a otras espe-
cies(6,7). Al encontrar un amplexo en campo la colecta manual delicada de los 
ejemplares puede realizarse sin que se desarme el abrazo nupcial. Idealmen-
te se aparta la pareja en un recinto oscuro con agua del lugar durante toda 
la noche. La duración del amplexo puede variar pero en general durante la 
mañana siguiente ya es posible observar la ovipostura, la cual debe ser sepa-
rada de los adultos lo más pronto posible.

Mantenimiento de las oviposturas
Si bien las oviposturas de algunas especies requieren cuidados especiales, 
en general el mantenimiento en laboratorio puede hacerse sin demasiados 
inconvenientes. Se recomienda colocar las puestas en recipientes individua-
les y etiquetados: para oviposturas acuáticas se aconseja la utilización de 
peceras u otros contenedores con agua del lugar o declorinada que debe ser 
renovada frecuentemente (Figura 3.1.1A); para oviposturas terrestres la uti-
lización de terrarios que se mantengan húmedos (para muchas especies es 
eventualmente necesario inundar las puestas para inducir la eclosión); y para 
nidos que se suspenden en la vegetación el armado de trípodes con varillas 
de madera en donde se cuelguen sobre bandejas con agua(8), o la utilización 
de recipientes altos con agua en el fondo en cuyas paredes se adhieran las 
hojas que envuelven a estas puestas (Figura 3.1.1B).

En este sentido, se debe intentar emular las condiciones de temperatura, hu-
medad y fotoperíodo en que se encontraban las oviposturas. La temperatura 
de cría tiene influencia en la velocidad de desarrollo, por lo que dependien-
do del tipo de estudio se podría necesitar mantenerla constante y dentro del 
rango vital de la especie. La humedad es un factor clave, por lo que se reco-
mienda la aspersión suave y frecuente de agua con atomizadores manuales 
y la no exposición directa al sol, para evitar la desecación de la puesta. Por 
último, dado que durante el periodo intracapsular los embriones se desarro-
llan a expensas del vitelo, no es necesario el aditamento de fuentes externas 
de alimentación.
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Series de desarrollo para embriones
Los anuros han sido históricamente elegidos por los embriólogos dadas sus 
considerables ventajas para llevar a cabo estudios de desarrollo, fundamen-
talmente desde una aproximación experimental, bioquímica y molecular en 
particular en el género Xenopus. Sin embargo, el estudio de otras especies 
(excluyendo las especies modelo) y a gran escala taxonómica, implica un de-
safío principalmente por su escasez en colecciones herpetológicas.

Esta etapa temprana se caracteriza por presentar grandes cambios morfoló-
gicos en un corto periodo de tiempo, por lo que la metodología más utiliza-
da para estudios embriológicos incluye la obtención de series de desarrollo. 
Una serie de desarrollo es un tipo de muestreo que requiere fijar periódica-
mente embriones de una misma puesta, lo que implica que muchas veces 
deba realizarse in situ, en el campo y entre viajes de campaña.

Para la obtención de series de desarrollo se extraen los huevos o embriones 
con pipetas Pasteur y si es necesario ayudándose con pinzas o tijeras, cuando 
la gelatina es muy densa. Los embriones se sobreanestesian con benzocaína 
diluida o alternativamente colocando los embriones libres directamente so-
bre hielo (ver Sección 5) y deben preservarse cada vez en recipientes indi-
viduales en general con formol 4–10%. La frecuencia de extracción y el nú-
mero de embriones varían dependiendo de la duración del desarrollo de la 
especie, del tamaño de la puesta y por supuesto del tipo de estudio proyec-
tado. Cuanto más rápido se desarrollen los embriones, más frecuentemente 
habrá que realizar fijaciones, para asegurarse especímenes que cambien gra-
dualmente, sin dejar de considerar la cantidad de huevos disponibles para 
evitar truncar tempranamente las series. Para estudios de secuencia de de-
sarrollo de caracteres embrionarios, en general resulta adecuada la fijación 
cada 6–8 hs, pero para estudios de la variación de forma (que ocurre muy 

Figura 3.1.1. Mantenimiento de ovi-
posturas. (A) Detalle de puesta acuá-
tica de Atelognathus nitoi. (B) Detalle 
de nidos de Phyllomedusa sauvagii 
dispuestos en trípodes en el interior 
de bandejas con agua. Fotos: D. A. 
Barrasso y M. J. Salica.
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rápidamente en especial durante el inicio del desarrollo) o que enfaticen es-
tadios muy tempranos, el intervalo debe acortarse a 4 hs. Para estudios más 
puntuales (e.g., explorar el desarrollo de un carácter individual) es recomen-
dable realizar series piloto donde primero se establezca el rango de tiempo 
en que ocurre el cambio de interés. Los intervalos pueden ir modificándose a 
medida que el desarrollo avanza, y ya en estadios larvales las fijaciones pue-
den ser diarias. Estudios propios en diversos clados y sus detalles particula-
res para cada uno, pueden consultarse en los trabajos correspondientes(9-22).

Un punto interesante es que si bien los huevos y embriones no eclosionados 
suelen fijarse completos, es decir con las capas de gelatina que los envuel-
ven, una alternativa es primero liberarlos de ellas. Esta práctica es frecuen-
te para estudios moleculares, pero también es recomendable en el caso de 
embriones con desarrollos intracapsulares largos, en los cuales el aumento 
de tamaño del espécimen dentro del huevo redunda en que se enrolle típi-
camente y una vez fijado esta característica obstaculiza la observación. La 
eliminación de las membranas se efectúa químicamente con cisteína 2%(6, 7) o 
mecánicamente mediante el uso de pinzas finas, teniendo especial cuidado 
en no dañar al embrión.

La elección del fijador está en directa relación con el tipo de análisis pro-
yectado y se recomienda prever esto con antelación a la colecta para evitar 
el desperdicio de material. El formol preserva muy bien los tejidos por lo 
que es el elegido para análisis morfológicos clásicos e incluso funciona muy 
bien para observación con microscopía electrónica de barrido. Para estudios 
de histología y ultraestructura (microscopía electrónica de transmisión) se 
recomienda fijar en glutaraldehído o solución Bouin(23), mientras que para 
estudios de marcadores génicos se sugiere el fijador MEMFA(6).

Figura 3.1.2. Etiquetado y preserva-
ción de series de desarrollo. (A) Caja 
grillada con eppendorf rotulados in-
dividualmente. (B) Tubo individual 
con datos asociados y frasco con se-
rie completa. Foto: J. Grosso.
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En cuanto a la preservación de los embriones, aunque es posible confeccio-
nar series de desarrollo ordenando los embriones según su morfología, es 
decir colocando todos los embriones fijados periódicamente en un único re-
cipiente, es mucho más informativo registrar el dato de tiempo en que cada 
lote fue fijado (Figura 3.1.2). Para esto, la mejor opción son los microtubos 
de polipropileno de 1,5 ml o recipientes similares ubicados en cajas grilla-
das o frascos donde se asegure que permanezcan verticales. Cada tubo debe 
estar completamente rotulado, incluyendo especie, día y horario de fijación 
y fijador utilizado, en etiquetas de papel adheridas externamente al tubo y 
escritas con lápiz o estilógrafo indeleble. Es recomendable no rotular directa-
mente los tubos, porque su uso en grandes cantidades suele implicar la reuti-
lización y en tal caso la información anterior puede provocar confusiones.

Para identificar el momento del desarrollo embrionario son útiles como re-
ferencia las tablas de desarrollo normal que delimitan estadios a partir de 
eventos estructurales o fisiológicos. Para especies con desarrollo exotrófico, 
es decir especies cuyas larvas se alimentan de manera activa, la más utili-
zada es la tabla de Gosner(24) y para especies con desarrollo endotrófico, es 
decir, que se desarrollan a expensas del vitelo (y que en general presentan 
una morfología modificada, con reducción o ausencia de caracteres embrio-
narios y larvales típicos de las especies exotróficas), la más difundida es la 
de Townsend y Stewart(25). Existen tablas específicas más adecuadas para 
ciertos casos (e.g., una revisión en Fabrezi et al.26), y el propósito del estudio 
de series embrionarias implica registrar las variaciones particulares de los 
grupos analizados, construyendo nuevas tablas por especie. Para la carac-
terización morfológica de los embriones hay disponibles numerosos traba-
jos donde se describen comparativamente las estructuras exclusivas de esta 
etapa (e.g., branquias externas, glándulas adhesivas y de eclosión y ciliación 
epidérmica), y de las estructuras larvales que comienzan a desarrollarse en 
este periodo (e.g., líneas laterales y disco oral). Los trabajos de Nokhbatol-
foghahai y colaboradores(27-33) son pioneros en sintetizar las variaciones en 
varios caracteres y en numerosos clados de anuros. Para fauna neotropical, 
aportes propios añaden la utilización de estos caracteres en análisis filoge-
néticos(14,15, 21).
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La etapa de renacuajo comienza luego de la etapa embrionaria, cuando el or-
ganismo es capaz de alimentarse y nadar libremente en el agua y para el caso 
de estudios ecológicos y de desarrollo, se los considera como tales cuando las 
branquias externas son reabsorbidas (estadío 25 de Gosner1), hasta la erupción 
de los miembros anteriores en el clímax metamórfico (estadío 41 de Gosner1)(2). 

Los renacuajos son a menudo más abundantes y detectables que los postme-
tamórficos en muchos ambientes acuáticos, dado que existen muchas espe-
cies elusivas con temporadas de reproducción muy cortas o esporádicas, 
pero que presentan períodos larvales largos y por lo tanto podrán ser de-
tectadas a pesar de no encontrar ningún ejemplar adulto durante toda la 
temporada reproductiva. Por lo tanto, seleccionar métodos adecuados para 
su detección puede incrementar sustancialmente el número total de especies 
registradas en un estudio. 

Sin embargo, el relevamiento de renacuajos puede enfrentar una serie de di-
ficultades que tienen que considerarse cuidadosamente para definir la técni-
ca adecuada de relevamiento para esta etapa del ciclo de vida de una especie. 

Las técnicas de relevamiento de renacuajos seleccionadas para el estudio no 
estarán determinadas exclusivamente por el objetivo planteado por el in-
vestigador sino también por las características del ambiente a relevar y el 
conjunto de especies que se espera encontrar. Al igual que en el caso de los 
postmetamórficos (ver próxima sección), el ambiente en el que se encuentren 
los renacuajos determinará en gran parte el método de relevamiento ade-
cuado. Se debe que tener en cuenta que la etapa larval de algunas especies 
puede extenderse por pocos días (entre 7 a 15 días, por ejemplo) y en muchos 
casos la duración de esta etapa depende de las condiciones del ambiente 
donde esté inserto el cuerpo de agua. Una especie en un cuerpo de agua 
puede estar temporalmente ausente en un año o período de muestreo debido 
a condiciones climáticas, temporadas de reproducción muy variables o com-
portamiento de reproducción poco frecuente e impredecible. Por otra parte, 
la especie puede estar presente y no ser detectada con la técnica de registro 
elegida. Es posible que las larvas no sean visibles o no se capturen fácilmente 
en cuerpos de agua muy turbios por el exceso de partículas en suspensión, 
mucha velocidad de la corriente de agua; vegetación muy densa o sustratos 
que permiten que los renacuajos se camuflen o escondan (rocas, sedimen-
to fino, arena, hojas, detritos, etc.). Estas características influirán tanto en la 
probabilidad de captura de individuos como en la tasa de detección de cada 
especie presente(3,4).  

Por lo tanto, un régimen de muestreo eficaz requiere una comprensión bá-
sica del conjunto de especies esperadas, las características de sus historia de 
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vida y las condiciones de los cuerpos de agua requeridas para la reproduc-
ción. Si no se cuenta con esta información, resulta recomendable utilizar una 
combinación de métodos y técnicas de registro que consideren todas estas 
posibles fuentes de variación en la probabilidad de detección y captura.

Las tasas de detección de las larvas en general disminuyen al aumentar el 
volumen y la superficie de un cuerpo de agua y se relaciona claramente con 
el comportamiento de cada especie o tipo de renacuajo(3). Generalmente, los 
cuerpos de agua grandes tienen una mayor complejidad estructural, lo que 
permite alojar poblaciones más grandes de renacuajos y que pueden refu-
giarse mejor, creando un sesgo que disminuye la probabilidad de detección 
o la afecta de forma diferente según la especie en estudio. Por lo tanto, con-
siderar este sesgo (es decir, calcular las tasas de detección para cada especie) 
resulta recomendable cuando se pretende evaluar la abundancia de renacua-
jos de un cuerpo de agua, además de registrar la riqueza de especies locales. 
Este vínculo entre abundancia y tasa de detección es relativamente obvio, 
pero con frecuencia se ignora y puede potencialmente confundir los resul-
tados de programas de monitoreo destinados a comparar el estado pobla-
cional de una o varias especies en diferentes sitios o en diferentes tiempos(5).

El ciclo de duración de un cuerpo de agua (hidroperíodo) depende fuerte-
mente del tipo de ambiente y el tipo de uso del suelo. Por ejemplo, los cuer-
pos de agua formados en campos de uso agrícola, en ambientes urbanos o 
periurbanos generalmente son efímeros, ya que están más expuestos a con-
diciones de alto tránsito y sin cobertura arbórea. En ambientes agrícolas, la 
presencia de renacuajos de muchas de las especies generalmente coincide 
con la época de mayor laboreo de los cultivos, lo que genera una gran can-
tidad de charcos producto del tránsito de maquinarias, vehículos pesados o 
apertura de canales de riego o caminos (Figura 3.2.1). En ambientes de uso 
ganadero, se deben tener en cuenta los “potreros” que se llenan de agua por 
un corto tiempo, y son ampliamente usados por muchas especies de desarro-
llo rápido como Pleurodema spp. o Physalaemus spp. (M. F. Quiroga, obs. per-
sonal). Por esto resulta importante realizar muestreos reiterados a intervalos 
cortos de tiempo y relevar la mayor cantidad posible de cuerpos de agua 
detectados. Realizar un registro previo de la ubicación de sitios con la poten-
cialidad de acumular agua antes de la temporada reproductiva para relevar-
los luego de las primeras precipitaciones de la temporada incrementa, sobre 
todo, la posibilidad de detección de especies de reproducción explosiva y 
con períodos larvales muy cortos. 

En todos los casos, los muestreos de los cuerpos de agua realizados en forma 
infrecuente o en una baja cantidad de réplicas pueden no resultar suficien-
tes ni siquiera para detectar la riqueza local de anfibios, ya que la presencia 
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de muchas especies es espacial y temporalmente variable. Se ha demostra-
do que la distribución de las larvas en un mismo cuerpo de agua está fuer-
temente relacionada con la profundidad del agua, la presencia o ausencia 
de depredadores, la presencia de vegetación acuática, el tipo de sustrato, el 
contenido de oxígeno disuelto y la temperatura(6). Asimismo, los renacuajos 
de muchas especies raramente se encuentran simultáneamente en todos los 
cuerpos de agua disponibles aún en áreas muy pequeñas.

Las técnicas de relevamiento de renacuajos pueden clasificarse por la forma 
de detección o captura de los individuos que requiere o no la presencia física 
del investigador. La mayoría de las técnicas de muestreo enumeradas a con-
tinuación son adecuadas principalmente para ambientes acuáticos (cuerpos 
de agua lóticos y lénticos de tamaños diversos) y unas pocas se aplican a 
hábitats terrestres donde algunas especies desarrollan buena parte o la tota-
lidad de sus estadios larvales (especies cuyas larvas se desarrollan en hojas o 
ramas de árboles y en cuevas o depresiones en el suelo)(4).

Estas técnicas de detección y/o captura pueden ser utilizadas complementa-
riamente en caso que el objetivo sea conocer la riqueza de especies, pero sus 
métodos deben ser considerados de manera diferente en caso de pretender 
estimar la abundancia de las especies, ya que cada uno tiene sus supuestos y 
limitaciones particulares (ver métodos de estandarización más abajo).

Figura 3.2.1. Charcos efímeros en 
un ambiente rural de la Selva de las 
Yungas producto del tránsito de ma-
quinaria pesada. Foto: M. Vaira.
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Técnicas de Muestreo Activo
a) Redes

Las redes para capturas activas se utilizan para perseguir o dirigir a los re-
nacuajos para que caigan o ingresen a la misma donde quedan atrapados. 
Una alternativa es la red de cerco, tiro o arrastre. Con ella se pueden efectuar 
recorridas o pases en diferentes sectores del cuerpo de agua y constan de un 
paño de altura y largo variable que en la parte central posee una prolonga-
ción conocida como copo o calderín, que sirve para retener a los renacuajos 
que quedan enredados en el interior de este apéndice. Las dimensiones de 
estas redes dependerán del cuerpo de agua que se requiere relevar. Una di-
ficultad general con estas redes es la imposibilidad de recorrer o “barrer” 
la mayor parte del cuerpo de agua si existe mucha vegetación enraizada o 
piedras de grandes dimensiones que pueden impedir transitar con la red(7). 

Para cuerpos de agua de dimensiones y profundidades medianas a peque-
ñas que no pueden ser recorridos con redes de arrastre o para aquellos difíci-
les de “barrer” con una red de grandes dimensiones pueden utilizarse redes 
de inmersión de diferentes formas y tamaños. 

Las más comunes son las redes de mano o copo. Se recomienda que tengan 
forma de estribo, rectangulares o en forma de letra D a fin de que su parte recta 
sirva para ajustarse bien al fondo, donde suelen ubicarse muchas especies. El 
diseño del copo puede variar de tamaño según las dimensiones del cuerpo de 
agua a estudiar. Por ejemplo, el diseño del copo podría ser un marco metálico 
(hierro o aluminio) de 60 x 40 cm, con malla de 3 mm de apertura, manipulado 
mediante un mango de 1,20 m de longitud (Figura 3.2.2)(8-10).

El muestreo con redes de inmersión puede complicarse por factores como el 
tamaño del cuerpo de agua, la profundidad del agua, la cantidad y tipos de 
sustratos o vegetación y la distribución de especies por microhábitat(7). Las 
diferencias en las técnicas de barrido aplicadas por diferentes investigadores 
para un mismo sitio o en diferentes momentos también podrían influir en los 
registros de diversidad y abundancia.

Para ambientes lénticos de llanura aluvial que comunmente habitan los re-
nacuajos (Figura 3.2.3)(10), la técnica de barrido presenta una buena eficacia 
en sitios vegetados de mediano tamaño, con menos de 1 m de profundidad, 
alta complejidad estructural y difícil acceso(11). En ambientes de 30 cm a 1 m 
de profundidad, se recomienda muestrear dos microhábitats que difieran 
en profundidad y distancia a la costa a modo de cubrir la mayor diversidad 
de renacuajos. Este diseño se corresponde con un muestreo aleatorio estra-
tificado por profundidad y tipo de  microhábitat recomendado para lagunas 
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y grandes cuerpos de agua permanentes. Por ejemplo, se recomienda selec-
cionar microhábitats someros, que incluyan los sitios de menos de 30 cm de 
profundidad a distancias de 0 a 2 m de la costa y microhábitats profundos 
representados por sitios a más de 2 m de la costa con profundidades entre 
30 cm a 1 m(9). Esto permite detectar especies como Boana punctata que utili-
zan microhábitat profundos (1 m o más) y especies tales como Physalaemus 
albonotatus y Elachistocleis bicolor, que prefieren microhábitats someros (C. 
Antoniazzi, obs. personal). En ambientes lóticos asociados a río de llanura, 
es recomendable muestrear debajo de los camalotes (macrófitas flotantes) 
donde se alimentan y refugian los renacuajos (C. Antoniazzi, obs. personal).

Los muestreos en estos tipos de ambientes se pueden realizar mediante una 
técnica de barrido con el empleo de la red de mano o copo. Esta técnica con-
trola la superficie o el volumen barrido en cada redada y permite realizar 

Figura 3.2.2. Diseño de red de mano 
o copo de marco metálico en forma 
de letra D para captura de renacua-
jos. Foto: C. Antoniazzi.
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estimaciones cuantitativas del tamaño de la población de renacuajos(11,12) (ver 
estandarizaciones de los muestreos más abajo). Las redadas se pueden llevar 
a cabo a lo largo de transectas perimetrales iniciadas en puntos selecciona-
dos al azar. Por ejemplo, cada muestra puede ser obtenida avanzando con el 
copo por una distancia de 2 metros, si el cuerpo de agua lo permite. Se pue-
den realizar copadas en cada cuerpo de agua, barriendo desde el centro de la 
laguna hacia el margen, hasta alcanzar el número de muestras necesarias(9,10).

Para el caso de arroyos de montaña con mucha corriente o con sustratos de 
piedra que impida hacer pasadas de redes de mano, puede utilizarse la téc-
nica de red de patada. Para esto se usan redes D o de tipo Surber colocadas 
aguas abajo del sitio de muestreo y uno o varios investigadores alteran o 
mueven el sustrato pedregoso con los pies. Los renacuajos escapan de sus 
refugios entre las piedras y son arrastrados por la corriente hasta ingresar a 
la red colocada más abajo. Una alternativa es colocar una red de cerco atrave-
sando el cauce del arroyo aguas abajo y perturbar el mismo cauce río arriba 
removiendo el sustrato, volteando piedras y sacudiendo la vegetación acuá-
tica.

b) Cajas trampa

Las cajas trampas consiste en una caja con su parte superior e inferior abier-
tas y sus cuatro paredes laterales construidas con diferentes materiales li-
vianos (plástico. madera, malla plástica, aluminio). La altura y dimensiones 
dependen de la profundidad y tamaño del cuerpo de agua a muestrear. Para 
cada muestra, la trampa se deposita suavemente en el fondo del cuerpo de 
agua y se presiona firmemente contra el sustrato evitando que queden espa-
cios libres que permitan a los renacuajos escaparse de su interior. Todos los 
individuos encerrados en la trampa se extraen mediante barridos con una 
red de inmersión(15). Es recomendable que el marco de la red tenga el mismo 

Figura 3.2.3. Muestreo de renacuajos 
en ambientes lénticos de llanura alu-
vial (río Paraná). Foto: C. Antoniazzi.
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ancho que el de las paredes de la caja y realizar varias pasadas en su interior 
si el agua estuviera muy turbia y no permitiera corroborar que ya no quedan 
ejemplares por capturar. Un inconveniente para el uso de esta técnica es la 
presencia de vegetación densa que puede impedir colocar correctamente la 
caja en el fondo del cuerpo de agua y por ello se recomienda para cuerpos de 
agua escasamente vegetados(7).

Para cuerpos de agua que poseen un sustrato irregular (como arroyos con 
piedras de diferentes tamaños) que impediría ajustar adecuadamente una 
caja a ese tipo de fondo, pueden utilizarse tubos de diferentes diámetros con 
aletas externas de goma en su base, que ayudan a sellar el fondo de la trampa 
cuando se apoya en sectores irregulares(14). 

c) Encuentro visual

Esta técnica consiste en registrar el número de ejemplares (y si fuere posible 
la identidad de la especie) mientras se camina lentamente por el borde de los 
cuerpos de agua. Una alternativa a esta técnica que permite calcular además 
la probabilidad de detección, es el método de doble observador(15) donde un 
primer observador registra todos los renacuajos avistados y posteriormente 
un segundo observador, confirma y registra por separado los recuentos que 
el observador principal ha realizado y cualquier otro que el observador prin-
cipal se perdió. Ambos métodos visuales solo se pueden aplicar en cuerpos 
de agua claras o transparentes(17). El éxito de registro dependerá de la expe-
riencia y habilidad del investigador para detectar renacuajos en el cuerpo de 
agua e identificar correctamente la especie a la que corresponde.

Técnicas de muestreo pasivo
a) Redes simples

Las redes simples son aquellas que aprovechan los comportamientos natato-
rios de los renacuajos para que queden atrapados en la red que se coloca fija 
en un sitio específico. Generalmente constan de un paño de red que cuelga 
verticalmente en el agua con flotadores en la parte superior y pesas en el 
borde inferior. Estas redes pueden colgar desde la superficie hasta el fondo 
del cuerpo de agua, o solamente cubrir hasta cierta profundidad de la co-
lumna de agua. La eficacia de captura estará determinada por la apertura de 
la malla (o el diámetro de los orificios de la red) que puede dejar pasar a los 
ejemplares o especies más pequeñas. Las dimensiones de estas redes pueden 
adecuarse al tamaño y profundidad del cuerpo de agua, aunque los mode-
los comerciales suelen ser excesivamente grandes o con mallas muy abiertas 
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dado que se utilizan habitualmente para la captura de peces. Estas redes 
suelen combinarse con la colocación de trampas de embudo para mejorar la 
eficacia en la captura de los renacuajos(18).

b) Trampas de embudo

Las trampas de embudo consisten en un cubo o cilindro con una o dos entra-
das en sus extremos en forma de embudo que guían a los renacuajos hacia 
una cámara de retención más grande. Una vez dentro de la cámara, los re-
nacuajos no pueden volver a salir por los pequeños orificios de entrada que-
dando atrapados en el interior. Pueden construirse en forma muy económica 
con botellas plásticas a las cuales se les corta la parte superior y se invierte 
como un embudo hacia el interior de la parte cilíndrica de la botella(19).

Las trampas de embudo se pueden utilizar en cuerpos de agua con abun-
dante vegetación acuática, aguas profundas o sustrato muy irregular donde 
las redes de cerco o las redes de mano son ineficaces. Estas trampas también 
permiten muestrear un sitio por un tiempo más prolongado, aumentando la 
probabilidad de capturar especies elusivas o nocturnas(20). Existen versiones 
comerciales, pero en muchos casos, el diámetro de la malla no es el adecuado 
para capturar renacuajos pequeños y deben ser adaptados(20).

No se conocen estudios en Argentina que analicen la eficacia de estas tram-
pas para capturar renacuajos. Estas trampas podrían conducir a estimacio-
nes de diversidad o abundancia sesgadas, ya sea porque los renacuajos no 
ingresan en las trampas por sus comportamientos de desplazamiento o uso 
del microhábitat (ej.: especies que yacen en el sustrato) o por que evitan en-
trar en las trampas que contienen depredadores o los depredadores se co-
men a las larvas capturadas en la trampa(20).

Una ventaja de este método por sobre los métodos de captura por red u 
observación directa, es que la experiencia y habilidad del investigador tiene 
poco impacto sobre el éxito de captura. Por lo que los protocolos de captura 
pueden ser repetidos de manera consistente a lo largo del tiempo o entre 
sitios(21). Una desventaja es que, dependiendo del tamaño y la cantidad de 
cuerpo de agua relevado, se necesitará un número mínimo de trampas que 
puede implicar una inversión importante de dinero y de tiempo para revi-
sarlas.

Los recuentos de renacuajos capturados con los métodos activos y pasivos 
se utilizan a menudo para evaluar la riqueza de especies y el tamaño de la 
población(7). Sin embargo, los recuentos pueden ser muy variables y sesga-
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dos y mostrar una baja relación con el tamaño real de la población analizada. 
Es por ello, que pueden aplicarse índices de captura que, para ser útiles y 
válidos, deben detectar una proporción constante de la población total(17). 
Independientemente del método utilizado, la probabilidad de detección 
(probabilidad de detectar la especie cuando está presente) suele ser mucho 
menor que 1. Por lo tanto, estimar las probabilidades de captura y detección 
es aconsejable para cualquier estudio que tiene como objetivo comparar la 
abundancia y la ocupación en el espacio y el tiempo(7,22).

En general, todas las técnicas de captura descriptas más arriba son adecua-
das para estimar abundancias relativas o patrones espaciales y temporales 
de uso del hábitat si se aplican adecuadamente métodos de estandarización 
y se efectúan las réplicas suficientes. Tanto los métodos pasivos como acti-
vos de captura pueden ser estandarizados ya sea definiendo el área a relevar, 
la cantidad de pases de red o el período de tiempo en el que se llevará a cabo 
el relevamiento. A continuación, se detallan estos protocolos específicos para 
estandarizar los relevamientos.

Los pases con redes de inmersión en un cuerpo de agua se pueden repetir 
hasta lograr la remoción total de los renacuajos presentes obteniendo así la 
abundancia y diversidad total. Los pases de red deben continuar hasta que 
pase un tiempo preestablecido sin atrapar ningún renacuajo por lo que este 
proceso de muestreo requiere generalmente un tiempo prolongado de eje-
cución. Aun así, este método tiende a subestimar el número de renacuajos 
en los cuerpos de agua de grandes dimensiones, con gran heterogeneidad o 
con alta abundancia de renacuajos(17). El esfuerzo de captura puede estanda-
rizarse al igualar el área relevada de los cuerpos de agua para asegurar que 
las probabilidades de captura no resulten diferentes por diferencias en el 
tamaño de los cuerpos de agua comparados. Para ello, la estandarización de 
pasadas de red implica utilizar una mecánica de barrido similar y un núme-
ro de pasadas proporcional al tamaño del cuerpo de agua. Cuando se utili-
zan redes de mano se sugiere realizar una barrida de un metro de longitud 
usando un metro flotante como referencia. Los barridos deben realizarse en 
la misma proporción en todos los sitios similares si se pretenden comparar 
diferentes cuerpos de agua (por ejemplo: en partes poco profundas donde el 
marco de la red se arrastra a lo largo del sustrato a través de la vegetación 
acuática). Puede estimarse el volumen de un barrido como el área de la red 
multiplicada por la longitud del barrido en sitios donde la red puede sumer-
girse completamente. En los casos en que la profundidad del agua es inferior 
a la altura del marco de la red se puede utilizar la profundidad del agua mul-
tiplicada por el ancho neto de la red multiplicado por la longitud del barrido. 
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La técnica de encuentro visual puede estandarizar el esfuerzo de muestreo 
restringiendo las distancias y el área recorrida o el tiempo de búsqueda siem-
pre que se traten de ambientes homogéneos. Al utilizar el método de doble 
observador, es necesario cambiar de roles (primer y segundo observador) 
para calcular las probabilidades de detección para cada uno, proporcionan-
do así estimaciones poblacionales ajustadas(3).

El muestreo con cajas trampas es un método que puede permitir la estima-
ción de la densidad, dado que se muestrea un área conocida de hábitat con 
cada trampa. 

Las técnicas activas pueden utilizarse además para efectuar estimaciones del 
tamaño poblacional mediante un método de captura-recaptura (que permite 
además calcular las tasas de detección y la proporción capturada del núme-
ro total de renacuajos). En este caso, se requiere una técnica de marcado de 
los ejemplares que permita establecer la diferencia entre nuevas capturas y 
recapturas luego de sucesivos muestreos en los mismos sitios. Por lo tanto, 
este método requiere que todas las marcas sean reconocibles, las poblacio-
nes sean cerradas (no ocurre mortalidad de renacuajos durante el estudio) y 
que la marca efectuada no sea una fuente de mortalidad (ver más detalles en 
Sección 4.1 Identificación y marcado de individuos).

En todos los casos, independientemente de la técnica empleada, es impor-
tante tomar las variables fisicoquímicas de cada sitio (pH, conductividad, 
nutrientes, turbidez y oxígeno disuelto), para categorizar y comparar los am-
bientes. Idealmente resultaría conveniente que en cada visita al cuerpo de 
agua se registraran estas variables sumadas al perímetro, superficie, profun-
didad en puntos diferentes, el porcentaje de cobertura de vegetación emer-
gente, enraizada, flotante y perimetral dado que todas estas condiciones 
pueden ser muy variables a lo largo de una temporada reproductiva. 

Dependiendo del objetivo del trabajo, se pueden realizar muestreos puntua-
les o sistemáticos, a lo largo del tiempo y del espacio. Los muestreos de re-
nacuajos se pueden realizar con una frecuencia quincenal cubriendo todo un 
ciclo anual(9,10). 

Para la identificación de los renacuajos se utilizan guías afines, las cuales se 
basan en diferentes características morfológicas para determinar la especie 
(e.g.23-30). Además, con la práctica, se podrían utilizar caracteres como la for-
ma del cuerpo, posición de los ojos, la coloración y forma de las aletas de las 
larvas para reconocerlas a campo. Si el objetivo es preservar los ejemplares 
para su estudio en laboratorio, se deben procesar cuidadosamente los indivi-
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duos capturados. Para ello, una vez colectados, los renacuajos son sacrifica-
dos por administración de una sobredosis de anestésico en solución acuosa 
(1 ml de una solución saturada de benzocaína en etanol / 1 L de agua) y lue-
go fijados in situ en formol al 10%(7,31). En el caso que los ejemplares quieran 
utilizarse para la obtención de tejidos para técnicas de biología molecular, 
pueden ser preservados en alcohol etílico al 70% o al 96%.

Debemos tener en cuenta que los renacuajos son muy frágiles a cualquier 
tipo de manipulación, por lo que se deben extremar los cuidados una vez 
capturados y cuando son trasladados. De igual manera, cada lote debe ser 
identificado claramente y controlado con frecuencia ya que la muerte de al-
gun individuo pueden afectar al resto, dado la rápida descomposición de 
los tejidos.  Se recomienda que en el caso de realizar capturas para estudios 
descriptivos, tomar fotografías y realizar descripciones en los cuadernos de 
campo teniendo en cuenta la fragilidad de las larvas y los cambios acelera-
dos que se producen posteriores a la fijación.
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En esta sección se presenta una revisión de las técnicas de relevamiento más 
utilizadas para anuros juveniles y adultos, centrando los detalles en las limi-
taciones y recomendaciones de cada técnica, dado que existen ya numerosos 
libros y manuales que explican con precisión aspectos técnicos, metodológi-
cos y de procedimiento. Al final de la sección se incluye una lista de lecturas 
sugeridas para los detalles específicos(1-6). 

La elección de una técnica adecuada para el relevamiento de anfibios estará 
determinada en gran medida por el objetivo principal del estudio, del cual 
se desprenden el objeto de estudio y las escalas espaciales y temporales en 
las que se realizará el trabajo. El objeto de estudio se refiere a las especies o 
ambientes de interés, pudiendo comprender una o varias poblaciones de una 
especie o una o varias comunidades. En lo posible se debe conocer los hábi-
tos generales de la o las especies en estudio, sus preferencias de hábitats y 
microhábitat, historia de vida y comportamiento, dado que todo esto influye 
sobre la eficacia de las distintas técnicas de relevamiento y por ende determi-
narán la selección de la misma. Del mismo modo, la elección de un método 
de relevamiento adecuado debe realizarse en función de la escala espacial y 
temporal definida para el estudio. Si, por ejemplo, se pretende cubrir una ex-
tensión geográfica muy amplia y durante varios años, es posible que el uso de 
métodos que demanden desplegar estructuras, o que requieran pasar largos 
períodos de tiempo en cada sitio, resulten complejos de aplicar en una misma 
temporada reproductiva (en muchas ocasiones reducidas a unos pocos meses 
de cada año). Si los métodos de relevamiento en diferentes sitios y en diferen-
tes años no pueden conducirse de la misma forma y en tiempos similares, es 
decir asegurando un esfuerzo de muestreo equiparable entre sitios o años, 
el estudio contendrá sesgos metodológicos difíciles de resolver. Por lo tanto, 
resulta importante enfatizar siempre sobre la importancia de elegir métodos 
de muestreo estandarizados que permitan obtener datos confiables para las 
especies, poblaciones, o comunidades de anfibios estudiadas, permitiendo así 
realizar caracterizaciones y comparaciones espaciales y/o temporales válidas. 

De hecho, todas las técnicas de relevamiento presentan algún tipo de sesgo, 
el cual puede resultar en una eficacia en la detección muy dispar entre las 
distintas especies. Esto puede depender, además de lo antes mencionado, de 
las condiciones climáticas y la heterogeneidad ambiental. El momento y las 
condiciones en los que se desarrolla el muestreo también son puntos impor-
tantes a tomar en cuenta para generar datos confiables. Es necesario entonces 
tomar en cuenta los períodos de actividad de la/s especie/s involucrada/s en 
el estudio para definir la época, duración y los intervalos de muestreo, dado 
que éstos pueden variar no sólo por temporada, sino que también durante 
el día y hasta entre años. Por otro lado, dado que los anfibios son muy sus-
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ceptibles a las condiciones ambientales de temperatura y humedad, es ne-
cesario tomar en cuenta estas variables al momento de planificar las salidas 
de campo para aumentar las probabilidades de detección y evitar generar 
falsas ausencias al momento de registrar una especie en un lugar (es decir no 
registrar la especie a pesar que ésta si se encuentra en el lugar). Esto puede 
ajustarse ya sea en base al conocimiento y experiencia del investigador, en 
base a antecedentes bibliográficos o a los datos asociados a ejemplares de 
colección (ver Sección 5). 

Antes de comenzar el trabajo de campo, resulta importante evaluar los recur-
sos disponibles para el relevamiento (humanos y económicos) y los resultados 
deseados para lograr un adecuado equilibrio sin invertir un esfuerzo innece-
sario o inconducente. Se aconseja realizar, en la medida de las posibilidades, 
visitas exploratorias a las zonas de estudio previas al comienzo del trabajo de 
campo, o al menos realizar una diagramación de las zonas a relevar a través de 
imágenes satelitales (por ejemplo, Google EarthTM). Por otro lado, se sugiere la 
confección de una ficha de campo, para así organizar la información que se ne-
cesitará registrar, automatizando y ordenando los relevamientos. Por último, 
es necesario contar con los permisos necesarios, así como informarnos sobre 
el manejo de los individuos, higiene y bioseguridad. Todos estos puntos son 
desarrollados con más detalle en  la Sección 5. 

Existen dos grandes grupos de técnicas de relevamiento basadas en la forma 
de detección de los individuos: técnicas activas y pasivas. Las técnicas acti-
vas requieren de la presencia física del investigador, que es quien detecta, 
captura e identifica los anfibios. En tanto en las técnicas pasivas, es la propia 
técnica la que realiza la captura o el registro de ejemplares durante el perio-
do de tiempo en la cual esté activa (ej. trampas de caída), para después ser 
revisada por el investigador para el conteo e identificación de los ejemplares 
capturados. Como se mencionó previamente, cada tipo de técnica tiene sus 
propios supuestos, sesgos y limitaciones, por lo cual deben considerarse cui-
dadosamente al momento de planificar la cantidad de réplicas espaciales y 
temporales que propondrá el estudio.

La mayoría de las técnicas de muestreo enumeradas a continuación son ade-
cuadas tanto para hábitats terrestres como acuáticos y no son mutuamente 
excluyentes.

 

Técnicas de Muestreo Activo
Consisten en todas las técnicas que implican la presencia física de los investi-
gadores para realizar los relevamientos mediante el registro visual y/o audi-
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tivo. Generalmente insumen menos costos operativos, dado que son técnicas 
que no requieren construcción y montaje de estructuras o aparatos en los 
sitios, pero implican una alta inversión de tiempo en recursos humanos du-
rante cada relevamiento. La principal limitante que presenta esta técnica es 
que la detección de individuos de distintas especies depende estrictamente 
de la habilidad y capacidad de cada investigador, la cual puede además va-
riar entre sitios diferentes, aún cuando se controle el esfuerzo de muestreo. 
Este posible sesgo en detección puede controlarse intentando que los grupos 
que lleven a cabo los relevamientos cuenten siempre con al menos un inves-
tigador experimentado o que todos los integrantes tengan el mismo nivel de 
experiencia.

Dentro de las técnicas activas se pueden distinguir dos métodos principa-
les de detección y determinación de la identidad taxonómica de los anfibios 
adultos del área de muestreo: por encuentro visual directo y por detección 
auditiva. Ambos métodos de detección/identificación pueden ser utilizados 
complementariamente en caso de que el objetivo sea simplemente conocer 
la riqueza de especies, pero deben ser tratadas de manera diferente en caso 
de necesitar estimar la abundancia de las especies, ya que cada método tiene 
sus supuestos y limitaciones particulares.

En caso de que no se desee o no se pueda colectar ejemplares de referencia, 
siempre conviene complementar los métodos activos y pasivos con infor-
mación de respaldo que permita la identificación positiva de las especies 
de anfibios del área de estudio, como por ejemplo un registro fotográfico 
de respaldo. En el caso de la detección auditiva, es deseable que se realicen 
los registros bioacústicos de respaldo de las vocalizaciones detectadas, para 
luego contrastarlas con guías audiovisuales de anfibios o consultas directas 
con expertos en el grupo taxonómico particular que se desee identificar (ver 
Sección 3.4 Monitoreo Acústico Pasivo).

a) Muestreo por Encuentro Visual

Esta técnica de muestreo consiste en registrar individuos aplicando el méto-
do de búsqueda activa a lo largo de una ruta de prospección con un ancho y 
largo previamente preestablecido (transectas) o cubriendo un área determi-
nada (parcelas) ,  para estandarizar el esfuerzo de muestreo. Generalmente se 
aconseja además realizar la búsqueda por un tiempo delimitado previamen-
te. Para el análisis de los resultados se tendrán en cuenta el área recorrida, 
el tiempo transcurrido en la búsqueda activa y el número de observadores 
involucrados. La eficiencia de esta técnica claramente variará mucho según 
el tipo de hábitat (por ejemplo, vegetación baja o alta) y la biología de la espe-
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cie (por ejemplo, fosoriales o arborícolas). Los supuestos de esta técnica son:

i) Se considera que todos los individuos de las distintas especie tienen la 
misma probabilidad de ser encontrados. Este supuesto puede no cumplirse, 
por ejemplo, para especies donde uno de los sexos es mucho más probable 
de ser detectado por su tamaño o coloración (dimorfismo o dicromatismo 
sexual marcado); o diferencias de comportamiento (los machos cantan desde 
perchas en altura y las hembras se refugian en huecos o cuevas). En estos ca-
sos puede ser recomendable restringir la búsqueda a individuos de un solo 
sexo para evitar sesgos importantes (p.e. relevar sólo machos). Por otro lado, 
no todas las especies tienen la misma dificultad para ser registradas, ya sea 
por sus hábitos, tamaños, coloración, entre otros.  Esta diferencia en probabi-
lidad de detección de las distintas especies de anuros podría llevar a sesgos 
en la estimación de la presencia de la especie en el sitio de estudio o de su 
abundancia relativa, pudiendo generar falsas ausencias así como subestimar 
la abundancia de especies más crípticas, como por ejemplo, especies fosoria-
les. En estos casos se aconseja el uso de métodos de relevamiento comple-
mentarios, como por ejemplo registros auditivos.

ii) Cada individuo es detectado una única vez en la búsqueda. El cumpli-
miento de este supuesto debe considerarse particularmente en el caso que el 
estudio pretenda registrar abundancias, dado que en el registro de riqueza 
de especies el conteo reiterado de un mismo ejemplar no afecta el resultado. 
En el caso de especies que se desplazan activamente en el ambiente, puede 
ser necesario recurrir al marcado individual o el registro de marcas o pa-
trones de los individuos que permitan descartar el conteo repetido de un 
mismo ejemplar (ver detalles en Sección 4.1 Marcado de Individuos). Este 
procedimiento implica una mayor inversión de tiempo en la aplicación de la 
técnica y por tanto debe considerarse al planificar las réplicas temporales y 
espaciales del estudio.

La búsqueda activa permite detectar a todos los estadios de desarrollo y a 
ambos sexos. Las contras de este método son por un lado que depende de 
la experiencia del investigador que realiza las observaciones y por otro lado 
la diferencia en probabilidad de detección de las distintas especies. Como se 
mencionó anteriormente, para asegurar resultados comparables, cada inves-
tigador involucrado en el muestreo por encuentro visual debe tener una ex-
periencia similar en el reconocimiento de las especies y la misma capacidad 
para su detección. 

Una variación de esta técnica de encuentro visual para ambientes acuáticos 
consiste en la utilización de redes de mano o de arrastre para capturar indi-
viduos adultos a lo largo de una ruta de prospección o cubriendo un área 
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determinada aplicando el método de búsqueda activa. Cuando el proceso de 
captura con redes está semi-estandarizado (el número de barridos o golpes 
de red se relaciona con la superficie del cuerpo de agua a relevar) puede con-
siderarse un muestreo de barrido que permite comparar hábitats acuáticos 
bastante homogéneos. Esta técnica de encuentro visual por barrido se puede 
aplicar en hábitats acuáticos donde resultará más eficiente que el registro 
visual de los ejemplares. Es importante considerar las diferencias específicas 
en la profundidad de los cuerpos de agua relevados dado que la posición de 
los individuos adultos en la columna de agua puede resultar en diferencias 
en la capacidad de captura de las diferentes especies si las redes no pueden 
cubrir toda la columna(7). 

La misma técnica con el uso de redes de mano puede ser adecuada para re-
levar hábitats acuáticos de tamaño pequeño a intermedio y con corriente y 
lecho con grandes piedras. En este caso la técnica consiste en levantar todo el 
sustrato o piedras sueltas del fondo del cuerpo de agua o rastrillar el cauce 
con una red de mano. La forma más eficiente de relevar estos ambientes de 
aguas corrientes es con un equipo de dos personas, donde un investigador 
remueve las piedras y el sustrato, mientras que el otro sostiene la red aguas 
abajo a una corta distancia. Las principales limitaciones de esta variación de 
la técnica de encuentro visual es que requiere mayor tiempo de registro y 
causa alteraciones al hábitat acuático.

b) Muestreo por Registros Auditivos

Los registros auditivos son muy útiles para estimar la riqueza y/o abundan-
cia relativa de especies de anuros cuyas vocalizaciones son fáciles de detec-
tar y simples de identificar para un investigador relativamente entrenado sin 
que se requiera la detección visual del individuo que vocaliza. Consiste en 
registrar los individuos machos adultos que son escuchados a lo largo de una 
ruta de prospección (transecta) o cubriendo un área determinada (parcela), 
durante un tiempo determinado previamente. Por lo tanto, para el análisis 
de los resultados se debe tener en cuenta el área recorrida, el tiempo trans-
currido en la escucha activa y el número de investigadores involucrados. 
Esta técnica tiene la ventaja de ser menos invasiva al no requerir la detección 
visual del ejemplar que puede obligar a un mayor disturbio del ambiente 
(cortar o pisar vegetación; mover troncos o piedras). Además, permite la de-
tección de especies crípticas, como por ejemplo especies fosoriales.

Claramente la principal limitación es que esta técnica no permite detectar 
individuos juveniles, hembras o especies que no son vocalmente activas (ej. 
grupo Rhinella spinulosa). Además, es altamente efectiva sólo durante la épo-
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ca reproductiva, la cual puede no ser coincidente en todas las especies del 
ensamble de una localidad o área determinada.

Si la identificación de las especies detectadas se realiza a campo, esta técni-
ca depende mucho del entrenamiento y/o experiencia del observador. Ade-
más, puede ser dificultoso el reconocimiento de ciertas especies con cantos 
de anuncio similares, por lo que se recomienda acompañar esta técnica con 
el registro de vocalizaciones a fin de determinar la identidad taxonómica de 
las especies de las cuales se tenga duda (ver Sección 3.4 Monitoreo Acústico 
Pasivo). Los registros auditivos pueden ser eficientes para determinar la ri-
queza de especies, pero existen algunas limitaciones cuando se trata de mo-
nitorear cambios temporales o entre diferentes sitios porque siempre existirá 
un sesgo por la estrecha relación entre las condiciones ambientales y la acti-
vidad de vocalización de los machos al momento de realizar cada muestreo. 
La determinación de abundancia de individuos también resulta compleja en 
el caso de estar relevando diferentes especies con diferentes comportamien-
tos de vocalización (machos que vocalizan aislados o espaciados regular-
mente vs. machos que vocalizan en grandes coros difíciles de individualizar 
por la superposición de sus cantos).

Con este método puede estimarse la abundancia relativa de las especies acti-
vas con cierto rango de subjetividad. Algunos autores proponen preestable-
cer categorías ordinales para rangos de abundancias relativas.

Protocolos para la estandarización del relevamiento
Como se mencionó brevemente, los distintos métodos de relevamiento pue-
den ser estandarizados en su esfuerzo de muestreo ya sea definiendo el área 
a relevar, o el período de tiempo en el que se llevará a cabo el relevamiento, 
o ambos. A continuación, se desarrollan estos protocolos específicos para 
estandarizar:

Búsquedas activas por tiempo limitado. Propone delimitar la búsqueda ac-
tiva de individuos (visual, auditiva o con red) a un período de tiempo prede-
terminado. Usualmente el tiempo destinado a la búsqueda se suele establecer 
entre 15 o 30 minutos de duración, dependiendo del número de observado-
res y la extensión o dificultad del hábitat a ser relevado. Con este protocolo, 
el esfuerzo de muestreo se cuantifica fácilmente registrando la cantidad de 
observadores por la cantidad total de tiempo de búsqueda. Por ejemplo, si 
se establece un protocolo de muestreo con tres investigadores relevando du-
rante 15 minutos el esfuerzo de muestreo sería 3 x 15 = 45 minutos-persona 
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en cada sitio muestreado. Si durante las búsquedas se recopila información 
adicional de los individuos encontrados (como medidas corporales, fotogra-
fías o revisión de marcas) el tiempo invertido en estas actividades no debe 
considerarse como parte de la búsqueda.

Las principales limitaciones de una búsqueda por tiempo limitado es la gran 
cantidad de tiempo que insume incluir muchos sitios para relevar, dado que 
todos los sitios deberán ser revisados por el mismo intervalo de tiempo sin 
importar las condiciones del terreno. A su vez, en sitios con menores difi-
cultades para ser recorridos, las búsquedas podrán ser más intensivas, lo-
grando posiblemente un mayor número de registros en comparación con 
sitios con dificultades u obstáculos para recorrerlos. Nuevamente, a pesar 
de todos los intentos por estandarizar el muestreo en los diferentes sitios 
(por ejemplo, recorrer sitios con condiciones del terreno similares) o en los 
diferentes años (por ejemplo, muestrear a la misma hora del día y durante 
la misma época del año), hay que tomar en cuenta que es probable que los 
factores ambientales, del terreno y la experiencia de los observadores serán 
diferentes y por lo tanto podrían sesgar los datos de conteo alterando las 
comparaciones interanuales o la relación entre los recuentos de individuos 
y la abundancia real en diferentes sitios. Por ejemplo, es probable que inves-
tigadores expertos encuentren más individuos y más rápidamente que los 
investigadores sin experiencia, registrando un mayor número de individuos 
en el mismo período de tiempo. Por ello resulta fundamental tener en cuenta 
todos estos factores al diseñar un estudio que implique recorrer diferentes 
sitios muy heterogéneos aplicando este protocolo de estandarización. Para 
minimizar estos sesgos, es aconsejable repetir los muestreos en cada sitio 
para incluir varios días con diferentes condiciones climáticas, seleccionar si-
tios con características similares del terreno y seguir siempre la misma rutina 
de búsqueda previamente planificada. Por ejemplo, si la primera búsqueda 
incluyó mover troncos y piedras, esos mismos protocolos deben realizarse 
cuando se repiten las búsquedas o se registran sitios diferentes. Además,  en 
caso de que se cuente con personal de formación dispar, otra medida puede 
ser  aleatorizar el personal y los sitios a relevar en cada muestreo.

Búsqueda activa en áreas restringidas. Este protocolo propone centrar la 
búsqueda activa en un área predeterminada y no en una cantidad de tiempo. 
Las búsquedas con áreas restringidas proporcionan información en términos 
de ausencia o presencia, abundancias relativas de las distintas especies re-
gistradas en relación al área relevada y algunos datos sobre uso del hábitat 
por los individuos de una o varias especies. El tamaño del área de búsqueda 
dependerá del tipo de hábitat y/o de las características de la o las especies 
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que se pretenden registrar. El esfuerzo de muestreo puede medirse como la 
superficie total relevada por el número de investigadores (ej m2/persona). 
Las principales limitaciones de este método, al igual que con las búsquedas 
limitadas por tiempo, residen en el efecto de las condiciones ambientales, la 
experiencia de los investigadores y la rutina de búsqueda. En este método, 
las condiciones diferentes del terreno en los diferentes sitios registrados no 
debería ser una condición que produzca algún sesgo en los registros dado 
que el tiempo que insume recorrer cada área relacionado a la dificultad que 
presente el terreno no es una condición limitante. Sin embargo, si el estu-
dio requiere registrar áreas de grandes superficies es necesario considerar 
el tiempo que insumirá esta búsqueda para así evaluar correctamente el nú-
mero de áreas que podrán ser relevadas con este método bajo condiciones 
climáticas similares o en horarios similares.

Muestreo en parcelas. Este protocolo propone distribuir aleatoriamente 
parcelas de muestreo de límites fijos dentro del sitio de estudio, dentro de 
las cuales se registra minuciosamente la presencia de individuos en el área 
de búsqueda. Las parcelas de muestreo suelen ser cuadradas, pero pueden 
disponerse áreas fijas de otras formas en función de las características del te-
rreno (circulares, rectangulares). En todos los casos, todas las parcelas deben 
mantener la misma superficie dentro de cada sitio de estudio para obtener el 
mismo esfuerzo de muestreo por sitio y permitir las comparaciones. Dentro 
del muestreo en parcelas, podemos diferenciar el muestreo puntual donde 
se usan parcelas pequeñas y el muestreo amplio donde se usan parcelas más 
grandes.

El muestreo puntual se sugiere cuando se pretende registrar una sola especie 
donde los individuos son relativamente pequeños y están más densamente 
distribuidos, mientras que el muestreo amplio se aplica preferentemente a 
especies que están ampliamente dispersas o cuando se pretende registrar el 
conjunto de especies presentes en los sitios de estudio. El muestreo en parce-
las se recomienda para áreas de estudio homogéneas con especies terrestres 
que se distribuyen ampliamente en sitios con vegetación alta, bajo piedras, 
construyen cuevas subterráneas o son muy crípticas con el ambiente donde 
habitan. Para obtener los mejores resultados en este protocolo de muestreo 
de parcelas, será importante aplicar la técnica de búsqueda más adecuada en 
su interior (por ejemplo, usando rastrillos sobre la hojarasca, palas o cucha-
ras de jardinería para cavar, o barretas para remover piedras). El principal 
inconveniente del muestreo en parcelas es que su diseño, configuración y 
montaje puede llevar mucho tiempo, lo que limita la capacidad de realizar 
relevamientos de muchos sitios distantes en poco tiempo.
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Una modificación de este método se denomina muestreo de parches, en el 
que las parcelas de muestreo son normalmente microhábitats específicos 
(por ejemplo, troncos, arbustos, bromelias). El muestreo de parches se aplica 
cuando se buscan especies que se conoce o supone que están confinadas a 
microhábitats específicos dentro de un hábitat más grande. En estos casos, 
los límites y características del parche deben definirse de forma precisa pre-
viamente.

Un caso particular lo presentan las especies de hábitos de vida estrictamen-
te acuáticos como las ranas acuáticas andinas del género Telmatobius. Para 
estos anfibios que se guarecen en los márgenes de los cursos de agua o bajo 
de piedras en el fondo, la búsqueda activa se realiza “al tacto” en todos los 
posibles refugios.

Para todas las variantes de este método se deben cumplir algunos criterios 
para evitar sesgos en los registros: (i) Los individuos no pueden abandonar 
la parcela o el parche antes de ser registrados; (ii) las parcelas pueden dis-
tribuirse aleatoriamente en el terreno y (iii) todos los parches presentes en 
el sitio de estudio deben ser igualmente localizables. Si se cumplen estos 
criterios y las parcelas y parches se logran distribuir aleatoriamente dentro 
del área de estudio, cada uno podrá representar entonces una muestra inde-
pendiente.

Muestreo en transectas. Este protocolo establece una serie de franjas lineales 
estrechas de ancho y largo preestablecidos (transectas) donde se efectúa el 
registro de individuos mientras se recorren a una velocidad constante. Los 
registros podrán realizarse por detección visual o auditiva (ver técnicas más 
arriba). La disposición de las transectas en el área a relevar puede efectuarse 
al azar o siguiendo un sistema ordenado que establezca una distancia cons-
tante entre transectas, evitando en todos los casos la intersección entre ellas. 
Es recomendable desplegar el sistema de transectas dentro de un solo tipo de 
unidad de paisaje o hábitat, replicando el mismo sistema (cantidad y orien-
tación de las transectas) para cada tipo de hábitat que pretende relevarse. 
Generalmente, se utilizan para registros a través de gradientes ambientales 
o altitudinales, pero también se pueden usar para registrar especies o indi-
viduos en un hábitat homogéneo. Para poder aplicar esta técnica se requiere 
que se cumplan una serie de supuestos: (i) los individuos se distribuyen al 
azar a lo largo de las transectas; (ii) todos los individuos tienen la misma 
probabilidad de ser detectados en la transecta; (iii) cada individuo no se re-
gistrará dos veces dentro de una misma transecta o en las diferentes transec-
tas del mismo sistema. Los muestreos en transectas no son recomendables 
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para registrar especies asociadas a microhábitats específicos (ver muestreo 
de parches en el subtítulo anterior), que no tengan una distribución regu-
lar o no se encuentren ampliamente dispersas. Suele ser frecuente durante 
las recorridas encontrar individuos que resulte difícil establecer si deben in-
cluirse como registro para la transecta. En todos los casos, deben definirse 
previamente los criterios para considerar a cada individuo dentro o fuera de 
la transecta (fundamentalmente cuando se utilizan registros auditivos como 
técnica de detección).

No es recomendable establecer transectas siguiendo la traza de caminos 
o senderos ya que estos nunca son establecidos al azar y la presencia de 
muchas especies pueden estar influenciadas positiva o negativamente por 
su trazado o construcción. En caso de monitoreos, se aconseja marcar las 
transectas de manera permanente con cintas de colores o algún otro tipo de 
marcado que garantice ubicar la transecta en las visitas subsecuentes (meses 
o años). Utilizar varillas y cinta reflectivas pueden ser de gran ayuda para 
ubicar las transectas en la oscuridad.   

En general todos estos métodos proporcionan información sobre la presen-
cia de individuos o especies (pero no su ausencia verdadera) a excepción del 
muestreo en parcelas. Para maximizar la posibilidad de encontrar todas las 
especies presentes en el sitio de estudio, las búsquedas y muestreos deberían 
realizarse durante varios días con diferentes condiciones climáticas e incluso 
durante diferentes estaciones. La repetición de los muestreos en una misma 
área, transecta o cuadrante no deben considerarse necesariamente como mues-
tras independientes y su análisis estadístico requiere evaluar cuidadosamente 
la posibilidad de la pseudoreplicación (ver Sección 2. Diseño de muestreo).

Relevamiento en sitios reproductivos. Este protocolo funciona muy bien 
en ambientes estacionales, donde se dan concentraciones reproductivas aso-
ciadas a ambientes acuáticos relativamente chicos, donde las especies tienen 
un período de actividad acotado a ciertos momentos (siempre y cuando se 
muestree en condiciones optimas, luego de lluvias que disparan la activi-
dad). De esta forma y en estos hábitats acuáticos relativamente pequeños 
(unos pocos metros cuadrados, hasta sitios con unos 300 o 400 m2) es factible 
individualizar todos los animales en actividad reproductiva utilizando los 
métodos descriptos previamente (relevamientos visuales o auditivos). Sin 
embargo, la complejidad ambiental dada por la vegetación (en ambientes 
selváticos por ejemplo) dificulta esto último. Por otro lado, y de acuerdo tam-
bién con la experiencia, el entrenamiento en el reconocimiento tanto visual 
como auditivo en los observadores es clave. En agregaciones reproductivas 
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donde la actividad es explosiva y responde a disparadores climáticos como 
las precipitaciones (como en la ecorregión Chaqueña, por ejemplo) es fre-
cuente encontrar hasta 20 especies vocalizando en simultaneo en un único 
sitio reproductivo relativamente pequeño. De esta forma en ambientes esta-
cionales y con comunidades dominadas por reproducción explosiva es un 
método eficiente para conocer la riqueza de especies y aproximarse a datos 
de abundancia relativa si y solo si se muestrea cuando las condiciones que 
disparan la reproducción son óptimas. Esto último entonces requiere de co-
nocimiento previo sobre la fenología de las especies del sistema a muestrear, 
aunque esta información no siempre está disponible. Además, el método 
también resulta efectivo para monitorear poblaciones de especies puntuales 
a lo largo del tiempo. Asociado con métodos de marcado o reconocimiento 
de ejemplares es factible calcular tamaños poblacionales y fluctuaciones po-
blacionales a lo largo de la estación reproductiva así como entre estaciones 
o años. El seguimiento temporal de poblaciones o comunidades puede ser 
particularmente necesario para estimar abundancias y/u obtener una lista 
completa de especies en sitios donde la reproducción de la/las especie/s es 
prolongada y no está acotada a momentos puntuales (como sí ocurre en co-
munidades dominadas por especies con actividad explosiva).

Técnicas de muestreo pasivo
a) Trampas de caída

Las trampas de caída es una de las metodologías más utilizadas para la cap-
tura de anuros terrestres(8), generalmente asociadas a cercas para aumentar 

Figura 3.3.1. Esquema de una bate-
ría de trampas de caída dispuestas 
en Y. Ilustración: E. Gangenova.
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su efectividad(9). En hábitats de bosque, esta técnica captura el mayor nú-
mero de especies, cuando se la analiza comparativamente con otras técnicas 
(funnel traps, busqueda activa)10.

Las trampas pueden ser construidas a partir de recipientes o baldes plásticos 
de 10, 20 o 100 litros. Sin embargo, se ha demostrado que en la relación costo 
(material y de colocación)-beneficio, los baldes de un tamaño de 20 litros se-
rían los más efectivos para la captura de la mayor cantidad de especies(10). En 
el terrero, las trampas se pueden disponer en forma de Y distanciadas unos 
5 metros, unidas por cercas de media sombra, y sostenidas mediante 3 o 4 
varillas de hierro (de 6 mm) colocadas equidistantes (Figura 3.3.1). La insta-
lación en sustratos blandos puede realizarse en cualquier momento del año, 
sin embargo, en suelos pedregosos (por ej. en la provincia de Misiones) es 
conveniente realizarla después de las lluvias. En ambientes de bosque, estas 
trampas pueden ser de captura viva sin mucho esfuerzo extra. El dosel del 
bosque mantiene la humedad y sombra necesaria para que los individuos 
no estén expuestos a la desecación. En ambientes abiertos de sabanas o pas-
tizales, la radiación solar hace indispensable la colocación de esponjas en el 
fondo de los baldes para dar refugio y humedad, evitando la desecación de 
los individuos atrapados. De igual forma, en ecosistemas lluviosos se puede 
perforar la base y paredes del balde, esto permitirá que el agua de lluvia 
filtre hacia el sustrato circundante y no inunde el recipiente (Figura 3.3.2).

La cercanía a cuerpos de agua es otro factor a tomar en cuenta con esta técni-
ca. Si las trampas son colocadas muy próximas a cuerpos de agua dos situa-
ciones podrían ocurrir; que las trampas se inunden perdiendo funcionalidad 
y amenazando la supervivencia de las especies capturadas por ahogamiento; 
por otro lado, si los recipientes no están perforados los mismos son expul-
sados hacia arriba por la presión ejercida por la ascensión del agua, dejando 
inoperante la trampa.     

Durante su activación todas las baterías de trampas deben ser revisadas 
diariamente. En ambientes de alta irradiación, esta actividad es preferen-
temente realizada en la mañana para evitar la desecación de los individuos 
capturados y la muerte por excesiva temperatura. Durante la revisión, to-
dos los individuos colectados son identificados, marcados y luego liberados. 
Distintas variables pueden registrarse a partir de los individuos colectados 
(determinación de sexo, medidas morfométricas, peso o toma de muestras 
de tejido). Es importante inactivar las trampas cerrándolas con las tapas co-
rrespondientes una vez finalizado el muestreo. Si el objetivo es realizar un 
análisis poblacional o de diversidad, cada individuo capturado puede ser 
marcado, con el fin de evitar ser recontados y estimar así una abundancia po-
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blacional de manera confiable(11). El marcado puede ser a través de la técnica 
de corte de falange o del marcado con elastómeros, por ejemplo (ver Sección 
4.1. Marcado de individuos).

El tiempo de muestreo, la periodicidad del mismo, y tiempo de activación de 
las trampas dependerán de la pregunta que se quiera responder a través de 
esta metodología.

Figura 3.3.2. Trampas de caída dis-
puestas en ambientes de pastizal 
(arriba) y bosque nativo (abajo). Fo-
tos: E. Gangenova.
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b) Cubiertas y refugios artificiales 

El uso de cubiertas y refugios artificiales como método de monitoreo pasivo es 
poco recomendable para estudios de diversidad de anfibios debido a su alta 
selectividad, pero podría ser efectivo para el monitoreo de ciertos grupos de 
anuros según el tipo de ecorregión o ambientes donde vayan a ser utilizados.   
Dado que en general proporcionan un microclima mas estable y pueden re-
presentar un entorno más seguro para la protección contra los depredadores, 
no deben utilizarse para  comparaciones con otras áreas relevadas o monito-
readas sin cubiertas o refugios.

El sistema más común de cubiertas artificiales es la colocación de líneas o 
cuadrículas de cubiertas rectangulares o cuadradas de madera contrachapa-
da. Este material cuenta con la ventaja de retener la humedad por lo cual es 
utilizado por la herpetofauna como refugio. Tanto el tamaño como el núme-
ro de cubiertas a desplegar en los sitios de muestreo dependerá del ambiente 
y del objetivo del estudio. 

Una vez colocadas las cubiertas artificiales, estas deberán ser revisadas de 
manera periódica al igual que las trampas de caída (ver subtítulo anterior). 
Este tipo de cubiertas artificiales es efectiva para la detección de anuros de 
hábitos terrestres, siendo menos efectiva para especies de hábitos arboríco-
las o fosoriales. 

Existen alternativas de materiales y modelos de cubiertas artificiales. Una 
opción para especies terrestres, rupícolas o de hábitos de vida crípticos son 
los ladrillos cerámicos huecos para la construcción (Figura 3.3.3a). Pero este 
método resultó poco efectivo para el relevamientos de herpetofauna en las 
Selvas de las Yungas en el noroeste de Argentina (M. S. Akmentins obs. 
pers.), por lo que aún debe comprobarse su efectividad en otras ecorregiones 
y ensambles de especies. 

Para especies de ranas trepadoras como las de la familia Hylidae, una opción 
efectiva son los refugios hechos con tubos de PVC o cañas de bambú (Figura 
3.3.3b). Existen distintos modelos y diseños de disposición en campo de este 
tipo de cubiertas, que se encuentran resumidos en Glorioso & Waddle(12). Los 
tubos de PVC pueden construirse de diferentes formas (e.g., en forma de T) 
y longitudes (e.g., 60 cm  o 30 cm). Pueden estar tapados en la parte inferior, 
en la parte superior o sin tapa lo que les permite retener agua en el interior o 
no. Todas estas variaciones muestran diferencias en la eficacia de captura y 
el tamaño de los ejemplares según las especies(13-15).

Este tipo de refugio demostró no ser efectivo para anuros del Bosque Mon-
tano de las Selvas de las Yungas (M. S. Akmentins, obs. pers.), pero no se 
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descarta su efectividad en otros ensambles de especies con predominancia 
de ranas trepadoras.

Otra cuestión a considerar es que las cubiertas y refugios artificiales pueden 
funcionar como refugio de animales que representan un riesgo para la inte-
gridad física o la salud del observador, animales ponzoñosos como arañas, 
alacranes y ofidios o vectores de enfermedades como los ratones. Por esta 
razón se recomienda tener en consideración los posibles riesgos a la hora de 
la colocación y al revisar las líneas de cubiertas artificiales.

Figura 3.3.3. Tipos de refugios arti-
ficiales para monitoreo pasivo des-
plegados en el Bosque Montano de 
las Selvas de las Yungas en Jujuy, Ar-
gentina a.  Ladrillos cerámicos hue-
cos; b. Tubos de PVC.  Fotos: M. S. 
Akmentins.

a

b
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Variables asociadas
Dependiendo del objetivo de investigación, es importante registrar variables 
asociadas. En cada sitio y en cada muestreo es importante registrar, aun de 
manera sencilla, las variables ambientales diarias (temperatura del aire, hu-
medad relativa, precipitación diaria (con un pluviómetro en cada sitio, por 
ejemplo). Asimismo, en cada sitio de muestreo, es posible evaluar la cober-
tura vegetal, profundidad de hojarasca o altura del pastizal, y en ambien-
tes boscosos también puede considerarse la cobertura del dosel en el sitio a 
través de aplicaciones celulares y de manera sencilla (por ej. Canopeo app. 
http://canopeoapp.com/).

Bibliografía
1. Heyer, W.R.; Donnelly, M.A. ; McDiarmid, R.W.; Hayek, L.C. & Foster, M.S. 1994. 

Measuring and Monitoring Biological Diversity: Standard Methods for Amphibians. 
Smithsonian Institution Press, Washington, DC.

2. Lips, K.R.; Reaser, J.K. & Young, B.E. 1999. El Monitoreo de Anfibios en América Latina. 
Society for the Study of Amphibians and Reptiles Herpetological Circular 30: 1-115.

3. Madalozzo, B.; Santos, T.G.; Santos, M.B.; Both, C. & Cechin, S. 2017. Biodiversity 
assessment: selecting sampling techniques to access anuran diversity in grassland 
ecosystems. Wildlife Research 44: 78-91.

4. Parris, K.M.; Norton, T.W. & Cunningham, R.B. 1999. A comparison of techniques for sampling 
amphibians in the forests of south-east Queensland, Australia. Herpetologica 33: 271-283.

5. Sutherland, W.J. 2006. Ecological Census Techniques. A Handbook. 2nd. Edition. 
Cambridge University Press, Cambridge.

6. Angulo, A.; Rueda-Almonacid, J.V.; Rodríguez-Mahecha, J.V. & La Marca, E. 2006. 
Técnicas de Inventario y Monitoreo para los Anfibios de la Región Tropical Andina. 
Conservación Internacional. Serie Manuales de Campo Nº 2. Panamericana Formas e 
Impresos S.A., Bogotá.

7. Dodd Jr., C.K. (ed.). 2010. Amphibian Ecology and Conservation: A Handbook of 
Techniques. Oxford University Press, UK.

8. Thompson, G.G.; Withers, P.C.; Pianka, E.R. & Thompson, S.A. 2003. Assessing 
biodiversity with species accumulation curves; inventories of small reptiles by pit-
trapping in Western Australia. Austral Ecology 28: 361-383.

9. Rice, C.G.; Jorgensen, E.E. & Demarais, S. 1994. A comparison of herpetofauna detection 
and capture techniques in southern New México. Texas Journal of Agriculture and Natural 
Resources 7: 107-114.

10. Ribeiro-Júnior, M.A.; Gardner, T.A. & Ávila-Pires, T.C.S. 2008. Evaluating the effectiveness 
of herpetofaunal sampling techniques across a gradient of habitat change in a tropical 
forest landscape. Journal of Herpetology 42: 733-749.

11. Donnelly, M.A.; Guyer, C.; Juterbock, J.E. & Alford, R.A. 1994. Techniques for marking 
amphibians: 277-284. En: Heyer, W.R.; Donnelly, M.A.; McDiarmid, R.W.; Hayek, L.- A.C. 
& Foster, M.S. (eds.), Measuring and Monitoring Biological Diversity: Standard Methods 
for Amphibians.  Smithsonian Institution Press, Washington and London.

12. Glorioso, B. M & Waddle, J. H. 2014. A review of pipe and bamboo artificial refugia as 
sampling tools in anuran studies. Herpetological Conservation and Biology 9: 609-625.

13. Bartareau, T.M. 2004. PVC pipe diameter influences the species and sizes of treefrogs 
captured in a Florida coastal oak scrub community. Herpetological Review 35: 150-152.

14. Boughton, R.G.; Staiger, J. & Franz, R. 2000. Use of PVC pipe refugia as a sampling 
technique for hylid treefrogs. American Midland Naturalist 144: 168-177.

15. Moulton, C.A.; Fleming, W.J.; & Nerney, B.R. 1996. The use of PVC pipes to capture hylid 
treefrogs. Herpetological Review 27: 186-187.



Relevamiento de la diversidad 3

3.4 MONITOREO ACUSTICO PASIVO (MAP)

Martín Boullhesen1, 2 & Mauricio S. Akmentins1

1 Instituto de Ecorregiones Andinas (INECOA), CONICET – Universidad Nacional de Jujuy, CCT 

Salta-Jujuy, San Salvador de Jujuy, Argentina.

2 Instituto de Investigaciones de Biodiversidad Argentina (PIDBA), Facultad de Ciencias Naturales e 

Instituto Miguel Lillo, Tucumán, Argentina.

´



3. Relevamiento de la diversidad de anuros 73

Los recientes avances en la tecnología de grabadores digitales automatiza-
dos (GDA), han permitido que el Monitoreo Acústico Pasivo (MAP) gane 
relevancia como metodología empleada en estudios a corto y largo plazo 
en ecosistemas terrestres. Sin embargo, continúa existiendo un sesgo en el 
uso de esta tecnología hacia el Hemisferio Norte(1). El relevamiento de la ri-
queza de especies de anfibios anuros mediante MAP ha mostrado ser igual 
o más eficiente que otros métodos estandarizados(2,3,4), pudiendo realizar 
relevamientos simultáneos en múltiples localidades, cubriendo así grandes 
extensiones geográficas(5). El uso de MAP puede brindar valiosa información 
acerca de los patrones temporales de la reproducción en distintos grupos de 
anuros, desde la fenología acústica diaria y estacional de una sola especie 
hasta los patrones reproductivos de un ensamble de especies(6-10). Además, 
puede ser implementado para evaluar distintas respuestas de las especies de 
anuros a las condiciones climáticas donde habitan(11), lo cual ha cobrado gran 
relevancia para el estudio de los posibles efectos de la crisis climática global 
sobre las comunidades acústicas(12).

Quizás uno de los usos más relevantes del MAP es en programas de búsque-
da y monitoreo de especies de anuros amenazadas y/o con hábitos de vida 
crípticos(13-15). El cual se vuelve mucho más efectivo mediante la incorpora-
ción de software de reconocimiento automatizado de cantos(16-20).

Una cuestión para tener en cuenta es la enorme cantidad de datos que gene-
ran los GDAs, lo cual debe considerarse a la hora del diseño experimental, 
debido a que se debe contar con la suficiente capacidad de almacenamiento 
y de procesamiento de datos, más si esto último se realiza de forma manual.

 

Programación/Horarios de los Grabadores Digitales Automatizados 

Según Shirose y colaboradores(21) la mayoría de las especies de anuros se 
detectan durante los primeros 3 minutos de grabación. Esta pauta ha sido 
empleada posteriormente en estudios de ambientes terrestres utilizando 
grabadores digitales automatizados o GDAs(22-24). Otros estudios emplearon 
tiempos de grabaciones más extensos (5 a 15 minutos) donde aumentaron la 
probabilidad de detección de especies de anuros(13,18,25). En el caso de moni-
toreos de comunidades de anuros o para la detección de especies que voca-
lizan esporádicamente se puede emplear una programación de 3 minutos 
por hora, ya sea continuos o bien 1 minuto cada 19 minutos, obteniendo un 
total de 72 minutos/día. En caso de monitoreos a largo plazo o para rele-
var especies que son vocalmente muy activas, con cantos cortos y/o corto 
periodo de intercanto, se puede utilizar programas más cortos de 1 minuto 
por hora durante las 24 hs del día(6-9), a fin de optimizar la probabilidad de 



3. Relevamiento de la diversidad de anuros 74

detección de las especies objetivo, el consumo de baterías y la capacidad de 
almacenamiento. 

Tasa de Muestreo (Sampling Rate) y Almacenamiento

La tasa de muestreo o sampling rate es la cantidad de muestras que registra el 
conversor análogo-digital (grabador) de una señal de sonido en un período de 
tiempo. La tasa de muestreo se mide en Hertz (Hz) y debe ser al menos el doble 
de la frecuencia fundamental del sonido que se va a registrar, esto se conoce 
como Frecuencia de Nyquist(26). Es muy importante conocer el sistema de estu-
dio donde se va a grabar (por ejemplo: frecuencia de cantos de las especies de 
anuros) para evitar sonidos fantasmas o Aliasing(26). Dado que las frecuencias 
dominantes del canto de anuncio de las especies de anuros registradas en Ar-
gentina se encuentran por debajo de los 6000 Hz(27), con una tasa de muestreo 
de hasta 16000 Hz se garantiza cubrir el rango de frecuencias de las especies a 
registrar en un ensamble de especies en caso de un monitoreo de diversidad. 
Por ejemplo, si Rhinella arenarum canta con una frecuencia dominante de 1250 
Hz(28), la tasa de muestreo debe ser de al menos 4000 Hz con el fin de abarcar 
la estructura completa de canto de la especie y evitar sonidos fantasmas. A 
tener en cuenta que, cuanto mayor sea la tasa de muestreo que se elija, mayor 
será la diversidad de sonidos ambientales que registrará la grabación. Pero a 
su vez, los archivos de sonido serán más pesados, ocupando un mayor espacio 
en la tarjeta de memoria. Los formatos de almacenamiento vienen incluidos en 
los GDAs y por lo general son: .WAC .WAV y .mp3 son los más frecuentes. Es 
preferible grabar en formato descomprimido (.WAV) con el fin de obtener así 
una mejor calidad de sonido(29). La desventaja de este formato descomprimido 
es que los archivos de audio son mas pesados.

Cuantización

Es la digitalización de las señales de sonido en el conversor análogo-digital 
(grabador)(26). La señal está codificada en bits. Cuantos más bits sean em-
pleados para la codificación de la señal mejor calidad de sonido se obtendrá. 
Aconsejamos grabar en 24 bits. Tener en cuenta que, cuanta más resolución 
se desee obtener, más pesados serán los archivos de sonido generados.

Filtros

Las grabaciones se pueden filtrar con el objetivo de eliminar sonidos no de-
seados. Muchos sistemas de grabación automáticos tienen incluidas opcio-
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nes de filtrado. Se las pueden encontrar como: high band pass filter= filtra 
sonidos por debajo de los 200 Hz o 1000 Hz; low band pass filter= filtra 
sonidos por encima de los 10000 Hz. Además, los distintos programas que 
se utilizan para analizar las grabaciones tienen herramientas de filtrado (ver 
apartado Programas).

Ganancia de Decibeles

Los decibeles (dB) son la unidad de medida de la amplitud de una señal de 
sonido. El investigador/a puede optar por amplificar las señales de sonido 
que registra el grabador, para aumentar la proporción señal ruido. Esto se 
puede hacer mediante la herramienta dB gain (ver en las opciones de confi-
guración de cada una de las unidades de grabación). 

Micrófonos

El tipo de micrófono y cantidad de micrófonos incorporado al GDA depen-
derá del modelo y del objetivo del estudio. Se puede optar por micrófonos 
direccionales del tipo supercardioide en caso de necesitar obtener grabacio-
nes de alta calidad o utilizar micrófonos multidireccionales que permiten 
obtener mayor diversidad de fuentes de sonido con una menor resolución.

Cuando dos micrófonos están disponibles en el sistema de grabación (pue-
den ser incorporados al GDA o externos) las grabaciones se pueden realizar 
en formato estéreo. Para el relevamiento de la diversidad de anuros, reco-
mendamos el formato MONO, considerando orientar el micrófono hacia 
donde se encuentre el sitio reproductivo de las especies objetivo. Tener en 
cuenta que el formato estéreo duplica el tamaño del archivo de sonido. 

Diseño Espacial

La instalación de los grabadores digitales automatizados estará supeditado 
al objetivo del estudio. Sin embargo, es muy importante tener en cuenta al-
gunos detalles antes de instalarlos. Hay que tener en cuenta el alcance efecti-
vo de los micrófonos conectados o incluidos en el sistema, ya que en función 
de las características de los micrófonos se colocarán a la altura y distancia 
que maximicen la efectividad del registro sonoro. Otra variable a considerar 
es el tipo de ambiente y las especies objetivo. Se pueden colocar en grillas 
equidistantes (separadas entre sí por al menos la distancia efectiva de graba-
ción de cada GDA), de manera aleatoria, o bien a lo largo de una transecta. 
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Los grabadores se pueden dejar instalados de manera permanente(5) o bien, 
cambiarlos de lugar a intervalos regulares de tiempo. Esto dependerá del 
objetivo del estudio, la duración de las baterías y la capacidad de almacena-
miento de los GDAs utilizados. La mínima distancia entre grabadores debe 
ser de 250 m. Teniendo en cuenta que las señales de la mayoría de los anuros 
decaen a partir de los 250 m en un rango de entre 1 y 5 kHz(30).

En caso de querer cubrir completamente la fenología vocalización de una 
especie o un ensamble de especies, es aconsejable dejar al menos un GDA fijo 
que cubra los 365 días del año. En caso de conocer las fechas aproximadas 
de inicio y fin de la temporada de actividad de los anfibios de una región (en 
particular en las regiones donde la época de lluvias está acotada a una época 
específica del año), se puede optar por comenzar las grabaciones con un mes 
de antelación y extenderlas hasta un mes después de la finalización a fin de 
asegurar obtener un registro completo de la actividad de vocalización de o 
las especies objetivo. Sugerimos que, con el fin de obtener un mínimo de in-
formación para un estudio de patrones de vocalización específico de anuros 
dejar instalados los GDAs durante al menos 30 días por sitio.

Datos asociados

Por ser animales ectotermos, la temperatura es uno de los parámetros am-
bientales que más influye en la fisiología y el comportamiento de los an-
fibios(31). Debido a que la mayoría de las especies vocalizan en un amplio 
rango de temperaturas, las características del canto pueden variar entre 
individuos(32). Los caracteres temporales de las vocalizaciones, como ser la 
duración o la tasa de canto (número de cantos emitidos en un período de 
tiempo determinado), son los más afectados por la temperatura ambiente(33). 
Es por ello que todo registro bioacústico debe estar complementado por el 
dato asociado de la temperatura del aire en caso de especies terrestres y/o 
arborícolas y de la temperatura del agua en caso de especies que vocalicen 
parcial o totalmente sumergidas(34).

En caso de construir el GDA es aconsejable agregar un registrador automati-
zado (data logger) de la temperatura ambiente y en caso de adquirir modelos 
comerciales hay que tener en cuenta que algunos incluyen el registro asociado 
de temperatura ambiente a cada grabación (ver apartado Grabadores Digita-
les Automatizados). El registro de las variables asociadas debe ser a los mis-
mos de tiempo al cual se haya programado el GDA para realizar los registros 
bioacústicos (Figura 3.4.1). 
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Dependiendo del tipo de estudio, se pueden registrar otros datos asociados 
de extrema utilidad a la hora del análisis de los registros bioacústicos obte-
nidos. Tales como el porcentaje de humedad relativa ambiente (RH%), ya 
que la mayoría de los registradores automáticos de variables ambientales 
incluyen las variables de temperatura y RH%. Los anuros que componen un 
ensamble acústico, responden de manera diferencial a las variables climáti-
cas(35,36). Por lo tanto, es aconsejable registrar todos los datos asociados que se 
puedan a la grabación. Entre los datos se incluyen: precipitación acumula-
da, presión barométrica, intensidad de luz (fotoperiodo - luz), velocidad del 
viento, entre otros.

En caso de no contar con un pluviómetro manual o automatizado para regis-
trar la precipitación acumulada, una forma alternativa de detectar precipita-
ciones es desde las mismas grabaciones por el sonido de las gotas golpeando 
la cubierta del GDA o el micrófono. Cabe destacar que sólo la lluvia de mo-
derada a fuerte puede ser detectada por este método(7). La detección de lluvia 
puede hacerse en forma manual (registrando la presencia/ausencia de lluvia 
en las grabaciones) en caso de sets de datos bioacústicos acotados o bien 
utilizar herramientas informáticas de reconocimiento automatizado para el 
preprocesamiento de datos como el paquete hardRain del entorno R(37,38).

Figura 3.4.1. Descarga de datos 
de un registrador automatizado 
HOBO® MX2301 de temperatura y 
humedad ambiente acoplado a un 
grabador Wildlife Acoustics© Song 
Meter SM4 durante un estudio de 
los paisajes sonoros del Parque Na-
cional Calilegua. Foto: M. Boullhe-
sen.
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Protección de los GDAs y micrófonos

Debido a que los GDAs son instalados a la intemperie por largos periodos 
de tiempo, es necesario tomar recaudos para su protección y así garantizar 
su correcto funcionamiento. Los factores ambientales que pueden afectar a 
los GDAs y a los micrófonos pueden ser abióticos o bióticos y el nivel de 
amenaza dependerá del tipo de ambiente en donde equipos son colocados.

El factor ambiental abiótico que afecta en mayor medida a los equipos elec-
trónicos es la humedad, tanto la humedad relativa ambiente como las pre-
cipitaciones (Figura 3.4.2). El otro factor abiótico a considerar es la tempe-
ratura ambiente y en lo particular las temperaturas elevadas producto de la 
insolación directa. La forma más sencilla de proteger a los GDAs es colocar-
les por encima una superficie que haga de cubierta para evitar que los equi-
pos se percudan por el efecto de la insolación o la lluvia. En caso de contar 
con un GDA con micrófono externo unido por un cable, se puede colocar la 
unidad dentro de un compartimiento estanco, lo que también los protege 
de la humedad ambiental. En el caso de los micrófonos externos, siempre 
conviene protegerlos de la lluvia directa con algún tipo de cobertura, lo que 
secundariamente permite detectar la caída de lluvia en las grabaciones.

El principal factor biótico para tener en cuenta a la hora de instalar un GDA, 
sobre todo si es por largos periodos de tiempo, son los artrópodos. Las hor-

Figura 3.4.2. Grabador AudioMoth 
v1.1.0 utilizado para el monitoreo 
de Ceratophrys ornata en una charca 
temporaria, colocado dentro de una 
bolsa plástica hermética para prote-
gerlo de la humedad.  Foto: G. Agos-
tini, proyecto Gigante de las Pampas 
(Facebook e Instagram: @gigantede-
laspampas)
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migas y/o termitas pueden destruir los cierres herméticos de goma que man-
tienen estancos a los GDAs. Para evitar esto, se recomienda instalar el GDA 
sobre una superficie por la cual no puedan trepar o realizar inspecciones 
frecuentes de los equipos a fin de detectar posibles daños. Aunque menos 
frecuente, los GDAs pueden ser dañados por aves o por mamíferos, esto 
ocurre principalmente en los micrófonos y en los cables. Las coberturas pue-
den protegen a las pantallas de viento de los micrófonos de la destrucción 
causada por animales (Figura 3.4.3).

Debido a que los GDAs se despliegan durante largos periodos de tiempo, 
el continuo hecho de abrirlos para la descarga de datos o el reemplazo de 
baterías hace que el sistema para mantener su interior estanco falle e ingrese 
humedad. Se debe evitar introducir en la unidad materiales hidrófilos como 
silicagel, si bien son útiles para mantener secos los sistemas electrónicos en 
condiciones de almacenamiento, estos pueden generar la entrada de una ma-
yor cantidad de humedad en condiciones de campo. 

Grabadores Digitales Automatizados

Existen instructivos disponibles sobre los componentes necesarios e ins-
trucciones de cómo construir un GDA (39-41, https://www.instructables.com/

Figura 3.4.3. Protección contra los 
factores ambientales abióticos y 
bióticos de un grabador Wildlife 
Acoustics© Song Meter SM2 utiliza-
do para la búsqueda acústica pasiva 
de Gastrotheca christiani. Foto: M. 
Boullhesen.
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ARUPi-A-Low-Cost-Automated-Recording-Unit-for-Soun/). Por otra parte, 
en los últimos años se han desarrollado una serie de GDAs comerciales de 
costos y características variables. En la Tabla 3.4.1 se presenta una lista de 
grabadores disponibles con sus características.

Programas

Con las grabaciones obtenidas es necesario utilizar un programa para poder 
escucharlas y para la visualización de los caracteres temporales y espectra-
les. Estos programas a su vez son necesarios para el análisis y toma de datos 
de los registros bioacústicos. La elección del programa dependerá del obje-
tivo del estudio. A continuación se detallan una lista de los programas más 
utilizados:

Adobe Audition / Cool Edit Pro: Este programa se recomienda si se instaló un 
grabador automatizado para realizar un monitoreo a largo plazo y sólo se 
busca detectar la presencia/ausencia de determinada especie mediante sus 
cantos. Permite un manejo de una gran cantidad de archivos de sonido, vi-
sualizando rápidamente los espectrogramas y oscilogramas. A su vez, per-
mite obtener fácilmente los datos de los parámetros temporales y espectrales 
de los sonidos registrados 

Link: https://www.adobe.com/la/products/audition/free-trial-download.html

Nota: Programa pago con suscripción.

Raven Pro: Es un programa especialmente desarrollado para la descripción 
de cantos (sonido). Permite realizar mediciones precisas de los parámetros 
espectrales y temporales de los sonidos de interés. Sin embargo, también 
puede ser utilizado en grabaciones obtenidas a través del MAP. Algunas 
consideraciones para el uso del Raven en el MAP: que la proporción señal 
ruido del canto sea buena (mayor o igual al 30%), esto será determinante 
para los análisis de los caracteres espectrales. Las grabaciones tienen que ser 
lo más limpias posibles, sin ruido de fondo y cuando la especie esté vocali-
zando sola (en lo posible). Incluye una herramienta de detección automática 
de patrones de sonidos y herramientas de filtrado de sonidos no deseados 
(por ejemplo: ruido de fondo).

Link: https://ravensoundsoftware.com

Nota: Raven Pro Versión 1.6 actualmente se encuentra sin cargo para Argentina.
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SongScope: Recomendado para analizar grabaciones en MAP prolongados. 
Permite una visualización rápida de los espectrogramas y es recomendado 
para el monitoreo de especies (presencia/ausencia de cantos).

Link: https://wildlifeacoustics.com

Nota: Este programa es sin cargo.

Kaleidoscope: Es un programa empleado para la detección automática de pa-
trones de sonidos específicos. Recomendado para un MAP prolongado.  En 
el Kaleidoscope se pueden analizar miles de grabaciones de una manera rá-
pida, precisa y eficiente. Sus herramientas de “clusters” y “classifiers” permi-
ten al usuario agrupar cantos de especies según sus parámetros espectrales. 
Asimismo, el programa permite agrupar distintas vocalizaciones de una sola 
especie utilizando algoritmos de machine learning.

Recomendamos su uso para la detección automática de cantos en programas 
de monitoreo a largo plazo. No es recomendable clasificar distintas vocali-
zaciones de especies (distintos sonidos de interés) a la vez. Tampoco es reco-
mendable para emplear el programa en grabaciones con muchas vocaliza-
ciones simultáneas, o con mucho ruido de fondo, como suelen ser los coros 
explosivos de anuros.

Link: https://wildlifeacoustics.com

Nota: Este programa tiene un costo de suscripción anual.

Avisoft: Recomendado para analizar grabaciones en MAP prolongados y 
para el análisis de parámetros espectrales y temporales de sonidos. Este pro-
grama le proporcionará al investigador/a una gran cantidad de herramien-
tas para la detección de cantos, análisis de caracteres espectrales y monitoreo 
rápido de señales acústicas. 

Link: https://avisoft.com/

Nota: Este programa tiene un costo de suscripción anual.

ARBIMON: Es una plataforma web desarrollada para analizar miles de gra-
baciones de manera intuitiva y rápida. Es recomendada para un MAP pro-
longado. Facilita el análisis de una gran cantidad de grabaciones, empleando 
algoritmos de machine learning. El usuario puede entrenar sonidos (regio-
nes de interés en el espectro) de especies particulares y luego buscarlos au-
tomáticamente en todo un set de datos. El flujo de trabajo consiste en cuatro 



3. Relevamiento de la diversidad de anuros 84

pasos: 1) visualización, 2) validación de especies, 3) generación de modelos, 
y 4) aplicación de modelos (clasificación).

Link: https://www.sieve-analytics.com/arbimon

Nota: Este programa tiene un costo de suscripción anual.

Entorno R: El entorno de programación R, ofrece una serie de paquetes muy 
útiles para el análisis de sonidos y la detección automatizada de unidades de 
interés. Puede ser empleado en un MAP. Los paquetes en el entorno R no son 
recomendables para el reconocimiento automatizado de sonidos. Usualmen-
te, se los emplea para el análisis de grabaciones individuales y generación de 
figuras (espectrogramas, poder espectral, ondas de sonido) utilizados en las 
publicaciones y presentaciones. Entre los más usados se pueden encontrar: 
seewave(41), monitoR(43), tuneR(44), warbleR(45) y Rraven(46). 

Link: https://cran.r-project.org/

Nota: Esta plataforma no tiene costo de suscripción.

Koe: Es una plataforma virtual donde los usuarios pueden analizar las graba-
ciones. Recomendada para MAPs.  Esta plataforma permite la visualización, 
segmentación, filtrado y exportado de unidades acústicas, y análisis de pará-
metros espectrales (sintaxis). Está enfocado para analizar las vocalizaciones 
de animales. 

Link: https://koe.io.ac.nz/

Nota: Es un programa gratuito.
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Muchos estudios de laboratorio y de campo requieren técnicas efectivas 
para la identificación de larvas y anfibios postmetamórficos en el tiempo y 
el espacio, que permitan diferenciar entre individuos o grupos para estimar 
parámetros individuales y demográficos tales como: tasas de crecimiento y 
mortalidad, fecundidad, dinámica de la dispersión y movilidad, tamaño de 
la población, uso del hábitat, efectos de la alteración del hábitat. 

Si bien no existen técnicas que satisfagan completamente las condiciones 
ideales, siempre resultará deseable que la aplicación de la técnica cumpla en 
todo lo posible con: 

• someter a los ejemplares al menor dolor y estrés posible, 

• que sea relativamente fácil de aplicar, 

• que sea económica (si se propone para identificar gran número de ejem-
plares), 

• que no aumente la mortalidad y/o reduzca el crecimiento o la reproduc-
ción, 

• que no tenga efecto sobre el comportamiento de los individuos marcados 
(o de otros animales hacia los ejemplares marcados),

• que no afecte la probabilidad de captura futura en comparación con 
ejemplares que no han sido marcados. 

Muchas técnicas estadísticas para la estimación de tamaños poblacionales 
y parámetros demográficos se sustentan en una serie de supuestos que de-
ben considerarse al elegir el tipo de marca: (a) la marca no se pierde, cam-
bia o desaparece durante el tiempo del estudio; (b) no existe posibilidad de 
identificación errónea de las marcas; y (c) los procedimientos de marcado 
no alteran las probabilidades de supervivencia o recaptura del individuo 
marcado(1). 

Además de las condiciones referidas al bienestar animal, evitar el doble 
muestreo y el cumplimiento de supuestos, minimizar el error de registro 
humano es una condición esperable de todas las técnicas de identificación y 
marcado. Por ello, la elección de la técnica más adecuada implica equilibrar 
el posible efecto negativo del procedimiento de marcado, el costo, la eficien-
cia en el tiempo que insume el procedimiento, la duración de la marca y el 
valor del dato que se obtendrá con el estudio. La aplicación de marcas que 
puedan perdurar a lo largo de las etapas ontogenéticas del complejo ciclos 
de vida de muchos anfibios resulta un gran desafío, ya que las transforma-
ciones físicas inducidas por la metamorfosis y el crecimiento generalmente 
conllevan a la pérdida o distorsión de la marca.
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Existen numerosas técnicas para la identificación y marcado individual de 
anfibios con sus variantes y ajustes asociados con el tipo de estudio a desa-
rrollar. En líneas generales pueden agruparse de la siguiente manera: 

• Técnicas de identificación por manchas y patrones de la piel

• Técnicas de identificación por creación o colocación de marcas

4.1.1 Técnicas de identificación por manchas y 
patrones de la piel

Esta técnica no invasiva de identificación utiliza variaciones en los patrones 
de coloración y/o manchas de la piel para distinguir a los individuos de una 
población(2,3). Si bien la especie o población elegida para el estudio puede 
presentar un patrón de color o manchas perceptibles, para que la técnica 
de identificación sea aceptable y no reduzca su precisión, es recomendable 
confirmar previamente que el patrón es conservado (dentro de un mismo 
individuo) y que al mismo tiempo las variaciones inter-individuales son lo 
suficientemente grandes como para reconocer esos ejemplares. Ha resultado 
confiable en estudios a corto plazo (semanas o unos pocos meses) dado que 
los patrones de manchas y la coloración de un individuo pueden cambiar 
con el tiempo(4). Por ello, se sugiere realizar estudios piloto para asegurar que 
todos los individuos del estudio tienen patrones únicos y que estos patrones 
son permanentes a través del tiempo(5). 

En algunas especies el patrón de coloración varía a lo largo de la ontogenia 
o se modifica en respuesta a condiciones ambientales. En el caso de algunas 
especies de Boana del grupo pulchella, por ejemplo, un mismo individuo cam-
bia por completo su patrón de coloración en cuestión de horas (en función 
del sustrato y la luz). Sin embargo, el patrón presente en los muslos de estos 
mismos ejemplares es invariable y se mantiene a lo largo de la ontogenia (J. 
Lescano, com. personal).

El registro de patrones o manchas puede realizarse a través de dibujos, es-
quemas o fotografías. Actualmente, las cámaras fotográficas con alta resolu-
ción, zoom óptico y gran capacidad de ampliación permiten que los ejempla-
res sean fotografiados directamente en su entorno natural, sin la necesidad 
de capturarlos y alterarlos. Sin embargo, si los patrones o manchas se ubican 
en porciones del cuerpo que suelen estar ocultas en la posición natural del 
individuo (región gular y ventral, cara oculta de los fémures) resulta indis-
pensable capturar y mantener inmóvil al ejemplar para el registro de su pa-
trón individual. 
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El registro a través de dibujos o esquemas implica una serie de considera-
ciones que deben ser evaluadas. En primer lugar, el registro de cada varia-
ción del patrón puede consumir bastante tiempo si el patrón es complejo de 
replicar en un esquema requiriendo que los individuos sean manipulados 
o retenidos por mucho tiempo. En estos casos es recomendable contar con 
una plantilla previa que permita hacer el registro rápido y organizar luego la 
base de datos de los dibujos obtenidos. En segundo lugar, la organización de 
los registros obtenidos requiere un procedimiento que ayude a realizar una 
búsqueda rápida de los esquemas o dibujos ya registrados para confirmar la 
recaptura de un individuo. Por lo tanto, el uso de esquemas o dibujos puede 
resultar más adecuado cuando se aplica a patrones simples como puntos, ba-
rras o manchas con formas simples de representar y que pueden ordenarse 
según su cantidad o su posición en el cuerpo para facilitar la consulta. Puede 
resultar una técnica recomendable cuando el estudio implica pocos ejempla-
res o están confinados a clausuras experimentales que no requiera volver a 
capturar el individuo para su identificación. 

El registro fotográfico puede ayudar a reducir los tiempos de registro y mini-
mizar la manipulación de los individuos además de facilitar la organización 
de la base de datos, almacenando las imágenes digitales en carpetas o permi-
tiendo realizar copias impresas de las fotografías obtenidas para utilizarlas 
en campo. Ambas técnicas de identificación (dibujos o fotografías) pueden 
requerir mucho tiempo para la identificación y la sucesiva confirmación de 
recaptura de cada individuo cuando el estudio involucra un número consi-
derable de individuos y durante varios censos a lo largo del tiempo(5,6). Si el 
estudio requiere la identificación individual de ejemplares de una población 
relativamente pequeña o se trata de un estudio que implica reconocer in-
dividuos dentro de grupos confinados (clausuras experimentales), entonces 
puede ser recomendable utilizar estos métodos de reconocimiento para re-
ducir las tasas de muestreo doble o garantizar el seguimiento preciso de cada 
individuo.

Los pasos habituales a seguir para aplicar estas técnicas de identificación 
requieren comparar cada imagen con una base de datos de imágenes de in-
dividuos que ya han sido identificados, y luego agregarlo al registro de un 
ejemplar previamente reconocido o crear un nuevo registro para el indivi-
duo que se suma a la base de identificaciones. Incluso para poblaciones pe-
queñas de menos de 100 ejemplares, estas comparaciones manuales pueden 
ser muy demandantes y propensas a cometer errores. Para evitar la revisión 
manual de gran cantidad de imágenes digitales y reducir el error humano en 
la identificación de los individuos, existen varias alternativas de programas 
de asistencia para el reconocimiento automatizado o semiautomatizado a 
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partir de bancos de imágenes. La comparación asistida por computadora 
puede limitar la cantidad de fotografías que deben examinarse visualmente 
para confirmar que dos fotografías tomadas en diferentes momentos corres-
ponden a un mismo individuo. Estos programas de reconocimiento tienen 
buena precisión para la identificación y reducen en gran medida el tiempo 
necesario para buscar manualmente entre cientos de imágenes(7,8,9). Sin em-
bargo, estos programas a menudo no se pueden utilizar cuando es necesa-
rio identificar individuos en el campo en el mismo instante de la captura y 
pueden requerir volver a fotografiar cada individuo capturado bajo ciertas 
condiciones que garanticen su correcta identificación.

La técnica de fotoidentificación se basa esencialmente en fotografiar en con-
diciones estandarizadas un área de identificación referida usualmente como 
la región de interés (ROI, que puede ser la fotografía del individuo completo 
o puede seleccionarse un recuadro con una porción específica de la superfi-
cie del cuerpo en la fotografía como la cabeza, el dorso, el vientre o miembros 
posteriores del individuo). Estos programas comparan el nuevo patrón foto-
grafiado con patrones anteriores almacenados en una biblioteca de imágenes 
y muestra las coincidencias más probables.

Interactive Individual Identification System (I3S): /reijns.com/i3s/

Es un programa de identificación fotográfica asistida por computadora que 
se basa en la cantidad, posición y forma de manchas naturales para identi-
ficar individuos(10). Consiste en una familia de programas relacionados que 
varían según el tipo de marca que presentan los individuos de la especie que 
se pretende identificar. Cuando se manejan una cantidad importante de imá-
genes puede que arroje un número alto de posibles coincidencias que requi-
eran una verificación manual de cada fotografía para confirmar la identidad 
o definirlo como un nuevo individuo en la muestra. Existen tres opciones de 
este programa dependiendo las características de los patrones que presenta 
la especie a estudiar:

(i) I3S Classic. El registro de patrones se limita a la ubicación del centro de 
las manchas (generalmente con forma de puntos o círculos). Para el recono-
cimiento asistido, no se utiliza información como la forma o el tamaño de 
la mancha. A partir de las relaciones espaciales entre los centros de cada 
mancha, se utiliza una fórmula para calcular una medida de similitud. Para 
poder calcular esta medida con precisión, se requiere un número suficiente 
de puntos, normalmente de 12 a 30. Se recomienda para especies con buena 
cantidad de marcas y un área de identificación estable (es decir, que la super-
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ficie corporal que se fotografía no sea muy susceptible a curvarse) dado que 
las sucesivas fotografías de un mismo individuo pueden ser muy diferentes 
por la postura que adquiere el ejemplar cada vez que lo fotografiemos.

Si el número de manchas es bajo o muestran una gran variación en tamaño y 
forma, se sugiere utilizar las versiones I3S Spot o I3S Pattern:

(ii) I3S Spot. Esta versión no solamente registra la ubicación de la mancha, 
sino que se puede incluir la forma de la marca dibujando una elipse de ajus-
te a su alrededor. De esta manera, la herramienta de reconocimiento utiliza 
información sobre la forma y el tamaño, lo que permite excluir posibles coin-
cidencias mediante restricciones de forma. Estas restricciones consideran el 
área de la elipse para eliminar individuos con similitudes en la posición de 
las manchas pero con diferencias en su tamaño o forma.

(iii) I3S Pattern. Esta versión de la herramienta se aconseja para especies 
con marcas difíciles de registrar utilizando puntos centrales o elipses que las 
envuelvan. También puede ser adecuada para especies con muchas marcas 
pequeñas, lo que dificulta elegir aproximadamente 30 manchas de manera 
consistente. Solo requiere que se identifiquen tres puntos de referencia y el 
área de identificación general.

Extract–Compare http://conservationresearch.org.uk/Home/ExtractCom-
pare/frogs.html

En esta técnica de fotoidentificación el proceso consiste escanear patrones a 
partir de una fotografía al ajustar un modelo de superficie 3D a la imagen. El 
programa captura un patrón que no se ve afectado por el ángulo o la postura 
de la cámara.

Existen también iniciativas más recientes que si bien sus desarrollos y pla-
taformas colaborativas no han sido puestas a prueba en anfibios pueden ser 
alternativas valiosas para explorar:

Image-Based Ecological Information System (IBIES) - HotSpotter

WildMe www.wildme.org/#/

Wildlife Photo-ID network https://archive.uef.fi/en/web/photo-id/
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4.1.2 Técnicas de marcado

En los casos en que los individuos de la especie o población que se pretende 
estudiar no posean patrones de manchas y/o características de coloración 
que permitan distinguir a los individuos entre sí, puede considerarse uti-
lizar otras técnicas que implican la creación o colocación de marcas en el 
cuerpo de los individuos capturados que permitirán su reconocimiento en 
una captura posterior o dentro de un grupo de individuos que se mantienen 
confinados en una clausura(6). Existen diferentes técnicas de marcado con 
numerosas variantes según el objetivo del estudio y el tamaño, la forma o el 
estadio de desarrollo de los individuos que se pretenden identificar.

Todas estas variantes pueden agruparse en las siguientes categorías:

• corte de falanges (toe-clipping o toe-tipping)

• etiquetas electrónicas pasivas internas (Passive Integrated Transponder, 
PIT)

• implantes visuales de elastómeros (Visual Implant Elastomer, VIE) 

• implantes visuales alfanuméricos (Visual Implant Alphanumeric, VIA)

• tinciones y tatuajes

• cinturones y piercings

• marcado de perlas

Corte de falanges. Esta técnica es una de las más utilizadas para marcar 
anuros y salamandras(6,11,12). Sin embargo, su utilización ha generado nume-
rosas controversias relacionadas con la ética y el bienestar animal(13,14,15) y por 
haberse detectado en ciertos estudios una disminución en la probabilidad de 
recaptura en algunas especies de anfibios(16). Otro inconveniente reportado 
con el corte de falanges en los estudios a largo plazo (varios años) es la po-
sibilidad de regeneración tisular observado en algunas especies(17,18). Por el 
contrario, la técnica ha sido bien valorada por muchos estudios por conside-
rarla como la más simple de aplicar, de bajo costo, con impactos controlables 
para el bienestar de los ejemplares manipulados y operativamente como la 
mejor o única técnica posible de aplicar para muchas especies(13,15). Con todas 
las consideraciones y medidas de higiene y salud puestas en consideración, 
los cortes de falanges son utilizados además como fuente de ADN para estu-
dios genéticos y para identificar enfermedades implicadas en la disminución 
de muchas poblaciones de anfibios(13,14).



4.1 Marcado de individuos 95

Existen numerosos procedimientos y métodos para llevar a cabo esta técnica 
dependiendo del objetivo del estudio. En todos los casos es recomendable 
que se minimice el efecto provocado por el corte de falanges reduciendo al 
mínimo la cantidad de dedos seccionados y la longitud de la sección. Asimis-
mo, debe contemplarse no cortar ciertos dedos de manos o pies en especies 
que pueden ver afectado su comportamiento o movilidad por esta práctica. 
Este aspecto no ha sido habitualmente explorado por lo que se recomienda 
realizar pruebas preliminares u observaciones para comparar la movilidad y 
supervivencia de los ejemplares que han sufrido cortes(19).

La prevención de infección o contaminación de los ejemplares manipulados 
debe ser una preocupación primordial con cualquier técnica de marcado. 
Existen guías que fijan procedimientos estándares para realizar de forma 
segura y aséptica el corte de falanges(20,21). Se recomienda utilizar guantes de 
un solo uso, tijeras, bisturíes y pinzas de acero inoxidable esterilizadas y la 
aplicación del antiséptico y/o antibióticos tópicos después del procedimien-
to para prevenir infecciones (considerando que esto último puede no ser tan 
efectivo si los ejemplares se regresan al agua inmediatamente después del 
procedimiento). 

Existen diferentes alternativas para codificar el corte de falanges de manera 
que permita identificar el ejemplar marcado en función con los objetivos del 
estudio. El corte puede limitarse a una escisión en la articulación interfalán-
gica más distal (toe-clipping) o en una más proximal (toe-tipping, ver Sección 
4.2 Esqueletocronología). Si la marca sólo se requiere para que el individuo 
no vuelva a ser incluido en una muestra o captura subsiguiente sin importar 
la identidad específica de cada ejemplar recapturado, es recomendable mi-
nimizar el número de cortes efectuándolo en un solo dedo, dado que existen 
estudios que mostraron una asociación inversa entre la cantidad de dedos 
cortados y la tasa de recaptura de los ejemplares(16,22). Este tipo de marca 
reduce sensiblemente la cantidad de ejemplares a identificar con una marca 
exclusiva para cada uno, pero puede aplicarse si se pretende indicar con la 
marca la misma procedencia de varios ejemplares (un charco, una parcela, 
una transecta o una clausura).

Si el estudio requiere una marca exclusiva para cada ejemplar capturado 
será necesario recurrir a alternativas que obligan a realizar cortes en varios 
dedos de manos y pies para lograr identidades únicas con cada marca. Los 
diferentes esquemas toman en consideración la cantidad de dedos a cortar 
o evitan el corte de algunos dedos en particular. En cada caso el número de 
marcas individuales posibles varía con estas restricciones (Figura 4.1.1).
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Figura 4.1.1. Diferentes alternativas 
para el reconocimiento individual 
de ejemplares por medio del corte 
de falanges. A. Según Martof(23): el 
código representado  es el 5767 que 
requiere el corte de las falanges 3200 
+ 2400 + 100 + 40  + 20 + 5 +2. 

B. Según Hero(24): el corte de más de 
una falange en la misma extremidad 
indica el menor número posible. En 
el ejemplo el código correcto es 103 
ya que no es posible marcar el códi-
go 301.

C.  Según Phillot et al.(25): el menor 
código resulta del corte de los dedos 
1 + 2 (código 3) y el mayor posible 
del corte de  los dedos 600 + 70 + 20 
+ 7 + 2 (código 699). 

Las líneas rojas y amarillas repre-
sentan las falanges que se cortan en 
un mismo individuo para establecer 
cada código único. Foto: M. S. Ak-
mentins.

A

B

C
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Etiquetas electrónicas pasivas internas (Passive Integrated Transponder, 
PIT): Las etiquetas PIT consisten en una cápsula electromagnética con un 
código alfanumérico, que es leído por un escáner. Consta de un chip de cir-
cuito integrado, un capacitor y una bobina de antena encapsuladas en vidrio 
o polipropileno. Para activar la etiqueta, el dispositivo de escaneo emite una 
señal de radio de baja frecuencia que genera un campo electromagnético de 
corto alcance. Luego, la etiqueta envía un código alfanumérico único al lec-
tor. Los escáneres están disponibles como modelos portátiles y que funcio-
nan con baterías(26). La inserción se realiza por vía subcutánea o en la cavidad 
corporal. Se han detectado pérdidas de las cápsulas y efectos nocivos relacio-
nados a la supervivencia utilizando esta técnica. La implantación incorrecta 
puede causar la pérdida o la falla en la lectura de la etiqueta, o puede causar 
una infección que lleve a la expulsión de la cápsula o la muerte del indivi-
duo(27). Muchas especies pueden resultar muy pequeñas para marcarlas con 
PIT si bien existen en el mercado etiquetas PIT de 1 mm de diámetro y 6 mm 
de largo que pesan solamente 7,15 mg. Su costo elevado puede ser un incon-
veniente importante si se pretende identificar un alto número de individuos.

Implante visible de elastómeros (Visual Implant Elastomer, VIE): Los  elas-
tómeros son un polímero biocompatible a base de silicona que se implantan 
mediante inyección subcutánea. Están formados por dos componentes, un 
líquido viscoso de color y un agente curador, que al entrar en contacto entre 
sí adquieren una consistencia sólida y flexible. El tiempo de endurecimiento 
depende de la temperatura ambiente, siendo de aproximadamente 45 mi-
nutos a unas horas en ambientes cálidos a varias horas o incluso días en 
ambientes fríos. Por este motivo, para poder aplicar el implante en estado 
líquido se recomienda mezclar únicamente la cantidad que se utilizará du-
rante la sesión de marcado, aunque es posible mantener el compuesto mez-
clado por tres meses si se lo resguarda en freezer a -20°C(28). Por separado, los 
componentes se pueden conservar en estado líquido un año en heladera, o 
incluso más. 

La inyección se realiza con una jeringa de 0,3 cc con la ayuda de un inyector 
manual, que permite un mejor control de la presión aplicada y el volumen a 
inyectar. Así, tanto el tamaño del implante como la forma (circular/alargada) 
son controlados por el usuario. Existe una gama de 10 colores posibles para 
aplicar, 6 de los cuales (rojo, rosado, anaranjado, amarillo, verde y azul) son 
fluorescentes. Todos son visibles a simple vista con luz natural, pero para 
muestreos nocturnos o bajo el agua se recomiendan los fluorescentes, cuya 
visualización puede mejorarse utilizando una linterna de luz ultravioleta. 
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La técnica permite la individualización de muchos ejemplares o la distinción 
de individuos de cohortes distintas o sitios diferentes mediante la creación 
de códigos combinando distintos colores y colocando las marcas en distintas 
ubicaciones corporales(29,30, 31). Sin embargo, no se aconseja la combinación de 
ciertos colores, como el amarillo con verde ya que si bien con luz natural son 
perfectamente distinguibles, pueden llegar a confundirse bajo luz UV.

Una de las desventajas del método es la probabilidad de migración de la 
etiqueta una vez implantada. Para reducir este riesgo, se ha sugerido colocar 
los VIE en una región donde el movimiento sea poco probable como en las 
membranas (Figura 4.1.2) o entre los dedos de las patas traseras(17,32), aun-
que el uso de esta técnica en animales pequeños o aquellos con membranas 
muy reducidas puede que no sea factible. En estos casos se ha propuesto una 
técnica híbrida denominada VIE-C que combina inyecciones de VIE en la 
superficie plantar con un solo corte de falange de los dedos del pie trasero(17). 

El tiempo de manipulación es relativamente rápido,y mejora a medida que 
el investigador gana experiencia. Sin embargo, algunos autores optan por 
anestesiar los individuos previamente al marcado(32,34). 

Una gran ventaja comparativa que ofrece esta técnica, además de ser inocua 
para los organismos, es la posibilidad de aplicar marcas a larvas, las que 
pueden perdurar a lo largo del ciclo de vida complejo de muchos anfibios 
pudiendo identificar ejemplares durante todo el desarrollo, a través de la 
metamorfosis y su migración a la vida terrestre(28,31). Usualmente el marcado 
de larvas se ha limitado a cierta etapa de desarrollo y peso pero la técnica 
ha comenzado a mostrar resultados confiables en especies con renacuajos 



Figura 4.1.2. Ubicación del implante 
visible de elastómero en la membra-
na interdigital (flecha negra). Foto: 
V. Corbalán. 
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Caja 4.1.1 - Marcado de larvas de Alsodes pehuenche con elastó-
meros en la cordillera de los Andes

Valeria Corbalán1;  Guillermo Debandi1; F. Martínez1 & Cármen Úbeda2

El marcado de individuos con elastómeros ha sido implementado en larvas de Alsodes 

pehuenche, las que, por su tamaño relativamente grande, resultan de fácil manipula-

ción para la aplicación de esta técnica. A partir de la observación de agrupaciones de 

larvas con distintos tamaños y estadios de desarrollo, el objetivo del estudio fue determi-

nar la duración del desarrollo larval. Para ello se buscaron sitios con alta abundancia de 

larvas, las que fueron capturadas con redes de acuario y colocadas en contenedores con 

agua. Se clasificaron en clases de acuerdo al tamaño y grado de avance en el desarrollo 

de las patas traseras y delanteras. Luego, a cada clase se le asignó un color de elastómero 

(verde, naranja, rosa, amarillo) y los individuos fueron marcados con el color correspon-

diente a la clase a la que pertenecían. Sólo se marcaron aquellas larvas de tamaño mayor 

a 15 mm, y ningún individuo sufrió heridas o muerte durante la manipulación. Se aplicó 

una única marca en la región ventral a fin de evitar que los renacuajos sean detectados 

por depredadores aéreos (Figura 4.1.3a). 

Una vez marcados, se liberaron en el sitio de captura, georreferenciando el lugar. Se rea-

lizaron recapturas luego de 12, 16, 23 meses y 4 años. No se observaron desplazamientos 

en ninguna de las marcas. Una segunda sesión de marcado se llevó a cabo con 16 meses 

de diferencia de la primera, y los elastómeros (que habían sido mantenidos en heladera 

con sus componentes separados) aún conservaban sus propiedades. Si bien la tasa de re-

captura fue baja (alrededor del 15%), se pudo registrar el avance en el desarrollo larval y 

encontrar individuos marcados aún habiendo completado su metamorfosis (Figura 4.1.

Figura 4.1.3. Detalles de la ubicación de implantes visibles de elastómeros en una larva y un postmetamórico de Alsodes 
pehuenche. Foto: V. Corbalán.

a b
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Figura 4.1.4. Seis ubicaciones posi-
bles de implantación de elastómeros 
(bandas verdes) en distintas partes 
del cuerpo de renacuajos para su 
identificación individual. Adaptado 
de(34)

3b). Los resultados indicaron que este desarrollo es muy lento, y cada individuo perma-

nece al menos 4 inviernos (y tal vez 5) como larva(31). Esto pone de manifiesto la vulne-

rabilidad de la especie ante un evento catastrófico (sequía del ambiente, modificación del 

curso de agua, salinización del agua, etc.) ya que en ausencia de las condiciones óptimas 

para el desarrollo se podrían eliminar varias generaciones al mismo tiempo.

1. Instituto Argentino de Investigaciones de las Zonas Áridas (IADIZA), CCT Mendoza-CONICET, Mendoza, Argentina.

2. Universidad Nacional del Comahue, Bariloche, Argentina.

pequeños y desde etapas tempranas del desarrollo(28,33,34). Se han realizado 
pruebas en renacuajos marcados en seis posiciones corporales diferentes (Fi-
gura 4.1.4). La migración y la pérdida de la etiqueta en ciertas regiones (cola 
y región dorsal del cuerpo) son particularmente altas debido a la reabsorción 
de la cola durante la metamorfosis y probablemente debido a los movimien-
tos de natación que involucran la musculatura dorsal. La región ventral y el 
lateral derecho son los más aconsejables, ya que permanecen por más tiempo 
y muestran la menor tasa de mortalidad en los individuos durante las fases 
iniciales de la metamorfosis(34). Otra característica a tener en cuenta es que a 
medida que se desarrollan los renacuajos, los cambios individuales morfoló-
gicos y fenotípicos (aumento de pigmentación en la piel) pueden enmascarar 
la presencia de una etiqueta constituyendo una probable fuente de error en 
la identificación. Sin embargo, a pesar de sus limitaciones, esta técnica por 
su fácil aplicación y bajo costo constituye una de las más adecuadas para 
marcar renacuajos y adultos de muchas especies de anfibios.
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El fabricante (Northwest Marine Technology, Inc) ofrece kits conteniendo los 
elastómeros (cantidad de acuerdo al kit y color a elección), vasos y paletas de 
mezclado, jeringas, inyector manual y linterna ultravioleta (405 nm) a prue-
ba de agua, así como un manual de instrucciones.

Implantes visuales alfanuméricos (Visual Implant Alphanumeric, VIA): 
Las etiquetas VIA consisten en pequeñas etiquetas rectangulares fluorescen-
tes con un código alfanumérico que se implantan bajo la piel pero perma-
necen visibles externamente para una fácil lectura incluso a simple vista. La 
inserción se realiza con un inyector proporcionado por el fabricante, pero en 
algunos casos los resultados son mejores haciendo una incisión previa. Es 
una técnica accesible debido a su costo relativamente bajo y la interpretación 
sencilla del código alfanumérico. Presenta algunas desventajas como la difi-
cultad para insertar la etiqueta en especies con piel flácida, la variación en la 
retención de la etiqueta entre especies y el oscurecimiento de la etiqueta al 
marcar especies con pieles muy pigmentadas o por la migración a una parte 
muy pigmentada del cuerpo(19,35). La retención de marcas fue baja en estudios 
de captura-recaptura de renacuajos(36). Puede ocurrir inflamación en la zona 
de la colocación o la inversión de la etiqueta(18).

El sitio de colocación de las etiquetas es muy variable dependiendo el ta-
maño corporal y la pigmentación de las especies a estudiar. La migración 
en las regiones dorsales del cuerpo es menos común, pero esta área tiende a 
estar más pigmentada, lo que puede dificultar la lectura(29). La ubicación en 
la porción ventral del muslo es la más recomendada ya que usualmente es 
casi translúcida facilitando la lectura(18). 

La colocación de las etiquetas se efectúa con una aguja de inyección diseñada 
específicamente que no requiere hacer una incisión inicial para introducirla 
(Figura 4.1.5). Sin embargo, para marcar especies grandes o de piel gruesa, 
así como para marcar un gran número de individuos, se recomienda apli-
car un anestésico local para no causar mayores molestias a los ejemplares(18). 
También se sugiere el uso de pegamento veterinario que evita la expulsión 
de la etiqueta. El sitio de implantación debe esterilizarse con etanol al 90% 
así como todo el equipo de marcado luego de su utilización en un ejemplar 
por inmersión en etanol al 90% durante varios minutos(18).

Tinciones y tatuajes: La tinción completa del cuerpo en renacuajos se ha 
aplicado como una técnica confiable en estudios para los que es necesario 
identificar individualmente ejemplares confinados en grupos en el labora-
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torio o que requieren que los investigadores registren a los individuos para 
observaciones de comportamiento(37-39) e incluso para estudios de tamaño 
poblacional y sobrevida(40). Su uso puede considerarse para un período corto 
de tiempo dado que la coloración generalmente desaparece después de unos 
días(37) y los niveles altos de radiación solar pueden reducir la eficacia de 
la tinción debido al fotoblanqueo(41). Algunos estudios han encontrado que 
la tinción puede tener efectos tanto en la respuesta de los depredadores(41) 
como en los niveles de agresión(42) y afectar la tasa de crecimiento de los 
renacuajos al menos en ciertas concentraciones y en algunas especies(27,38,40).

Las tinturas biológicas más simples de utilizar son el rojo neutro y el azul de 
metileno aplicándolas por inmersión de los individuos en soluciones de muy 
baja concentración(37,41). La aplicación de otros fluorocromos como la calceína 
también ha mostrado buenos resultados y la ventaja que la marca parece 
persistir a lo largo de la metamorfosis, si bien resulta más complejo de regis-
trar dado que requiere una fuente de iluminación con filtros específicos(43).

Figura 4.1.5. Equipo para inyección 
de etiquetas VIA y detalle de la co-
locación de la etiqueta en el inyector. 
Foto: M. Vaira.
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El tatuaje es una técnica que forma una cicatriz en la superficie de la piel 
con una marca identificable (números o símbolos). Esto se realiza aplicando 
sobre la piel calor (marcado por calor directo o electrocauterización), por 
congelación (usando nitrógeno líquido o hielo seco); o utilizando produc-
tos químicos(44). El instrumento para realizar la marca puede ser un alambre 
muy fino que se retuerce para lograr la forma de la marca que luego se ca-
lienta o sumerge en líquido o hielo antes de apoyar sobre la piel. Requiere 
una manipulación importante y limpiar la piel del ejemplar previamente, lo 
que puede insumir mucho tiempo y sumar al dolor provocado por la mar-
ca un aumento del estrés del individuo. Las marcas pueden desaparecer en 
corto tiempo dependiendo de la especie y el tiempo que se dejó el alambre 
presionando sobre la piel.

Cinturones y piercings:  Los cinturones o bandas para la cintura pueden fa-
bricarse con una cuerda o banda elástica de distintos colores, con una etique-
ta adherida o con cuentas de colores enhebradas(45). Bandas similares pueden 
colocarse en los brazos o las piernas, pero pueden interferir con el amplexo 
o requerir un ajuste mayor para que no se deslicen y por lo tanto provocar 
lesiones al ejemplar. Pueden desprenderse con facilidad y tienen el potencial 
de engancharse o inhibir el movimiento. Además, los colores de las bandas o 
las cuentas pueden atraer a los depredadores con posibles implicancias para 
la supervivencia de los individuos. Sin embargo, como técnica de marcado 
temporal puede resultar útil y viable (ver Caja 4.1.2). 

La técnica de piercing implica colocar una etiqueta o cuentas de vidrio o 
plástico coloreadas sujetas a un alambre de acero quirúrgico que se perfora 
a través de la piel y/o el músculo del animal(46). Estas etiquetas o marcas 
son más invasivas y pueden causar molestias, lesiones e infecciones a los 
ejemplares. Tienen menor posibilidad de desprenderse que los cinturones 
y por ende mayor confiabilidad como una marca más permanente. Existe el 
riesgo que las etiquetas o el alambre se enreden con la vegetación si se aplica 
a ejemplares que luego son liberados en su entorno. Además, la inserción 
incorrecta del alambre podría causar necrosis del músculo.

Una modificación de la técnica de marcado propuesta por Nice y Myers(46), 
se presenta a continuación:

Para la realización de la marca se utiliza alambre aleación de Nicrom (diáme-
tro =0,4 mm; las proporciones de los materiales que componen el alambre es 
80% de cromo - 20% níquel; con un peso/por metro de 0,97 g). Este material 
no se corroe ni oxida y es altamente maleable, por esta razón es comúnmente 
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Caja 4.1.2 - Utilización del marcado con cinturones de cuentas en 
Melanophryniscus rubriventris

Lidwina Bertrand1 & Marcos Vaira2

La técnica de marcado de individuos con cinturones de cuentas, se aplicó en un estudio 

cuyo objetivo era describir y analizar las estrategias reproductivas de los machos y hem-

bras de una población de Melanophryniscus rubriventris. El sitio reproductivo se cen-

só diariamente en períodos consecutivos de 34, 9 y 11 días. Todos los individuos del área 

fueron marcadas con un cinturón de cuentas al concluir la observación (Figura 4.1.6). 

Se realizó un seguimiento diario de los individuos marcados para asegurar que no fueran 

lastimados por el cinturón. No se observaron individuos lacerados ni dañados. Asimismo, 

se registró una hembra oviponiendo con el cinturón colocado. Los machos marcados, que 

retornaban a los sitios reproductivos en días sucesivos, no mostraron signos de verse 

afectados por el cinturón realizando distintas actividades (caminando, vocalizando, en 

amplexo) de igual manera que los ejemplares no marcados.

Figura 4.1.6. Detalle de la confección del cinturón y de un macho y una pareja con la marca 
colocada. Fotos: L. Bertrand.
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Los cinturones fueron confeccionados utilizando tanza elástica Cristal Line C.B.X., de 

0,40 mm de grosor, y con cuentas de vidrio coloreadas (canutillos). Se fueron combinando 

canutillos de distintos colores según la secuencia deseada. Cada cinturón tenía un peso 

aproximado de 0,15 g. correspondientes al 4,5 % del peso corporal promedio de los indivi-

duos. Se cortaron los extremos de la tanza para evitar que quedaran puntas que pudieran 

lacerar la piel y se estiró el cinturón suavemente para asegurar que el nudo no corra. 

En total fueron marcados 291 individuos (171 machos, 40 hembras y 40 parejas). En 

los sucesivos muestreos, sólo se encontraron 12 cinturones sueltos, de los cuales 7 co-

rrespondían al marcado de machos y 5 habían sido usados para marcar hembras. En tres 

oportunidades se observó que las hembras perdían su cinturón al quedar atrapadas entre 

las luchas de varios machos por intentar el amplexo. Sólo un 4% de los individuos mar-

cados perdieron su cinturón, por lo que la técnica de marcado para observaciones durante 

períodos cortos de tiempo resultó efectiva.

1 Dpto. de Bioquímica Clínica - CIBICI - CONICET, Facultad de Ciencias Químicas, Universidad Nacional de Córdoba, Lab. 6 - Ciudad Univer-
sitaria, Córdoba, Argentina.

2 Instituto de Ecorregiones Andinas (INECOA), CONICET – Universidad Nacional de Jujuy, CCT Salta-Jujuy, San Salvador de Jujuy, Jujuy, 
Argentina.

utilizado como alambre de resistencia (encontrándose presente en la mayo-
ría de los artefactos de calefacción, como selladores de bolsas, caloventores, 
etc.). Además, se utilizan perlas plásticas (comúnmente denominadas mos-
tacillas) para crear un código de colores que nos permita identificar los ejem-
plares. Las perlas de colores se consiguen en diferentes tamaños entre 1,5 y 
5 mm de diámetro (Figura 4.1.7a), lo cual brinda la posibilidad de escoger 
el tamaño deseado según el tamaño del animal a marcar y el objetivo del 
estudio. Las mostacillas al estar realizadas con material de color homogéneo 
(Figura 4.1.7b) son altamente resistentes a la decoloración.

Figura 4.1.7. a. Diferentes tamaños 
y colores de las perlas plásticas uti-
lizadas para confeccionar piercings. 
b. Ejemplo de una mostacilla recu-
perada que no ha perdido la colora-
ción. Fotos: E. Sanabria.

a b
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La aplicación de la marca en los anfibios adultos conlleva una serie de pasos 
que con la práctica se realizan de manera rápida y casi automática: Se cortan 
4 cm de alambre de Nicrom y se construye un pequeño anillo en uno de los 
extremos con la ayuda de una pinza de puntas (Figura 4.1.8A). A continua-
ción, se insertan tres perlas plásticas de diferentes colores para crear una 
combinación única para cada marca. Un código internacionalmente conoci-
do y fácil de recordar es el que se utiliza para la codificación de los valores 
de resistores eléctricos (Tabla 4.1.1), pero se puede crear un código propio  
dependiendo de los colores de perlas disponibles (Figura 4.1.8B).

Una vez insertadas las 3 perlas en la secuencia deseada, cerrar con un peque-
ño anillo en el otro extremo, de forma que ajuste las perlas de plástico (Figura 
4.1.8C). De esta manera, la marca está terminada ya que en ese extremo que-
darán un par de centímetros de alambre, que permiten insertar la marca en el 
animal y cerrarla. El peso total de esta marca es de aproximadamente 0,2 g.

Figura 4.1.8. Pasos para colocación 
del piercing en anuros A. alambre de 
Nicrom con un anillo en un extremo. 
B. secuencia de mostacillas. C.  mar-
ca completa con los dos anillos en 
cada extremo. D.  marca inserta en 
la aguja para enhebrar en la piel. E. 
cierre de la marca pasando el extre-
mo largo del alambre por el primer 
anillo (flecha).  Fotos: E. Sanabria.
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Para realizar la colocación de la marca, y con el fin de prevenir infecciones, 
se embeben las marcas con alcohol en una concentración del 70%, así como 
las herramientas a utilizar. El lugar donde se aplicará la marca en el animal, 
se limpia con una gasa humedecida en alcohol al 30%, debido a que la gran 
permeabilidad de la piel de los anfibios los hace sensibles a las concentracio-
nes bajas de alcohol y pueden provocar la muerte de los ejemplares.

Para colocar la marca se toma el ejemplar ubicado con la cloaca hacia arriba 
para tener fácil acceso al saco lateral. Para este paso se necesita una aguja 
hipodérmica estéril (calibre: 21Gx1”), que corresponde a las siguientes di-
mensiones: 2,5 centímetros de largo y un diámetro exterior 0,8 mm y un 
diámetro interno de 0,5 milímetros). Se pellizca la piel en el saco lateral del 
ejemplar (de forma de extender la piel) donde se va a introducir la aguja y se 
inserta en el saco lateral, teniendo en cuenta que solo se debe perforar la piel 
del ejemplar (sin tocar el músculo). Luego, se inserta en el orificio de la aguja 
el pie de largo de la marca, paso seguido se retira con suavidad la aguja y la 
marca queda enhebrada en la piel del ejemplar (Figura 4.1.8D). El paso final 
es cerrar la marca, para ello con una pinza de puntas levantaremos el pie 
largo de la marca y lo pasamos a través del primer anillo, y realizamos un 
segundo anillo, junto al primero, y de esta manera queda cerrada la marca 
(Figura 4.1.8E).

La lectura se realiza desde el extremo donde se cerró la marca en el cual 
quedaran dos anillos de alambre (Figura 4.1.8E, flecha) lo que se considera 
el inicio de la lectura de la marca.

Comentarios finales

Las consideraciones sobre el bienestar animal y la preservación de las pobla-
ciones a largo plazo resultan esenciales al elegir la técnica de marcado más 

Color Primera perla Segunda perla Tercera perla 
(multiplicador)

Negro 0 0 0

Marrón 1 1 10

Rojo 2 2 100

Naranja 3 3 1000

Amarillo 4 4 10000

Verde 5 5 100000

Azul 7 7 1000000

Violeta 8 8 10000000

Gris 9 9 100000000

Blanco 10 10 1000000000

Tabla 4.1.1. Codificación por color 
utilizada para los valores de resisto-
res eléctricos.
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aconsejable para el estudio que se pretende emprender. Tomando en cuenta 
los objetivos y restricciones que impone el estudio, siempre será aconsejable 
optar por el uso de técnicas no invasivas. En caso contrario, resulta impor-
tante equilibrar los beneficios de la técnica y los problemas potenciales que 
producirá su aplicación como: dolor, morbilidad, reducción de la tasa de cre-
cimiento y desarrollo, reducción de la fecundidad, efectos sobre la sobrevida 
y mortalidad de los ejemplares. 

Dado que todos los estudios que aplican técnicas de marcado suelen incorpo-
rar permanentemente avances tecnológicos, modificaciones y adaptaciones 
resulta deseable que su aplicación sea analizada evaluando la efectividad de 
la técnica en la identificación de individuos y determinando la prevalencia de 
las marcas y las dificultades que puede exhibir la aplicación de la técnica en 
las diferentes especies o poblaciones. La publicación de los éxitos y fracasos 
de las técnicas utilizadas serán de gran ayuda para los estudios futuros que 
requieran implementar técnicas de marcado de individuos, evitando repetir 
errores innecesarios o ayudando a resolver aspectos importantes para imple-
mentar la técnica eficientemente.

Caja 4.1.3 - Marcado con piercings de perlas en especies del de-
sierto del Monte

Lorena Quiroga & Eduardo Sanabria

Durante el año 2006 marcamos 250 ejemplares de diferentes especies en diferentes re-

giones del desierto del Monte. En todos los casos, las marcas se colocaron en el campo. 

Realizamos la recaptura al cabo de un mes consiguiendo recapturar 100 ejemplares y los 

mismos no registraron infecciones. Pudimos observar que las perlas de plástico no per-

dieron el color con el sol o el agua.

Por otro lado, se realizó el marcado de ranas y sapos en el laboratorio para diferentes ex-

periencias. Estos animales fueron marcados en enero de 2007. Después de 16 meses, los 

animales no presentan infecciones en el área de la marca y no se observaron indicios de 

absorción de las marcas. Las especies marcadas con esta técnica fueron Rhinella arena-

rum, R. fernandezae, Odontophrynus occidentalis y Leptodactylus latrans. Este 

método es muy barato, fácil aplicar en el campo y los anuros no muestran ningún com-

portamiento anormal después que fueran marcados. Además, el bajo peso de las marcas 

(~0.02 g) posibilita el marcado de ejemplares pequeños.

Instituto de Ciencias Básicas, Facultad de Filosofía Humanidades y Artes, Universidad Nacional de San Juan, San Juan, Argentina.

Facultad de Ciencias Exactas y Naturales, Universidad Nacional de Cuyo, San Juan, Argentina.
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El término “Skeletochronology” fue propuesto por Castanet et al.(1) para análi-
sis teóricos y aplicaciones prácticas del uso de las marcas de crecimiento  en 
el esqueleto (GMs de aquí en más, por sus siglas en inglés: “Growth Maks”) 
mediante los cuales las estrategias de historia de vida, y los factores que las 
controlan pueden ser descifradas. Esto se debe en parte a que durante la 
ontogenia de un vertebrado, las variaciones en las tasas de crecimientos pro-
ducidas por variaciones ambientales locales, tienen una gran influencia en la 
organización del tejido esquelético mineralizado, principalmente huesos y 
dientes(2). Si se considera además que cada parte del esqueleto tiene su pro-
pia condición específica de crecimiento, el cual también diferirá de un lugar 
a otro para un estado ontogenético en particular, se estará en condiciones de 
realizar inferencias de los patrones de crecimiento de un organismo, partien-
do de estas variaciones en espacio y tiempo que sufre la organización tisular.  

Así, para poder realizar estas inferencias, la esqueletoncronología se basa en 
la presencia de marcas de crecimiento óseo de forma cíclico y anular, que se 
puede visualizar en secciones transversales principalmente de los huesos lar-
gos de los organismos. En los anfibios, especialmente en anuros y caudados, 
las marcas de crecimiento en el esqueleto osificado son identificadas con gran 
calidad debido a que los huesos de los “anfibios modernos” poseen una orga-
nización ósea muy simple(3,4). A pesar de ello, desde la década de los 40, mo-
mento en el cual Senning reporta por primera vez la presencia de GMs en los 
huesos de Necturus maculosus, no siempre ha sido fácil encontrar un consenso 
en la descripción e identificación de estas marcas. Por ello resulta importante 
describir brevemente las tres categorías de GMs que pueden ser identificadas:

ZONAS: corresponden a las capas opacas más anchas, que se visualizan en 
las secciones transversales, depositadas durante los períodos anuales de os-
teogénesis activa(5). 

ANNULI: corresponden a períodos donde la osteogénesis es más lenta y, 
por lo tanto, estas marcas son más estrechas y translúcidas que las zonas 
adyacentes(5).

LAGs (Lines of Arrested Growth): son líneas siempre delgadas, funcionalmen-
te definidas como líneas de descanso (“resting lines”) que se depositan en los 
periodos donde la osteogénesis casi se detiene o se detiene completamente(6,7). 

En forma genérica, se puede decir que las GMs son la expresión de una va-
riación gradual en la velocidad de la osteogenesis que se dá en cada marca. 
Esto determina en su conjunto un ciclo completo de deposición del hueso. 
De este modo cada ciclo sucesivo comprende: una osteogenésis muy acti-
va (ZONAS), pasando por una de menor actividad (ANNULI), y finalmen-
te un detenimiento o “descanso” de la misma (LAGs). Cabe mencionar que 



4.2 Esqueletocronología 114

en muchos ocasiones, dependiendo de factores intrínsecos o extrínsecos de 
cada especie, esta descripción general sufre importantes modificaciones (e.g. 
no siempre están presente las annuli, presencia de doble LAGs, reabsorción 
ósea,  entre otras), que se tratará en detalle al explicar el análisis de interpre-
tación de los cortes realizados.   

Las estimaciones de la edad a través del conteo directo de las LAGs, tanto en 
Argentina como en el resto del mundo sigue, en sus aspectos más generales, 
los procedimientos histológicos empleados por Castanet(3) y Castanet y Simi-
rina(4). Aunque pueden incorporarse pequeñas modificaciones a la técnica en 
función de las características de las muestras, equipamiento y objetivos del 
trabajo. En este punto es preciso quizás recordar que la esqueletocronología 
no es una línea de investigación en sí misma, sino, simplemente, un método 
que permite responder formulados que realizan los investigadores a la hora 
de intentar entender diferentes procesos y mecanismos próximos que deter-
minan las observaciones efectuadas. En otras palabras, es la herramienta que 
permite acercarse, dentro de diferentes líneas de investigación, a un mejor 
entendimiento de las posibles adaptaciones, patrones, estructuras o funcio-
nes, en la historia de vida de una población, especie o comunidad biológica.

Primer paso, obtención de las muestras
Como se sugirió en los párrafos introductorios, la muestra para esqueleto-
cronología consiste en huesos largos de los individuos a analizar. La cantidad 
de individuos a analizar dependerá íntimamente de los objetivos del trabajo 
y de la disponibilidad de ejemplares. 

Los huesos pueden ser tanto falanges (lo más usual) u otros huesos largos 
tales como húmeros, fémures, etc. (menos usual)(8,9,10). Una ventaja del uso 
de falanges es que pueden obtenerse de animales vivos, ya que el corte de 
un dedo (toe clipping) no debería afectar significativamente la supervivencia 
del animal, ni genera mucho estrés(11). La alternativa es el uso de animales de 
colección, en los que la selección del hueso a utilizar dependerá del objetivo 
del trabajo, el tamaño del animal y la posibilidad de disponer solo de una/s 
falange/s, u otro hueso largo.

Aspectos a considerar en y para el ajuste de la técnica de 
esqueletocronología 
Los mayores aspectos que hacen al ajuste de la técnica son:

a) La especie que se vaya a estudiar
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Las diferencias que puedan surgir en la metodología para la estimación de la 
edad, en función de las especies a estudiar, están relacionadas a los tamaños 
de las falanges, u otros huesos largos (húmero, fémur) propios de cada espe-
cie, y al patrón de crecimiento que cada especie presenta. No es intención en 
este punto ahondar en las particularidades de cada especie, pero podríamos 
decir de forma general en base a la experiencia y, centrado en la revisión de  
estudios que se han realizado en la última década en especies Argentinas, 
que la mayor o menor factibilidad de obtener buenos cortes y GMs bien de-
finidas, ya se evidencia a nivel Familia. Así, especies de la familia Bufoni-
dae como Rhinella achalensis, R. arenarum, Melanophryniscus devincenzii, M. 
atroluteus y M. krauczuki(12-15); Microhylidae: Dermatonotus muelleri(16, 17); Ce-
ratrophryidae: Ceratophrys cranwelli(16) y Chacophrys pierottii(18); Leptodactyli-
dae: Leptodactylus latinasus, L. mystacinus, L. luctator, L. bufonius, Physalaemus 
fernandezae(19-22); Hylidae: Nyctimantis siemersi(23,24) y Odontophrynidae: Odon-
tophrynus cf. barrioi(25), presentan diferencias que hace más fácil o dificultosa 
la tarea de hacer una lectura y análisis de las GMs. Las especies de la familia 
Bufonidae tienen, por ejemplo, huesos de las falanges de diámetro mayores 
en relación al tamaño corporal, presentando mayor área de hueso cortical, 
y unas GMs que, por lo general, están bien definidas y se tiñen con un buen 
contraste. Las especies de la familia Leptodactylidae, presentan LAGs que se 
tiñen más débilmente, y dado su patrón de crecimiento acelerado, es posible 
observar en las Zonas de crecimiento (es decir entre dos verdaderas LAGs) 
otras líneas más delgadas y más suavemente teñidas, que pueden dificultar 
su lectura. Como ejemplo de diferencias entre especies de una misma familia 
se puede citar el caso de la diferencia en este aspecto que se observa entre las 
especies de los géneros Rhinella y Melanophryniscus, siendo estas últimas más 
complejas a la hora de estimar la edad, dado su pequeño tamaño de hueso y 
la proximidad de diferentes GMs que  se depositan en el mismo. 

Por estas diferencias, y considerando el esfuerzo que demandan los cortes, 
con los gastos de insumos asociados, es recomendable analizar a priori qué 
especies son de interés para analizar, entre el abanico de posibilidades que se 
presenta. Lo ideal sería una especie con un tamaño de hueso cortical impor-
tante, que se conozca por la literatura que las líneas se expresan bien, y que 
no hay dificultad en su lectura y análisis posterior.    

b) Preparación de los tejidos: tiempos y agentes utilizados en la fijación, 
descalcificación, deshidratación, inclusión, desparafinado y colorante uti-
lizados para la tinción

Siguiendo la cronología con que se realiza el procesamiento de los tejidos, 
hasta el corte en sí en el micrótomo, se recomienda tener en cuenta:
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El agente y tiempo de descalcificación que se va a utilizar. La mayor parte de 
la literatura y los estudios realizados en Argentina utilizan preferentemente 
el ácido nítrico al 5%. No obstante, en lo que se refiere a los tiempos de des-
calcificación existe mucha variación entre especies, autores y  técnicas. 

Los tiempos de descalcificación siempre están en relación a la longitud y 
diámetro del hueso. No es lo mismo el tiempo que llevará la descalcificación 
de una falange del dedo III de un Rhinella diptycha que el de un Physalaemus 
albonotatus. En la mayoría de los casos los tiempos de inmersión de las falan-
ges en ácido nítrico varían entre 30 minutos y hasta 72 horas. Lo aconsejable 
es estandarizar los tiempos para cada especie, pinchando cada 30 minutos la 
falange con un alfiler entomológico y testear su rigidez hasta lograr que el 
tejido tome una consistencia más flexible  para realizar el corte. 

Por otro lado, existen diferencias entre autores a la hora de decidir si des-
calcificar las falanges sin extraer los tejidos que la recubren, o hacerlo con 
anterioridad y poner el hueso, pelado. Nuestra experiencia permite sugerir 
que no existen diferencias, en lo que a calidad de corte obtenido se refiere, 
en un caso u otro. 

c) Equipamiento para el procesamiento de los tejidos. Procesador “calesi-
ta”, dispensador de parafina, baño de flotación, casetes 

Quizás en este punto es donde se pone en juego la creatividad del inves-
tigador, becario o técnico que esté a cargo de los cortes. Es evidente, que 
toda aquella “ocurrencia innovativa” para reducir tiempos y costos, del per-
sonal y del laboratorio, es siempre aceptado con muy buen agrado. Es por 
ello que, si bien la mayoría sigue una metodología estándar, en los procesos 
de deshidratación, inclusión, desparafinado y tinción de los cortes, en cada 
laboratorio se haya incluido alguna modificación. Así se observa cómo va-
rían la cantidad de concentraciones diferentes de alcoholes que se utilizan, 
la inclusión o no de Peterfí para evitar el endurecimiento de los huesos o el 
reemplazo del xileno por otro agente menos invasivo para el tejido. Además, 
los pasos por los diferentes agentes se puede realizar de un modo manual o 
con un procesador automático, o comúnmente llamado “calesita”. En la in-
clusión entra en juego las diferencias en el medio de inclusión que se utiliza, 
ya sea parafina y el tipo de parafina según los grados de temperatura que 
acepta, otros medios de inclusión como el caso de la resina plástica, que es 
más costosa y no reciclable, pero brinda un mejor medio de “sostén” al teji-
do. Consideramos que una parafina de 50-60 °C es lo más aconsejable y lo 
que se utiliza en la mayoría de los casos, y no existen grandes diferencias en 
eficiencia a la hora de obtener buenos cortes. Lo importante en este caso es 
que siempre la parafina esté en el rango de temperatura adecuado, no muy 
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caliente por ejemplo, y que siempre se encuentre limpia. Es recomendable 
reemplazarla cuando se observa que ya comienza a perder el color blanco 
original. 

También es muy simpático conocer cómo en cada laboratorio se han esmera-
do por equilibrar la balanza de costo/beneficio, a la hora de elegir el molde 
en el cual se va a incluir el tejido en el medio seleccionado. Desde los clásicos 
casetes que se compran en las proveedoras científicas, pasando por el arma-
do manual de pequeños recipientes con papel metalizado, hasta la utiliza-
ción de la parte posterior de las pipetas plásticas Pasteur descartables. No 
cabe duda en este caso que el tamaño del tejido y la orientación correcta que 
se le debe dar juega un rol importante. En este sentido, sería un costo en vano 
de parafina y, tiempo y agentes de desparafinado, colocar una minúscula fa-
lange de Melanophryniscus en un casete. Para ello es recomendable el armado 
de un molde alternativo “casero” más pequeño (Figura 4.2.1).       

d) Equipamiento de corte: Criostato vs. Micrótomo de rotación tipo Spencer 

Nuevamente aquí se presenta el caso de la balanza costos/beneficios. Quie-
nes han tenido la posibilidad de usar los dos medios más comunes de instru-
mental de corte lo saben. 

Por un lado, el Criostato presenta grandes ventajas frente al Micrótomo de 
rotación tipo Spencer (Figura 4.2.1). Si bien el paso de la descalcificación es 
el mismo, una vez realizado este paso, con el Criostato se pasa directamente 
al corte de los huesos. Es decir, no se precisa ni la deshidratación previa al 
corte, ni  a la tinción. Una vez descalcificada la muestra se incluye con un 
medio, que casi de forma instantánea se congela, en el interior del criostato 
y se procede inmediatamente el corte del hueso, para posteriormente pasar 
a la tinción directa con unas gotas de Hematoxilina. Por lo general, la selec-
ción de los cortes bajo lupa y el montaje directo en los portaobjetos se rea-
liza utilizando un medio permanente no soluble en xileno. En esta etapa es 
aconsejable poner los cortes teñidos en unas cápsulas de Petri con agua, para 
ayudar al viraje del colorante, mientras bajo lupa binocular se seleccionan 
para el montaje aquellos en los que se observa mayor hueso cortical, poca 
reabsorción ósea y GMs evidentes. 

Por la rapidez con que se obtienen resultados con el criostato, debido al me-
nor número de pasos en el corte  en comparación con el micrótomo rotatorio, 
es que es muy utilizado en laboratorios patológicos donde es preciso acelerar 
los tiempos para el diagnóstico que se requiera. 

La desventaja que existe es el costo de adquisición del instrumental. Es un 
equipamiento de importación, con precios en dólares, y que siempre superan 
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Figura 4.2.1:  Equipamiento para el 
procesamiento de los tejidos. Todas 
las fotografías incluídas en la figura 
fueron realizadas con el instrumen-
tal e insumos del “Laboratorio de 
Histología de la Asignatura Limno-
logía de la FACENA-UNNE” por el 
Lic. José Miguel Piñeiro, bajo la di-
rección del Dr. Federico Marangoni.
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los porcentajes máximos que se pueden utilizar en un proyecto de investi-
gación para la compra de este tipo de equipamiento (material inventariable). 
Con lo cual para un grupo en formación es una tarea titánica. 

Sin considerarla una desventaja, también esa rapidez con que se obtienen 
los resultados en el criostato, se traduce en una merma de la calidad de los 
cortes. Se puede observar mejores detalles y mayor nitidez con la metodo-
logía que se aplica usando un micrótomo rotatorio dado que los tejidos se 
tiñen y aclaran mejor. Esta es en sí, además de la reducción en la compra del 
equipamiento, mucho más accesible para cualquier laboratorio, una de las 
razones del porqué este tipo de micrótomo es el instrumental más utilizado 
en esqueletocronología. 

En la Caja 4.2.1 se ha compilado una serie de causas posibles de problemas 
diferentes que pueden surgir cuando se realizan cortes histológicos con el 
micrótomo rotatorio. 

e) Tinción, colorantes más utilizados 

Como en la mayoría de los estudios generales de histología, la Hematoxilina-
Eosina (H&E) suele ser el teñido de rutina. En el caso de la esqueletocrono-
logía, la hematoxilina de Harris se usa en el método regresivo. Este consiste 
en teñir todas las estructuras del tejido y luego someterlo a un proceso de 
decoloración controlada. En cambio, cuando se utiliza hematoxilina de Ma-
yer, el método es progresivo. La tinción progresiva consiste en obtener una 
coloración adecuada controlando el tiempo de la sección en el colorante, de 
modo que a más tiempo más coloración. Otra de las hematoxilinas común-
mente usada es la de Ehrlich o de Gill. 

Como recomendación para su uso es mantenerla en lugar seco y fresco, y 
filtrarla antes de su uso, valiéndose de un papel de filtro de café por ejemplo. 

f) Medios de montaje 

Para el caso del criostato, se utiliza un medio comercial cuya formulación 
es sólo conocida por sus fabricantes. En su reemplazo hemos tenido buenos 
resultados con el adhesivo sintético Voligoma®. Por otro lado, en el caso de 
realizar la técnica con el micrótomo rotatorio, el más común y permanente es 
el bálsamo de Canadá. Sin embargo, también es posible utilizar una solución 
1:1 de glicerina líquida y alcohol. Si bien esta última tiene la ventaja de ser 
más barata, es un medio de montaje no permanente. Por ello, transcurridos 
unos pocos días, se puede comenzar a observar decoloración de los tejidos. 
Por lo cual se recomienda realizar el fotografiado de las secciones de hueso, 
el mismo día o al día siguiente de realizar los cortes. 
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Caja 4.2.1 -  Problemas con cortes histológicos

CINTA PARTIDA O RASGUÑADA A LO LARGO
-Polvo o material indeseable en el filo de la cuchilla. 
-Calcio o cuerpos extraños en el tejido. 
-Partículas o Polvo en la parafina. 

CORTES GRUESOS Y DELGADOS
-Bloque muy grande para el micrótomo.
-Tornillos sueltos.
-Bloque o tejido muy duro para cortar. 
-Cuchilla oxidada.
-Grado de inclinación de la cuchilla insuficiente

COMPRESIÓN Y ARRUGAS
-Bloque o cuchillas calientes.
-Cuchilla muy vertical.
-Cortes muy finos.
-Tornillos del micrótomo sueltos.
-Cuchilla sin filo. 

CORTES CON AGUJEROS O PORCIONES 
FINAS Y GRUESAS
-Tejidos procesados incompletos.

CORTES INCOMPLETOS, SECOS O 
DEGRADADOS
-Procesamiento o infiltración incompletos.
-Parafina muy caliente al momento de infiltrar o 
incluir.

NO SE FORMAN CINTAS
-Cuchilla sin filo.
-Bloque muy caliente.
-Ángulo incorrecto de la cuchilla.
-Mecanismo del micrótomo suelto.
-Procesamiento incompleto. 

RASGUÑOS, LINEAS O FRACTURAS EN 
EL CORTE
-Polvo o cuerpos extraños en la parafina.
-Calcio o cuerpos extraños en el tejido.

CORTES DE TAMAÑO DESIGUAL
-Bloque inadecuadamente devastado.
-Bloque no alineado con la cuchilla.

CINTAS TORCIDAS O DESIGUALES
-Filo de la cuchilla irregular.
-Bloque y cuchilla no están paralelos. 
-Bloque no es rectangular o cuadrado.

Modificado de: Flores et al. 1996. Manual de histología. Asunción Paraguay, pp. 122
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g) Equipamiento para el fotografiado

Gracias al avance en la tecnología hoy podemos observar desde imponentes, 
costosos y calificados microscopios con cámaras fotográficas acopladas, has-
ta un simple soporte para realizar fotografías con cualquier teléfono equipa-
do con cámara directamente acoplado  al ocular. Es evidente que las funcio-
nalidades y las posibilidades que se abren teniendo un buen equipamiento 
no tienen discusión. Sin embargo, hay que mencionar que para el caso de 
obtener las fotomicrografías de los cortes de falanges, basta con un teléfono 
equipado con cámara y, como se indica a continuación, de un software para 
la posterior medición de las GMs. 

h) Medición de los cortes y calibración del instrumental

A lo largo de los años, y el paso por varios laboratorios, hemos observado 
que son muy pocos las casos en lo que se cuenta con un microscopio con cá-
mara acoplada y conectada a un software que esté bien calibrado en función 
de los distintos aumentos que se seleccionen para la obtención de las fotos. 
En muchos casos es necesario recurrir a la transformación de píxeles a micras 
u otras magnitudes, partiendo de una referencia de medida conocida, para 
calcular el tamaño del hueso. Estas medidas de referencias se pueden obte-
ner fotografiando, con cada uno de los objetivos que presente el microsco-
pio, un portaobjetos milimetrado que se puede comprar en las proveedoras 
científicas, a partir de fotografiar una cámara de Neubauer o directamente 
fotografiando un papel milimetrado. Con estas fotos de referencia se podrá 
calibrar los softwares a utilizar. Esto será el caso de no contar con uno ya 
calibrado en el laboratorio.  

Para la medición de los cortes, en la mayoría de los estudios se toma el diá-
metro del axis mayor y menor de la cavidad medular, de cada LAGs y del 
perímetro del hueso. Esto servirá para los posteriores análisis del tamaño del 
hueso y poder estimar los patrones de crecimiento de la especie en estudio. 

Siempre es aconsejable tomar como mínimo dos buenas fotos con el menor 
aumento en el que el corte sea visible en todo su contorno, las cuales servirán 
posteriormente para realizar las mediciones. Otras dos como mínimo, con el 
mayor aumento que el tamaño del corte lo permita, nos servirá para tener 
un buen detalle de la sección de hueso donde se analizarán las GMs y se 
estimará la edad. 

i) Interpretación de las GMs para las estimas de la edad y patrón de crecimiento 

Se podría decir que esta etapa, luego de la obtención de los datos, es la más 
importante de todas. Será la forma en que se interpretan los resultados ob-
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tenidos lo que dará mayor probabilidad de realizar una estimación segura 
de la edad. Claro que el lanzarse a la aplicación de la técnica, aprender sobre 
ella, y poder obtener buenos cortes es algo que se debe alentar a quienes 
se interesen en la ecología de anfibios y reptiles. Pero, no se debe olvidar 
proveer también el asesoramiento o el material bibliográfico que permita a 
los principiantes adquirir los conocimientos teóricos para luego poder in-
terpretar lo que observan en las fotografías de los cortes. En muchos casos 
el personal adiestrado en la técnica obtiene muy buenos cortes, pero no ha 
recibido la preparación previa suficiente para entender lo que observa bajo 
el microscopio e intenta sacar conclusión a tientas.   

Los procedimientos habituales que se siguen y aconsejan para la interpreta-
ción de los cortes son:

- Que las observaciones (o lectura de los cortes) se realicen de forma indepen-
diente por al menos dos personas. Esto garantiza que la estimación que cada 
uno realiza, no se verá condicionada por la interpretación de la otra persona. 

- Que ninguno de los dos observadores cuente con la información del sexo 
o tamaño del individuo del cual proceden las falanges que está observando. 
Conocer a priori esta información los convertiría en observadores subjetivos, 
partiendo que generalmente en los anfibios se ha demostrado que las hem-
bras alcanzan la madurez sexual en años posteriores a los machos, y que en 
algunos casos, el tamaño puede ser directamente proporcional a la edad. 
Como ejemplo, ante la duda si un animal tiene 3 o 4 años, se podría incurrir 
en el sesgo de optar por los 4 años al conocer con antelación que se trata de 
una hembra.    

- En una etapa posterior, ambos observadores contrastarán sus datos y de-
finirán, de forma conjunta, qué edad acuerdan en aquellos individuos que 
no hubo coincidencia en la estimación de la edad al analizarlo de forma in-
dependiente. La experiencia demuestra que esta instancia es muy enrique-
cedora, sobre todo cuando alguno de los dos observadores posee un mayor 
conocimiento en interpretación de los cortes y, como se indica más adelante, 
un buen conocimiento de la ecología de la especie en estudio. 

- Siempre se selecciona para la estimación de la edad, aquellos cortes que 
contengan la mayor cantidad de hueso cortical y menor cavidad medular 
(ver más abajo), como es el caso de aquellos cortes de las diáfisis de los hue-
sos largos donde se pueden observar las GMs. 

- Dentro de la variedad de cortes “buenos” que se pueden encontrar al atra-
vesar la diáfisis, siempre se recomienda seleccionar para la estimación de la 
edad aquellos cortes donde se observa la mayor cantidad de LAGs. Si bien 



4.2 Esqueletocronología 124

los estudios demuestran que la cantidad de LAGs, o por expresarlo de otra 
forma, la edad estimada en LAGs, no varía en función del corte de una u otra 
falange, u otro hueso largo del mismo individuo, es posible encontrar algún 
tipo de variación en la cantidad de LAGs observadas entre diferentes seccio-
nes de un mismo individuo, producto de un artefacto de la técnica. 

- Como ya se ha mencionado, es sumamente importante tener un conoci-
miento exhaustivo de la ecología en general, y particularmente de la biolo-
gía reproductiva de la especie en estudio. Es necesario saber cuáles son sus 
períodos de actividad reproductiva, períodos que está activo pero que no 
necesariamente esté en la búsqueda activa de pareja o en núcleos reproduc-
tivos  y los períodos de inactividad, sean hibernación o estivación. Como es 
sabido, existen especies que se reproducen en invierno y pasan el verano 
inactivos o viceversa. Por otro lado, también es muy importante conocer si 
dentro de un mismo año, una especie puede atravesar uno o dos periodos 
de actividad/inactividad, como es el caso de Triturus marmoratus(33).  Como 
se indicará a continuación en el párrafo de “Formación y cronología de las 
LAGs”, el desconocimiento de estos aspectos podría llevar a errores, por so-
bre o subestimación de la edad. 

Realizadas estas  las aclaraciones, las sugerencias para el procedimiento de 
identificar las GMs y estimar la edad son:

1) Identificación de las GMs.

2) Identificación de la línea de Metamorfosis.

3) Reabsorción endosteal e Identificación de la Línea de Reabsorción. 

4) Presencia de LAGs en el hueso endosteal.

5) LAGs suplementarias.

6) Consideración del perímetro de hueso como una LAGs.

1) Para identificar las GMs resulta sumamente necesario contar con el cono-
cimiento previo de lo que son las Zonas, Annuli, LAGs, y hacer una identifi-
cación de ellas como primera medida (Figura 4.2.2).

2) Se debe identificar  la Línea de Metamorfosis (LM, de aquí en más) para, 
luego,  expresar en qué porcentaje del total de individuos fue observada. La 
presencia de la LM garantiza que en el proceso de remodelación, la absor-
ción ósea, no ha degradado ninguna de las LAGs más internas. Es decir, 
aquellas que se formaron en los primeros años de vida de un individuo. Esto, 
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en el caso de ocurrir, podría llevar a una subestimación de la edad. 

Consecuentemente, la presencia de la LM también estará indicando los lí-
mites entre el hueso endosteal y el periosteo, siendo en este último donde se 
contarán las LAGs que se observan. Para la identificación a nivel histológico 
de la LM, el endosteo y periosteo, se sugiere la lectura de la bibliografía reco-
mendada en el siguiente punto (Figura 4.2.2).    

3) Como se ha comentado anteriormente, las LAGs depositadas en la región 
más interna del periosteo, es decir aquellas que se formaron durante los pri-
meros años de vida (generalmente la primera o segunda LAGs), pueden ser 
totalmente removidas durante la reabsorción perimedular del hueso endos-
teal. Este proceso de remodelación ósea, deja marcada una línea identifica-
ble, mayormente en adultos con mayor grado de hueso endosteal, por su 
contorno irregular que se tiñe menos intensamente que la LM. Esta línea es 
denominada por muchos autores como Línea de Reabsorción (LR, de aquí en 
más). En los casos donde puede observarse reabsorción ósea, la LR pasa a ser 
el límite entre el hueso endosteal y el periosteo, y no la LM que fuera remo-
vida en el proceso. Es preciso también mencionar que las causas próximas de 
la reabsorción no están muy bien entendidas hasta el momento, por lo que se 
sugiere la consulta de: Castanet y colaboradores(26), Hemelaar(27), Castanet & 
Smirina(4), Sinsch(28-30), Marangoni y colaboradores(31) (Figura 4.2.2).   

Figura 4.2.2:  Sección de falange de 
una hembra adulta de Physalaemus 
fernandezae teñida con Hematoxi-
lina de Ehrlich, donde se pueden 
observar tres LAGs en el periosteo 
(indicadas con flechas). mc: cavidad 
medular, eb: hueso endosteal, pbm: 
margen del periosteo.  Extraído de 
Marangoni  y colaboradores(19)
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4) Durante la osteogénesis, las Zonas se alternan con líneas que se tiñen in-
tensamente con Hematoxilina y representan periodos de detenimiento del 
crecimiento. Por tal motivo se las denomina LAGs, “Lines of Arrested Growth”, 
líneas de detenimiento o de descanso (“resting lines”), dado que unas pocas 
semanas sin ostegenesis es suficiente para inducir la deposición de las LAGs 
en anfibios(32). Castanet y colaboradores(26) las describen como “más translú-
cidas que las otras marcas, también son más refractarias y aparecen como la 
estructura ósea más brillante bajo luz polarizada” (sic) (Figura 4.2.2). En el 
apartado siguiente se aborda el origen de su formación y cronología. 

5) Al comenzar esta sección se hizo mención a la importancia que tiene, a la 
hora de realizar una estimación correcta de la edad por análisis de las GMs, 
el conocimiento exhaustivo de la biología reproductiva de la especie. Como 
se describe en el punto (4), las LAGs representan momentos en los que la os-
teogenesis se detiene, y si bien que las origina se analizará más adelante, está 
claro que estos periodos corresponden a momentos en los qué los individuos 
se encuentran inactivos, ya sea por inviernos fríos y/o secos (hibernación), o 
veranos calurosos y secos donde los cuerpos de agua para la reproducción 
desaparecen y los individuos permanecen en sus refugios (estivación). Tam-
bién, se adelanta para una mejor comprensión, que estas LAGs en la mayoría 
de los casos se forman anualmente, es decir porque los individuos tienen un 
solo periodo de inactividad por año, sea por hibernación o estivación. Sin 
embargo, la presencia de LAGs suplementarias que irrumpen la regla gene-
ral de “una LAGs por año”, es un caso que ocurre en un número importante 
de especies(8,27,33-35). En muchos de los casos esto es debido a dos periodos de 
inactividad/actividad en un mismo año, lo que lleva a la formación de dos 
LAGs por año. Es aquí donde toma relevancia la recomendación de conocer 
a priori la biología de la especie que se estudia a fin de poder interpretar co-
rrectamente este tipo de excepciones a la regla general cuando se presente. 

6)  Otro de los detalles abiertos al debate entre los herpetólogos que aplican 
la técnica esqueletocronológica para la estimación de la edad, es la conside-
ración o no del perímetro de hueso (es decir del borde exterior) como una 
LAGs. Es frecuente entre los observadores, que se opte por contar la canti-
dad de Zonas, es decir cuántos periodos de crecimiento tuvo el individuo, 
u optar por contar la cantidad de períodos de detenimiento del crecimiento, 
es decir, la cantidad de LAGs que se observan en la sección del hueso. Es 
en este último caso, donde se presenta la disyuntiva de considerar o no al 
perímetro como una LAG más. En este caso se debería considerar  dos cosas: 
en primer lugar, la fecha de captura, y en segundo lugar, e insistiendo en 
el conocimiento previo que se debe tener sobre la biología de la especie en 
estudio, saber si la fecha de captura fue en los días o meses anteriores a la 
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hibernación/estivación, o por el contrario los individuos se capturaron en un 
lapso de tiempo inmediato posterior a estos períodos. En la Figura 4.2.2, se 
observa cómo en el primer caso el perímetro se cuenta como una LAG más, 
y no se cuenta de ocurrir el segundo caso. 

Formación y cronología de las LAGs y validación del 
método 
Validación: 

Es importante, a la hora de realizar las interpretaciones correctas y poder 
discutir los resultados, detenerse a considerar las causas que originan la for-
mación de las GMs, y su periodicidad. La bibliografía es muy extensa (ver 
Sinsch28), y a pesar de haber estado en debate por varias décadas, hoy existe 
suficiente evidencia para afirmar que:

Los estudios soportan la hipótesis de Castanet y colaboradores(26) quienes 
sostienen que la formación de las LAGs es, en última instancia, causada por 
una base genética con un ritmo circanual, que bajo condiciones naturales se 
torna  sincrónica y reforzada con el ciclo estacional.

Para los anfibios sujetos a una marcada estacionalidad (cálido/frío o seco/
húmedo), el ciclo climático anual parece ser el factor ambiental más impor-
tante responsable de la periodicidad anual observada. 

Sin embargo, como se demostró en las últimas décadas, estudios realizados 
en especies tropicales y subtropicales, que viven en condiciones climáticas 
más o menos constantes a lo largo del año, o en condiciones estables de labo-
ratorio (ver seguidamente), las líneas se expresan de igual forma(12-25). 

La periodicidad de las LAGs es anual, con excepción de aquellas especies 
que pueden presentar un doble ciclo de actividad anual(8,27,33-35).

Ahora bien, en la práctica, para confirmar la confiabilidad del método es-
queletocronológico, se puede asumir esa periodicidad anual basada en las 
fuentes bibliográficas que la confirman en numerosas especies, o bien con-
firmarlo empíricamente para cada una de las especies de las cuales se quiera 
describir su estructura de edad y sus parámetros relacionados. 

Distintos acercamientos que se pueden utilizar y algunas consideraciones 
finales:

(i) Individuos de edad conocida

Se puede referir el caso del trabajo pionero de Schroeder y Baskett(36) quienes 
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marcaron 42 metamórficos de la rana toro (Lithobates catesbeianus), utilizando 
la técnica de toe-clipping(37). Se criaron por muchos años en sitios cercados, y 
posteriormente se pudo confirmar que el número de zonas o annulis marca-
das en el hueso pterigoideo, fueron iguales al número de años transcurridos 
desde el marcado de los metamórficos. 

(ii) Estudios de Marca-Recaptura en la naturaleza

(iia) Metamórficos: es posible, siguiendo lo realizado por Tejedo y colaborado-
res(38) realizar una marcado individual de anfibios metamorfoseándose en una 
charca, y dado su intensa filopatría, realizar recapturas en su regreso al cuer-
po de agua en años posteriores. Así, mediante el uso de la esqueletronología, 
confirmar la concordancia entre los años transcurridos desde la metamorfosis 
(cuando se los marcó) y la cantidad de líneas que se observa en los huesos.    

(iib) Adultos: esto implica la captura de adultos, de los cuales no se requiere 
conocer la edad a priori, sino simplemente observar la cantidad de líneas 
presentes en, por ejemplo, las falanges al momento de la captura. Posterior-
mente, cuando en años sucesivos se recapture el mismo individuo, se apli-
cará la técnica utilizando otra de sus falanges. Si la periodicidad es anual, el 
número de LAGs incrementadas entre la primera falange y segunda falange 
cortadas, se debería corresponder con los años transcurridos. 

(iii) Etiquetado fluorescente

Este método implica la introducción de marcas artificiales teñidas en el hueso 
en crecimiento y la realización de estudios de marca-recaptura. Estas marcas 
artificiales nos van a permitir observar el momento preciso de la deposición 
de las marcas y confirmar de esta manera su periodicidad. 

Sin lugar a dudas, al considerar las alternativas de validación del método 
mediante las opciones (i) y (ii), los investigadores se encuentran con algu-
nas problemáticas. Una de las que se resalta es el insignificante porcentaje 
de recapturas reportadas para anfibios cuando se marcan individuos en la 
naturaleza. Así, el esfuerzo en recursos humanos y financieros, relacionado 
a los resultados obtenidos, hace que estos métodos sean poco eficientes.  La-
mentablemente, en muy pocos casos es posible esperar el tiempo necesario 
para que los individuos marcados regresen a los cuerpos de agua, sea en 
uno, dos, o más años para poder validar el método y posteriormente publi-
car los resultados. 
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Validación del método en especies de Argentina
En anfibios de Argentina, existen en la actualidad solo tres trabajos publi-
cados que validaron el método en tres especies de anuros. Marangoni y co-
laboradores(16) criaron desde la metamorphosis (G-43, Gosner39) hasta cum-
plido un año de edad (desde el 15 de diciembre de 2006 al 15 de diciembre 
de 2007), siete individuos de Ceratophrys cranwelli y nueve de Dermatonotus 
muelleri, en los que se confirmó no solo la periodicidad anual de las GMs, 
sino también, la hipótesis de la base genética en la formación de la edad pro-
puesta por Castanet y colaboradores(26). Esto último basado en que los indi-
viduos fueron criados en condiciones constantes de laboratorio, eliminando 
cualquier influencia del ambiente, y los individuos permanecieron durante 
todo el año en actividad. A pesar de estas condiciones, las GMs se formaron 
en las falanges analizadas.  

López y colaboradores(21), capturaron ocho individuos adultos de Leptodac-
tylus luctator, realizaron el corte de la primera y segunda falange del segundo 
dedo del pie izquierdo y los mantuvieron en cautiverio durante un año (di-
ciembre de 2013 a enero de 2015). Los ocho ejemplares fueron divididos en 
dos grupos de cuatro individuos. Un grupo fue mantenido en condiciones 
estándares de laboratorio (25 ± 1°C; 12hs luz / 12hs oscuridad), eliminando 
cualquier influencia del ambiente. Mientras que el otro grupo fue mantenido 
en una habitación con menor temperatura (22 ± 1°C) y luz natural. Transcu-
rrido el año de cautiverio, realizaron el corte de la tercera falange del mismo 
dedo y se compararon las GMs al inicio y al final del cautiverio para los in-
dividuos. En los ocho ejemplares se observó la formación de una sola LAG 
tras el año de cautiverio, sin relacionarse con el grupo al que pertenecieran, 
confirmando también en esta especie la hipótesis de la base genética en la 
formación de las GMs propuesta por Castanet y colaboradores(26).

Recientemente, Piñeiro y colaboradores(24), utilizando la misma metodología 
propuesta por Marangoni y colaboradores(16), llegaron a las mismas conclu-
siones analizando en este caso individuos de Nyctimantis siemersi. 
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El estudio de la morfología de los organismos en un contexto evolutivo es 
anterior a Darwin en el sentido de que la idea de cambio a través del tiempo 
en animales y plantas se remonta a las antiguas escuelas de filosofía griega, 
hace más de 2.500 años(1, 2). De la observación de la morfología de los organis-
mos surgen preguntas y su estudio permite la interpretación de los procesos 
que producen el plan estructural de los organismos(1). En este sentido los 
anfibios resultan fascinantes por su diversidad de formas o morfologías(3). 

En estudios filogenéticos y taxonómicos, la utilidad de la morfología es ma-
nifiesta para la delimitación de caracteres. A pesar del auge de las filogenias 
moleculares en anfibios(4- 8), debido a la revolución tecnológica de secuencia-
ción de ADN a finales del siglo pasado, el estudio de caracteres morfológicos 
sigue siendo fundamental para la definición, delimitación y descripción de 
especies, debido en parte a que su observación es más directa y operacio-
nal(9). La morfología se ocupa centralmente de las propiedades emergentes 
de los organismos, las cuales los hacen mucho más que moléculas reducidas 
de sus partes(1). A pesar de haber sido conceptuada como no innovativa o 
“pasada de moda”, en los últimos años el rol de la morfología ha sido re-
dimensionado, no como una disciplina que brinda asistencia a otras, sino 
con un rol central, desarrollado en diferentes áreas de investigación como 
biología del desarrollo y la biología evolutiva (Evo-Devo), biomecánica, 
ecomorfología, morfología funcional, paleobiología(10,3). Es una de las pocas 
ciencias modernas que complementan el estudio de forma, función y evolu-
ción, aportando un enfoque holístico(1) e integrando organísmica, desarrollo 
y genética, contribuyendo de este modo a nuestra comprensión de patrones 
y procesos biológicos(3). 

El desarrollo de estas disciplinas morfológicas va acompañado con la aplica-
ción de nuevas técnicas (e.g. microtomografía computarizada que permite el 
procesamiento digital de imágenes, particularmente útil para especies escasas 
en colecciones, ya que es una técnica no invasiva) y herramientas metodológi-
cas (e.g. métodos comparados) que permiten observaciones a diferentes nive-
les de organización y análisis rigurosos de los datos, respectivamente.

Hay consideraciones para la colecta de material para estudios morfológicos 
que son comunes a cualquier monitoreo. Al momento de planificar un viaje 
de colecta es fundamental tener en cuenta los objetivos de nuestro estudio. 
Según estos objetivos, será la selección de especies a colectar y las localida-
des. Para definir las localidades son útiles los registros de publicaciones y 
base de datos de colecciones donde fueron anteriormente colectadas las es-
pecies. Una vez definido estos puntos se debe solicitar los permisos de colec-
ta teniendo en cuenta el tiempo que puede llevar este trámite, lo cual puede 
variar según las provincias donde se necesite realizarlos. Según los hábitos 
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o biología de las especies seleccionadas y las características del terreno se 
planificará la mejor época para la colecta. Por ejemplo, hay que considerar 
cuándo está presente la especie de acuerdo a sus hábitos reproductivos. 
También si el lugar es accesible en los meses de actividad de la especie; por 
ejemplo, algunas localidades de Telmatobius ceiorum (o alguna otra especie 
que vive en zonas de alta montaña) pueden resultar inaccesibles en épocas 
de lluvia debido a las crecientes de los ríos de montaña. En este sentido es 
muy útil, antes del viaje, contactar con personas locales, cuyo conocimiento 
del terreno facilita la planificación de la logística. En el caso de colecta de 
anuros adultos, que se hace principalmente durante la noche, es importante 
el contacto con la gente del lugar previamente a las salidas, porque la pre-
sencia de personas circulando de noche y con linternas puede resultar hostil. 
Adicionalmente es muy común que los sitios de reproducción sean estan-
ques o bebederos de ganados que están dentro de puestos o fincas privadas. 
Por esto un reconocimiento previo del terreno y pedido de autorización es 
imprescindible en muchos casos. 

Antes de salir de colecta, es recomendable identificar, durante el día, cuer-
pos de agua que puedan ser sitios de reproducción. La colecta en sí es muy 
sencilla, durante la noche se identifican los sitios escuchando el canto de los 
anuros, la captura es manual, se colocan los ejemplares en bolsas plásticas. 
Hay ambientes, e.g. Chaco Seco, donde después de una lluvia puede ocu-
rrir una “explosión” de especies y ejemplares reproduciéndose en un mismo 
charco. En estos casos hay que tener cuidado de no colocar ejemplares de 
gran tamaño con otros muy pequeños, que puedan aplastarlos. También hay 
que tener en cuenta que la toxicidad de las secreciones de la piel de algunas 
especies, e.g., Leptodactylus macrosternum, puede matar a otras especies. En 
síntesis, hay que tener el cuidado de que los ejemplares que se coloquen por 
bolsa estén con aire y espacio suficiente para mantenerse vivos. 

Los estudios ecomorfológicos y biomecánicos complementan los datos mor-
fológicos con datos ecológicos, por ejemplo, de microhábitats y/o modos lo-
comotores (ejemplos en anfibios anuros:11-16). Por eso es necesario registrar 
este tipo de datos, siendo la manera óptima organizarlos en planillas. Sin 
embargo, en muchos casos investigadores que están colectando con otros fi-
nes (por ejemplo, para un estudio biogeográfico), pueden no contar con estas 
planillas, lógicamente ya que no son su objetivo de estudio ni colecta. Aún 
así, es recomendable que estos datos se registren en los cuadernos de campo, 
y puedan depositarse en las colecciones. Por ejemplo, el registro de donde se 
encontraban los especímenes (agua, vegetación, tierra, etc.), actividad (am-
plexo, canto, etc.). Este tipo de datos es inexistente para muchas especies, y la 
observación directa del biólogo de campo es la fuente más valiosa para reca-
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bar esta información. Este tipo de planillas deben confeccionarse teniendo en 
cuenta los objetivos del estudio, pero deben ser flexibles para registrar todo 
tipo de datos que surgen en el campo y pueden ser útiles para interpretar los 
análisis morfológicos posteriores. A modo de ejemplo o sugerencias estos 
son algunos ítems que pueden tenerse en cuenta en las planillas:

Microhabitat: arbóreo (altura, características de la percha); terrestre (sobre 
tierra u hojarascas, en cuevas); acuático (charcos, lagunas, remansos, agua 
corriente, sumergido, superficie).

Sitio de amplexo, sitio de puestas, sitio de canto (teniendo en cuenta los 
microhábitats señalados anteriormente).

Actividad locomotora observada: salto largo, salto corto, natación, camina-
dor, excavación, trepadores. 

Breve descripción de movimientos de otras actividades, por ejemplo, ali-
mentación, acicalamiento.

Estos registros son complementados con videos y fotografías. Para estudios 
biomecánicos, las filmaciones se realizan en laboratorio, con los protocolos y 
diseños experimentales correspondientes (e.g.17-19). Sin embargo, el registro 
en el campo complementa esta información, y para esto es suficiente con un 
video captado desde un celular o cámara fotográfica común.  Para estudios 
taxonómicos los datos tomados en el campo también son de utilidad, ya que 
los rasgos biológicos pueden ser utilizados para definir especies (e.g., Lepto-
dactylus apepyta20). Otro carácter utilizado para estudios taxónomicos es la co-
loración en vida, que debe registrarse antes de la fijación del ejemplar (e.g.20).

Debido al auge de los estudios moleculares, es una práctica común de la 
colecta de material tomar compulsivamente muestras de tejido (fragmento 
de hígado o músculo), para secuenciación de ADN. Si los ejemplares son 
colectados para estudios anatómicos no debe tomarse estas muestras de los 
órganos a estudiar, ya que justamente el material estará estropeado para los 
estudios morfológicos. 

Si los ejemplares son juveniles, es decir entre metamórficos y adultos, es reco-
mendable identificarlos como tales. Normalmente en las colecciones se iden-
tifican las larvas y los adultos, y los ejemplares juveniles quedan inmersos 
en los lotes de adultos. Sin embargo, aunque normalmente son considerados 
una réplica a escala de los adultos, se diferencian en variados caracteres del 
estadio adulto, y estos estadios de desarrollo son objeto de estudio per se(21, 22).

Los ejemplares colectados son eutanizados con lidocaína o benzocaína, que 
puede venir en forma líquida o gel. Para la fijación de los ejemplares nor-
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malmente se utiliza formol 4 - 10%, ya que es un buen fijador de órganos y 
tejidos. Se fijan durante 24 hs o toda la noche. Esta fijación se emplea para 
técnicas anatómicas tradicionales, para tinción con anticuerpos convencio-
nal, para microtomografía computarizada. Pero algunas técnicas pueden re-
querir del uso de otros fijadores, esto debe tenerse en cuenta con antelación, 
y al campo debe llevarse los fijadores preparados. Por ejemplo, para histo-
logía las muestras son fijadas con formol bufferado (Formol 10 % en buffer 
fosfato, 0, 2 M a pH 7); para microscopía electrónica de transmisión en una 
solución buffer fosfato o tampón 0,1 mol L-1 con gluteraldehydo 2,5% y para-
formaldehydo 4%. 

Si los ejemplares colectados serán utilizados para realizar experimentos en 
laboratorio deben ser trasladados en condiciones adecuadas para que no lle-
guen estresados, en recipientes donde se conserven oxigenados y con tem-
peraturas óptimas (que puede variar según la procedencia y biología de las 
especies). En estos casos se recomienda, de ser posible, que los sitios de co-
lecta sean cercanos al laboratorio. 

Las técnicas para el procesamiento de los ejemplares dependen del sistema 
de órganos específico que se desee estudiar. A modo de ejemplo, para el estu-
dio del sistema nervioso, se utiliza Sudan Black B para teñir los nervios (ver 
técnica completa en23; 24), una recomendación es que la solución preparada 
esté madura o estacionada. Uno de los sistemas más comúnmente estudia-
dos es el sistema esquelético. Los huesos han resultado ser una fuente útil de 
caracteres para filogenias (e.g.25- 29), morfología funcional (e.g.14, 30), desarrollo 
(e.g.31- 34), y son la principal fuente de comparación con los fósiles (e.g.35-37). 
Para el estudio de esqueletos secos, generalmente empleado en especímenes 
de gran tamaño, se emplean técnicas para “esqueletos secos” (Figura 4.3.1). 
Para material fresco (que no haya sido fijado), un método es utilizar larvas 
de derméstidos (coleópteros); los ejemplares se colocan en el dermestario y 
puede ser untado con manteca para hacerlo más apetecible para los insectos. 
Otra técnica rápida consiste en lavados sucesivos con Hipoclorito de Sodio, 
alternados con lavados en agua corriente y controlando cada vez la limpieza 
parcial de los huesos(38). La concentración de lavandina debe ser controlada, 
teniendo en cuenta que, a mayor concentración, menor tiempo de inmersión 
de los especímenes. Una alternativa es ir pelando los ejemplares con bisturí 
y tijeras, y alternando con lavados con lavandina. Lo más práctico puede 
resultar combinar ambas técnicas: comenzar con los derméstidos y terminar 
con lavados de lavandina o agua oxigenada para limpiar detalles, como ori-
ficios o articulaciones. La desventaja de este procedimiento es que se pierden 
la información de las estructuras cartilaginosas.
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Para el estudio de huesos y cartílagos se utiliza la técnica de tinción diferencial 
para hueso y cartílago, con Alizarina Roja y Alcian Blue, respectivamente, y 
posterior diafanización de los músculos (ver la técnica completa en39-44), y con-
servación en glicerina (por esto se llaman “preparaciones húmedas”) (Figura 
4.3.2). Esta técnica es más apropiada para especies pequeñas. Para esta técnica, 
como para cualquiera que implique retirar las vísceras, hay que tener cuidado 
en no cortar o estropear el esternón cartilaginoso ventral al hacer la disección. 
Originalmente se proponía transparentar el tejido blando con tripsina (enzima 
que digiere proteínas)(45,46). La receta más ampliamente usada en anfibios en los 
laboratorios de nuestro país es la de Wassersug(40), para animales fijados con 
formol 10% y empleando para la diafanización de los músculos hidróxido de 
potasio (KOH), el cual es relativamente accesible en precio y disponibilidad. 
Si se reemplaza el KOH por tripsina, se pueden lograr resultados óptimos: los 
músculos quedan más transparentes (no amarillentos como con el KOH) y los 
ejemplares más turgentes (con el KOH pueden quedar más flácidos). Lamenta-
blemente la tripsina es muy costosa y no se consigue fácilmente en Argentina. 
Para el estudio de músculos y tendones, se emplea la misma técnica, pero sin 
el paso por el KOH para evitar la transparentación. Los músculos también 
pueden estudiarse mediante observación directa, tiñéndolos temporalmente 
con pinceladas de azul de metileno. 

Como fue mencionado, una alternativa para ejemplares que no puedan pre-
parase con técnicas invasivas es la Micro Tomografía Computarizada (Mi-
cro-CT) es un método de análisis por rayos X donde se representa la imagen 
interna y externa de un objeto en 3D. Es el mismo método usado en medicina 
con los escáneres CT, pero a una escala mucho más pequeña y con una reso-
lución mucho más alta, realmente lo que se llega a representar es una imagen 
microscópica en 3D. Una alternativa sino se dispone de los recursos para 
obtener estas imágenes, es realizar radiografías convencionales, para las cua-

Figura 4.3.1. Preparado de esqueleto 
seco, cráneo en vista dorsal (izquier-
da) y ventral (derecha) de Leptodac-
tylus savagei (USNM 297785). Foto: 
M. L. Ponssa.
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les son útiles los equipos de odontólogos (por el tamaño de las muestras) 
(Figura 4.3.3). La desventaja es que se pierden muchos detalles, pero pueden 
complementarse con transparencias.

Figura 4.3.2. Preparado de esqueleto 
con tinción diferencial para hueso y 
cartílago y posterior diafanización. 
Cráneo con detalle de cartílagos 
nasales (izquierda), mandíbula in-
ferior, hioides y cartílagos cricoides 
y aritenoides (derecha) de Leptodac-
tylus macrosternum (FML 12097). 
Foto: M. L. Ponssa.

Figura 4.3.3. Radiografía de Scythro-
phrys sawayae (USNM 137658). Foto: 
M. L. Ponssa.
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El conocimiento básico sobre las características de las especies, como los in-
volucrados en el comportamiento, la ecología o la distribución, son un ele-
mento clave para ayudar a múltiples disciplinas en la investigación científi-
ca(1). Es así que las pruebas de hipótesis, el diseño experimental, los estudios 
de observación o el modelado en distintas ramas de la biología se basan fuer-
temente en la información de la historia natural de cada especie(2,3).   

Las señales acústicas tienen una gran utilidad taxonómica en varios grupos 
de animales(4,5,6) y son fundamentales en la comunicación de individuos de la 
misma especie. La forma de las señales de la comunicación acústica depende 
de varios factores relacionados con la información que transmitan, por ejem-
plo: con las características del emisor, del receptor y del ambiente(7,8,9), como 
también de procesos biológicos y sociobiológicos(10). Por otra parte, el estudio 
de la comunicación vocal en anuros ha servido durante mucho tiempo como 
un parámetro modelo para comprender la evolución de los sistemas senso-
riales y los mecanismos subyacentes(11).

Diversas características del canto de los anuros pueden influir en la selección 
sexual, entre ellas la intensidad, la tasa de emisión, la duración, el tono y los 
patrones temporales de interacción entre machos. Adicionalmente, toda la 
maquinaria morfológica (por ejemplo, sacos vocales, Figura 4.4.1), fisioló-
gica y bioquímica involucrada en la producción de sonidos, se moldea por 
selección sexual. 

En el campo de la bioacústica existe diversidad de estudios relacionados 
con el comportamiento vocal de los anuros(12-20) con la ecología(21,22), la evolu-
ción(23-27), y con aspectos fisiológicos(28-31). La aplicación de análisis bioacústi-
cos comparativos a nivel mundial, ha resultado en el descubrimiento de mu-
chas especies de anuros morfológicamente crípticas durante el último tercio 
del siglo XX y en consecuencia, en un aumento del número de especies(32-34).

Adicionalmente, los estudios bioacústicos permiten determinar el movi-
miento de los individuos, la identificación automática de especies sin ne-
cesidad de verlas directamente, la estimación de la actividad reproductiva 
diaria, estacional y anual, como también permiten realizar una evaluación 
rápida de la diversidad de anfibios de un determinado lugar. Esto último, 
de realizarse a largo plazo, permite, sin necesidad de colectar especímenes, 
o reduciendo al mínimo las colectas, analizar fluctuaciones en la diversidad 
de especies a lo largo del tiempo, generando bases de datos bioacústicos de 
vital importancia al momento de analizar cambios asociados, por ejemplo, 
a modificaciones antrópicas u otras que puedan reducir y eventualmente 
incrementar la riqueza y diversidad de especies en un determinado sitio. 
Asimismo, las comparaciones de los cantos de advertencia inter e intraespe-
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cíficos también han sido utilizados para analizar la influencia de la variación 
geográfica (dialectos), y el establecimiento de patrones filogenéticos(26). 

Debido a que el costo energético de emitir señales vocales en muchas espe-
cies es bastante alto, la selección debe favorecer los mecanismos para aumen-
tar la eficiencia de la producción y transmisión del sonido, permitiéndole de 
esta manera a los individuos mantener las reservas energéticas mientras se 
maximiza la emisión de señales acústicas(11).

El alto costo energético de la emisión del canto probablemente explique la 
existencia de coros relativamente cortos de muchos machos(35), que ejercen 
fuertes presiones selectivas sobre sus competidores y permiten atraer, en un 
lapso corto de tiempo a las hembras, estrategia denominada fonotaxia. Sin 
embargo, en algunas especies de anfibios el costo energético de cantar por 
la noche es menor, por lo que pueden extender el período de vocalizaciones 
corales durante varios meses(36,37) incrementando así las probabilidades de 
éxito en el apareamiento. Los cantos pueden variar sustancialmente en am-
plitud, duración y estructura de frecuencia, lo que afecta la distancia que 
recorre el sonido en el entorno y la facilidad con la que el receptor puede 
localizar la posición del emisor(38,39). 

Figura 4.4.1. Sacos vocales dobles 
involucrados en la vocalización de 
Trachycephalus typhonius. Foto: P. 
Peltzer.
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Las especies de anuros se caracterizan por emitir señales con una estructu-
ra acústica básica cuya variabilidad depende de numerosos factores, por lo 
que es probable que diferentes condiciones ambientales interfieran en cier-
tas propiedades estructurales del canto de manera constante(40-43). Además, 
las propiedades del canto de los anuros están influenciadas por factores 
ambientales como el fotoperíodo, la humedad relativa y la temperatura del 
ambiente(44-47); por esto, es sumamente importante que al realizar análisis 
bioacústicos se consideren y exploren cuali y cuantitativamente los posi-
bles efectos del mayor número posible de variables ambientales, especial-
mente la temperatura, la humedad, la presión atmosférica, el fotoperíodo, 
la intensidad del viento y las precipitaciones, la densidad de la vegetación 
circundante, el tipo de sustrato, entre otros, sobre las diferentes variables 
acústicas. 

Clasificación de las vocalizaciones en Anuros

Estructura. Los sonidos emitidos por los anuros pueden ser clasificados de 
acuerdo a su estructura temporal, espectral (frecuencias) y al número y com-
plejidad de los elementos que lo componen, a partir del uso de herramien-
tas de análisis tales como oscilogramas y espectrogramas (ver Caja 4.4.1 y 
Figura 4.4.2). Siguiendo la terminología de la revisión realizada por Köhler 
y colaboradores(48), la clasificación de las vocalizaciones de acuerdo a su es-
tructura se resume en aquellas que se componen de:

Notas pulsadas: compuesta por una repetición de pulsos bien definidos, a 
menudo con un espaciado, intensidad y frecuencia regulares. También de-
nominada tren de pulsos (Figura 4.4.2A).

Notas no pulsadas: Dentro de esta categoría se incluyen los sonidos tonales 
y los pulsátiles: a) Tonales: contienen un único componente de frecuencia 
en cualquier instante de tiempo, aunque la frecuencia o la amplitud pue-
dan variar a través del tiempo por modulación. Las vocalizaciones de este 
tipo se escuchan como silbidos, o como “clics” si las notas son muy cortas. 
La mayoría de los anuros con cantos tonales presentan armónicos, que son 
componentes de frecuencia de la señal que se caracterizan por ser múlti-
plos enteros de la frecuencia fundamental (ver Caja 4.4.1; Figura 4.4.2B); b) 
Pulsátiles: presentan una rápida modulación de amplitud alternante, pero, 
generalmente, sin picos de energía discretos que puedan reconocerse in-
equívocamente como pulsos. No es posible hacer un recuento claro de los 
pulsos (Figura 4.4.2C). 



4.4 Estudios  bioacústicos 146

Caja 4.4.1 - Terminología básica utilizada en bioacústica de anuros

Notas: Unidades de sonido temporalmente discretas, separadas por intervalos cortos de 
tiempo, en relación a la longitud total del canto. Los cantos pueden estar conformados por 
una única nota o por varias notas (multinota).

Pulso: Físicamente, es definido como un tren de ondas simple, producido por una única 
liberación o impulso de energía, separado en el tiempo de otros pulsos por una signifi-
cativa reducción de la amplitud. Por las características intrínsecas de las vocalizaciones 
de los anuros, esta reducción de amplitud entre pulsos raramente se traduce en silencios 
totales.

Frecuencia: Número de ciclos de oscilación de las ondas sonoras por unidad de tiempo. 
La unidad utilizada para la medición de los ciclos por segundo es el Hertz o Hercio (Hz) 
o kiloHertz (kHz; equivalente a 1000 Hz). El sonido audible está definido en relación a la 
percepción humana entre los 20 y los 20000 Hz. Por debajo de este umbral se denomina 
infrasonido y por encima ultrasonido.

Amplitud: Diferencia entre la presión máxima (pico de la onda sonora) y la presión 
ambiental. Proporcional a la intensidad del sonido.

Oscilograma: Representación visual de un sonido, que muestra los cambios en la am-
plitud a lo largo del tiempo.

Espectrograma: Representación visual de un sonido, mostrando la frecuencia y la am-
plitud del sonido a lo largo del tiempo. También denominado como audiospectrograma o 
sonograma.

Espectro de frecuencia (power spectrum): Representación visual de un sonido, mos-
trando la amplitud relativa de cada componente de frecuencia. La frecuencia basal del 
canto es denominada frecuencia fundamental. A menudo se corresponde también con 
la frecuencia dominante (frecuencia con mayor concentración de energía en el espectro), 
aunque muchas veces el pico de mayor intensidad puede darse en algunos de los armóni-
cos del canto (múltiplos de la frecuencia fundamental).

Definiciones siguiendo a Toledo et al.(52) y Köhler et al.(48). Imagen extraída de Steinmann 
y Grenat. COMPORTAMIENTO ANIMAL REPRODUCTIVO: un enfoque evolutivo (53)
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De acuerdo al número y complejidad de los elementos que componen el can-
to, se reconocen: 

Cantos simples: formados por un único elemento o nota, o por un grupo de 
notas de estructura similar (Figura 4.4.2A-C). 

Cantos compuestos o complejos: presentan más de una nota, que difieren 
en cuanto a su estructura temporal y/o espectral (Figura 4.4.2D).

Función. Los anuros pueden generar distintos sonidos según el contexto en 
el que se encuentren. En general, las vocalizaciones de los anuros transmi-
ten información sobre: ubicación; tamaño corporal del individuo; identidad 
individual; estado reproductivo individual (receptivo: cantos de aparea-
miento o cortejo, no receptivo: canto de liberación); motivación agresiva o 
interacciones depredador-presa(18,49-51). Toledo y colaboradores(52) relevaron 
la información disponible sobre los tipos de canto reconocidos, basados en 
su significancia biológica, y los subdividieron en tres categorías de acuer-
do al contexto social en el cual fueron observados: reproductivos, agresivos 
y defensivos (Tabla 4.4.1). Mientras que los cantos agresivos suelen estar 
siempre asociados a eventos reproductivos, los cantos defensivos son adap-
taciones para prevenir la depredación(52). Köhler y colaboradores(48) sugieren 
además una nueva categoría, los cantos de alimentación (feeding call) que 
refieren a los sonidos emitidos por los renacuajos y juveniles de algunas es-
pecies en ese contexto.

Figura 4.4.2. Tipos de vocalizacio-
nes en anuros según su estructura 
temporal y espectral. Oscilograma y 
espectrograma de: (A) canto simple 
pulsado de Odontophrynus ameri-
canus; (B) serie de dos cantos simples 
tonales de Leptodactylus latinasus; (C) 
serie de dos cantos simples pulsáti-
les de Scinax nasicus; (D) canto com-
puesto o complejo de Melanophry-
niscus stelzneri, con series de notas 
tonales en la primer mitad del canto 
y un tren de pulsos en la segunda 
mitad. Imagen extraída y modifica-
da de Steinmann y Grenat(53).
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Tipo Nombre Contexto

Reproductivos 
(cantos)

Advertencia o 
apareamiento 
(Adver t i s ement 
call)

Durante la temporada de apareamiento. 
Atracción de pareja y segregación de otros 
machos competidores. Transmiten informa-
ción sobre la identidad específica, la recep-
tividad sexual, la posición, el tamaño y, en 
algunos casos, la identidad individual de 
los machos en un coro. Puede actuar en la 
orientación de ambos sexos hacia los sitios de 
reproducción, en la formación de agregacio-
nes reproductivas, y en la discriminación de 
sexos. Actúa como un importante mecanis-
mo de aislamiento pre-reproductivo entre es-
pecies, resultando un elemento de alto valor 
taxonómico. Es el tipo de vocalización más 
comúnmente estudiada.

Cortejo 
(Courtship call)

Comunicación entre machos y hembras a cor-
ta distancia, previo al amplexo. Podría esti-
mular y orientar a las hembras.

Amplexo 
(Amplectant call)

Durante el amplexo, podría estimular la libe-
ración de huevos.

Liberación 
(Release call)

Cuando un individuo no receptivo es am-
plexado. Comúnmente se produce entre dos 
machos. A menudo acompañado por una vi-
bración corporal. Tiene valor taxonómico.

Liberación 
post-ovoposición

Emitido por el macho, durante el amplexo, 
después de la oviposición y antes de la libe-
ración de la hembra.

Lluvia 
(Rain call)

Provocados por cambios climáticos, en con-
diciones de alta humedad ambiente, incluso 
fuera del período reproductivo (ej. durante el 
día, para especies nocturnas). Función desco-
nocida.

Agresivos 
(cantos)

Territorial 
(Territorial call)

Defensa de un territorio sobre machos co- o 
heteroespecíficos (principalmente en espe-
cies territoriales).

Encuentro 
(Encounter call)

Encuentro a corta distancia entre por lo me-
nos dos machos.

Lucha 
(Fighting call)

Durante un combate físico entre machos.

Alarma 
(Alarm scream)

Cuando un individuo es sorprendido por 
un depredador potencial y huye gritando o 
cuando es presa de un depredador; su ob-
jetivo es alarmar a sus congéneres sobre la 
presencia de un depredador; puede evitar la 
depredación.

Tabla 4.4.1. Clasificación y contexto 
en los cuales se emiten diferentes ti-
pos de vocalizaciones reportadas en 
especies de anuros. Extraído y modi-
ficado de Toledo et al.(52).
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Materiales y métodos necesarios en estudios de 
vocalizaciones
Metodología general de grabación

Al llegar a un sitio de muestreo y previo a la grabación, es recomendable re-
gistrar datos importantes de lugar, fecha, hora, ubicación geográfica, detalles 
del hábitat y del contexto (qué especies están presentes, si vocalizan en coros, 
caracterización del sitio reproductivo, etc.).

Si se va a trabajar con vocalizaciones de individuos focales (estudios taxonó-
micos, evolutivos, comportamentales, etc.), es aconsejable poder acercarse 
lo suficiente al sitio de canto, para individualizar al ejemplar que será re-
gistrado o al menos su posición relativa, siempre intentando no perturbar 
su comportamiento. La distancia de grabación debería ser no mayor a 1-1,5 
mts y no menor a los 50 cm para no influir en el comportamiento del ani-
mal y evitar la saturación del audio. Esta distancia dependerá también del 
tipo de micrófono que estemos utilizando y su capacidad de reducir el ruido 
ambiente. El tiempo de grabación debería ser suficiente para obtener series 
de 10 a 20 cantos (grabaciones continuas sin cortes intermedios), para ase-
gurar un número adecuado de cantos limpios y sin solapamientos, para su 
posterior análisis. Al finalizar cada registro y antes de dar por finalizada la 
grabación, es recomendable mencionar información básica como: día, hora, 
temperatura, especie, sitio o cualquier otra información que sea relevante 
para el estudio y ayuden a contextualizar el tipo de emisión, por ejemplo: 
presencia y distancia de otros machos, depredadores, etc. Esto ayudará a or-
ganizar y almacenar los archivos con exactitud, evitando confusiones entre 
registros en aquellos casos en que se realicen múltiples grabaciones en una 
misma jornada a una especie en particular.  

Posteriormente a la grabación, es recomendada la captura del individuo 
(para medición de largo corporal y peso) y el registro de la temperatura (agua 
o aire, dependiendo del sitio de canto) y/o corporal. En estudios que requie-
ran el registro de varios individuos o coros en un mismo momento (moni-
toreo de diversidad, utilización del espacio acústico, etc.) pueden utilizarse 

D e f e n s i v o s 
(gritos)

Angustia 
(Distress scream)

Durante el sometimiento por parte de un de-
predador, puede evitar la depredación. Pue-
de ser producido por machos y hembras.

Aviso 
(Warning scream)

Durante el acercamiento de un posible de-
predador, puede advertir al depredador so-
bre cualquier riesgo ofrecido por el anuro. 
Puede ser producido por machos y hembras.
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grabadores con micrófonos omnidireccionales para captar mejor el paisaje 
acústico. Si fuera posible, en estos estudios, la utilización de grabadores au-
tomatizados (GDA) es ampliamente recomendado (ver Sección 3.4 Monito-
reo acústico pasivo).

Ya en el laboratorio, resulta útil establecer una metodología para nombrar y 
archivar cada registro. Si bien esto dependerá de los objetivos de cada inves-
tigación, un ejemplo es la combinación de especie+fecha+sitio+número de 
grabación, ej: Lb25092018S3G4.wav (Leptodactylus bufonius, 25/09/2018, Sitio 
3, Grabación 4). Una vez asignado el nombre puede incorporarse al cuader-
no de campo junto a sus datos asociados.

Instrumentos de grabación

Una parte importante del diseño del estudio es establecer el tipo y especifici-
dad del equipo de grabación que mejor se adapte a los objetivos planteados. 
En todos los casos es recomendable el uso de un equipo de grabación que 
permita el mayor detalle posible. La mayoría de las especies de anuros vo-
calizan dentro del rango audible (20Hz y 20000Hz), por lo que un requisito 
mínimo es que la combinación micrófono-grabador cubra un rango similar 
de frecuencia (frequency response), lo más uniforme y plana posible, de al me-
nos 60 a 16000 Hz(48). Otras características recomendables de un grabador 
son: i) posibilidad de ajuste manual del nivel de grabación; ii) entradas para 
conexión de micrófonos externos (recomendado del tipo XLR); iii) almacena-
miento de archivos de sonido digital en formatos sin compresión como WAV 
o AIFF (debe evitarse el almacenamiento en formatos de sonido comprimido 
como MP3); iv) construcción sólida y tamaño adecuado, para soportar con-
diciones de campo complejas y permitir una manipulación cómoda; v) po-
sibilidad de combinar baterías internas y externas que aumenten el tiempo 
de uso. Entre las marcas de grabadores más reconocidas y utilizadas para 
bioacústica se pueden reconocer a Marantz®, Tascam®, Sony®, Roland®, 
SoundDevices®, Olympus® y Zoom®. En los siguientes enlaces, correspon-
dientes al sitio web Avisoft Bioacoustics®, se encuentran comparaciones en-
tre diferentes grabadores digitales que pueden ser útiles a la hora de valorar 
los diferentes equipos:

http://www.avisoft.com/tutorials/sound-recording-in-the-field/; 

http://www.avisoft.com/recorder-tests/

En cuanto a los micrófonos, la mayoría de los grabadores de las marcas 
nombradas anteriormente poseen micrófonos integrados de buena calidad, 
aunque el uso de micrófonos externos es siempre recomendado. Una de las 
características básicas de los micrófonos es su direccionalidad. En este sen-
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tido se podría optar por micrófonos direccionales (que registran el sonido 
frontal, disminuyendo los sonidos laterales) u omnidireccionales (que captan 
sonidos desde cualquier dirección), dependiendo del tipo de registro que sea 
requerido. Si nuestro estudio requiere grabaciones de individuos focales en 
un ambiente ruidoso como puede ser un coro, entonces la mejor elección es 
un micrófono direccional, mientras que sí lo que necesitamos es el registro 
de coros para determinar las especies presentes en una comunidad, un mi-
crófono omnidireccional sería más adecuado(54).

Ejemplos de metodologías e instrumental según tipo de lugar o sitio

Los sonidos varían con el tipo de ambiente, el relieve, viento, temperatura y 
humedad, siendo estos una propiedad dinámica de todos los paisajes.  Por 
otro lado, los paisajes urbanos, están dominados por sonidos producidos por 
el ser humano por una variedad de fuentes, como vehículos, máquinas, si-
renas, etc.(55).

A partir de esto, es necesario entender que en estudios bioacústicos no es 
conveniente utilizar la misma metodología en todos los tipos de ambientes, 
ya que la transmisión de las señales acústicas puede verse interferida por 
cualquier elemento de su configuración donde se emite. En la Tabla 4.4.2, 
se resumen los ambientes mayormente estudiados, así como ejemplos de 
los instrumentos y métodos aplicados por diferentes investigadores en cada 
uno.  

Variables a tener en cuenta durante la grabación. Al trabajar con señales 
acústicas es necesario tener en cuenta los factores que pueden causar varia-
ciones en las vocalizaciones y que pueden influir no solo en la fiabilidad de 
los registros sino también en los resultados y conclusiones posteriores (Ta-
bla 4.4.3) (ej.41, 49, 50, 56-66).

Antecedentes en Argentina

De acuerdo a lo anteriormente mencionado, la bioacústica se basa en el 
conocimiento científico de las señales y, básicamente, en las descripciones 
cuantitativas y cualitativas de las vocalizaciones de diferentes especies. Sin 
embargo, esta tarea está lejos de completarse, especialmente en las regio-
nes tropicales, que albergan la mayor parte de la diversidad de especies de 
anfibios del planeta(67-69). Las descripciones de las señales acústicas en anu-
ros a menudo son acotadas en información y generalmente se limitan a las 
comparaciones entre taxones estrechamente relacionados(70). En este sentido, 
los metadatos relacionados con las condiciones ambientales, el contexto con-
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Tipo de 
ambiente

Materiales de 
grabación

Metodología general

Cultivos 
o 
pastizales

Grabador 
analógico 

conectado a 
micrófono 

unidireccional

Ubicar el micrófono a una distancia <50 cm del in-
dividuo a grabar o lo más cerca posible sin objetos 
interferentes para aumentar la relación señal-rui-
do (107). Se considera como excelente una relación 
S-R de 20 - 30 dB. Registrar el sonido durante 3 mi-
nutos o hasta completar 20-30 cantos(54). 

Grabador 
automático con 

micrófono 
omnidireccional

El grabador se debe montar sobre un soporte de 
madera a aproximadamente 1,5 m sobre el suelo 
con una distancia de 100-200 m o de acuerdo a la 
extensión del sitio. Posteriormente programar las 
grabaciones que se sugiere deben tener una dura-
ción de 3 min en diferentes horarios de acuerdo al 
objetivo del estudio(108).

Ambientes 
boscosos, 
selváticos 
o monte

Grabadoras 
autónomas 

(teléfonos celu-
lares conectadas 

a micrófonos)

 Grabadores 
automáticos con 
micrófono om-
nidireccional

 Grabadores 
digitales conec-
tados a micró-
fonos uni- u 

omnidireccio-
nales.

Los grabadores deben ubicarse a una distancia de 
200 - 300 m entre sí con el micrófono direcciona-
do hacia abajo a una altura de aproximadamente 
2 m(109,110). Como en todos los casos es importante 
ubicar los dispositivos lo más cercano posible a la 
fuente emisora de sonido para aumentar y mejorar 
la relación señal-ruido. 
De acuerdo al objetivo del estudio, los micrófonos 
pueden estar ubicados a 1m o a 50 m de el/los in-
dividuos que cantan(111,112) para obtener entre 10-20 
cantos.

Estanques 
o cuerpos 
de agua

Grabadores 
automáticos 

con micrófonos 
unidireccionales 
u omnidireccio-

nales.

Los grabadores automáticos se instalarán a 1,5 m 
sobre el suelo, a una distancia que variará según el 
diámetro del estanque o de los cuerpos de agua. 
Estos dispositivos pueden programarse para rea-
lizar grabaciones constantes (formato WAV) en pe-
ríodos de tiempo definidos previamente (minutos, 
horas, etc.) durante diferentes momentos del día, 
semanas o meses(113).

Grabadores 
digitales con 

micrófono inter-
no o unidirec-

cional.

Hidrófonos

Los grabadores digitales con cualquiera de las va-
riantes de micrófonos se ubicaran a aprox 1.5 m del 
individuo emisor durante 3-5 minutos(114,115).

El hidrófono es un sistema de grabación subacuá-
tica que se fija a un flotador, se coloca aproximada-
mente en el centro del estanque o cuerpo de agua 
de manera que cuelgue a la mitad de la profundi-
dad del agua, y puede registrar todas las llamadas 
emitidas(116).

Tabla 4.4.2. Metodologías generales 
en estudios bioacústicos de acuerdo 
a la estructuración del ambiente.
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ductual y/o los procedimientos metodológicos pueden ser precisos o estar 
ausentes en muchos estudios vocales descriptivos(48,71). Por lo que se sugiere 
la lectura de la reciente guía para la descripción de llamadas de los anuros(48).

En Argentina, existe una variedad de trabajos que hacen referencia a los dife-
rentes tipos de cantos que emiten los anuros que se encuentran ampliamente 
distribuidos en nuestro país. Una de las vocalizaciones que ha sido descripta 
en varias especies son los cantos de advertencia. Para citar algunos ejem-
plos, en la familia Leptodactylidae, en Leptodactylus furnarius se ha reportado 
su canto como una sola nota repetida regularmente(72); mientras que para 
Physalaemus cuqui se demostró la presencia de un largo gemido trinado y 7 u 
8 armónicos(73). En la familia Hylidae, para Boana cordobae se ha descripto un 
canto del tipo tonal no pulsado formado por aproximadamente 4 notas(43), 
que puede presentar variación geográfica con cantos constituidos por 5 no-
tas(64). Dentro de la misma familia, Dendropsophus nanus presenta dos tipos de 
notas pulsadas en su canto, ambas con frecuencias dominantes similares(74), 
mientras que Nyctimantis siemersi posee cantos muy variables en duración, 
número de notas y se describe su posible sincronización de dúos evitando 
la superposición de notas(75). En el microhylido Elachistocleis haroi, se reportó 
un canto compuesto por un largo y agudo trino en relación a otras especies 
del mismo género(76). También en la familia Bufonidae, se ha reportado para 
Melanophryniscus cupreuscapularis emisiones aisladas, generalmente agrupa-
das, seguidas por un rápido vibrato, presentando similitudes con el resto de 
especies del grupo M. stelzneri(77). 

Otros trabajos han estudiado la variación geográfica en parámetros estructu-
rales del canto de advertencia. En B. pulchella se reportó una variación en la 
duración de las notas, frecuencias dominantes y tasas de emisión del canto 
entre poblaciones de Córdoba y Buenos Aires(78), Physalemus biligonigerus(60) 
mostró diferencias significativas en todos los parámetros de su canto en cin-
co poblaciones de la provincia de Córdoba y también se reportaron diferen-
cias entre el canto de B. cordobae y B. pulchella en la misma provincia(64). Por 
otro lado, se ha estudiado el efecto de la destrucción y fragmentación de 
hábitat(79-82) y del ruido antropogénico en especies como Scinax nasicus(66) y 

Ambientes 
urbanos 
con pre-
sencia de 
ruido 
antropogé-
nico

Grabadores 
digitales con 
micrófonos 

unidireccionales 
o de escopeta.

Medidor de 
nivel de sonido 

(sonómetro)

Ubicar el micrófono a una distancia de 50-100 
cm del individuo emisor durante 3-5 minutos. Se 
medirá la amplitud del ruido a 50- 00 m del foco 
emisor de tales señales(65, 66). En este tipo de trabajo 
también son recomendados los experimentos con 
playback(117).
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Factores Efectos

Ambiental

Temperatura

Al ser animales ectotermos, los cambios de temperatura 
en el ambiente pueden generar cambios en la estructura 
temporal del canto. (ej. a temperaturas bajas, los cantos 
pulsados son más lentos o de mayor duración, mientras 
que a temperaturas elevadas son más rápidos o cortos). 
Los registros acústicos deben estar asociados con datos 
de temperatura del agua y/o aire dependiendo del sitio 
de canto del individuo.

Tamaño 
corporal

En general existe una relación inversa entre el tama-
ño del cuerpo y la masa de las cuerdas vocales con 
la frecuencia, siendo los machos de mayor tamaño los 
que cantan con una frecuencia dominante más baja. 
Es recomendable la medición del tamaño corporal y 
peso del individuo registrado, con el fin de analizar 
esta relación.

Contexto 
social

Motivación

La distribución temporal de los cantos puede mostrar 
una notable variación intra e interespecífica, depen-
diendo de las características comportamentales de las 
especies (ej. reproducción explosiva o prolongada, es-
fuerzo y regularidad de los cantos dentro de una mis-
ma noche), y del contexto en el que se encuentran los 
individuos (ej. mayor motivación en coros).

Interacciones 
en coros

Los individuos a menudo ajustan el tiempo y núme-
ro de cantos en respuesta a otros machos del coro.  A 
mayor competencia, mayor es el cambio esperado en 
el canto. Puede ser complicada la diferenciación clara 
de distintos tipos de vocalizaciones que pueden emitir 
los individuos en este contexto.

Natural y/o 
antrópico

Los sonidos naturales o geofónicos (ej: arroyos, viento, 
lluvia, otros animales) y de origen antrópico interfie-
ren en la comunicación de los anfibios. Estos contextos 
de ruido pueden generar enmascaramiento y dete-
rioro en la recepción y reconocimiento de las señales. 
Muchas especies de anuros expuestas a ambientes 
de ruido muestran modificación de sus señales para 
compensar los altos niveles de ruido ambiental (ej. va-
riación de la frecuencia, modificación de parámetros 
temporales para  vocalizar en períodos de silencio, 
etc.).

Geográfico Variación 
geográfica

En especies con distribuciones amplias, pueden en-
contrarse a menudo variaciones en las vocalizaciones 
que pueden ser atribuidas a adaptaciones locales, di-
ferencia en la disponibilidad de recursos, o reducción 
en el flujo de genes.

Evolutivo

Variabilidad 
y función 
de las 
propiedades 
acústicas

Propiedades estáticas: bajo restricciones morfológicas o 
morfo-fisiológicas; selección estabilizadora o direc-
cional débil (ej. en muchas especies, la frecuencia 
dominante y la tasa de pulsos). Importantes en el 
reconocimiento de las especies y la identidad indivi-
dual y poblacional. 

Tabla 4.4.3. Principales factores 
afectando las propiedades acústicas 
de los cantos de anuros.
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Odontophrynus americanus(65). Ambas especies han presentado variaciones en 
parámetros acústicos de cantos de advertencia como frecuencia, duración o 
amplitud y esto permite resaltar la importancia de realizar trabajos a cam-
po que consideren el efecto de diferentes factores externos. En este sentido, 
también se ha evaluado la influencia de la temperatura en el canto de espe-
cies como Physalaemus biligonigerus(83), Pleurodema tucumanum(84) y Ceratophrys 
cranwelli(62) debido a la característica ectotérmica de los anuros. Entre otros 
trabajos que describen diferentes aspectos del canto de advertencia se puede 
mencionar variaciones intraespecíficas en Scinax acuminatus(85),  Odontophry-
nus cordobae(63) y O. americanus(86), patrones vocales determinando procesos de 
especiación(44,87), descripción temporal y espectral de Gastrotheca christiani, un 
anfibio en peligro de extinción(88) y patrones espaciales(89).

Otro tipo de vocalizaciones estudiadas en Argentina han sido los cantos de 
liberación que son emitidos a machos conespecíficos y  heteroespecíficos por 
lo tanto conllevan información identificadora de cada especie(27,90) y que ocu-
rre cuando son amplexados por otros machos intra o interespecíficamente o 
cuando las hembras no se encuentran receptivas(50). Por ejemplo, se ha estu-
diado el canto de liberación en Telmatobius reverberii(91), Rhinella arenarum y R. 
papillosa(92) y Melanophryniscus cupreuscapularis(77). También se ha de descripto 
el canto espectral y variaciones temporales de R. bernardoi(93). Algunos es-
tudios han demostrado que este canto posee información importante para 
determinar relaciones filogenéticas en situación de simpatría, tal es el caso 
de investigaciones con especies neotropicales como R. achalensis, R. limensis, 
R. papillosa, R. arenarum(94). Para O. cordobae y O. americanus los cantos de li-
beración son sugeridos como  herramienta de carácter diagnóstico para dis-
tinguir especies crípticas(95). En la misma línea, estudios realizados en siete 
especies del género Rhinella confirman la diferenciación de éstas a partir del 
canto de liberación y la hibridación natural de R. bergi y R. major(96).  

En relación a los cantos territoriales, también denominados cantos agresivos 
son emitidos cuando otros machos invaden un territorio, donde puede ha-

Propiedades dinámicas: bajo restricciones energéticas; 
selección direccional (por ejemplo, la duración del 
canto e intercanto). Podrían ser importantes en la 
elección de pareja. 
La clasificación estática o dinámica para una misma 
propiedad puede variar entre las especies. Es impor-
tante el estudio de las propiedades acústicas en cada 
especie, para comprender su función específica y 
mejorar el diseño de estudios acústicos dependiendo 
del tipo de información que se desea obtener.
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ber una competencia  por recursos como oviposición, alimentación, sitios de 
llamadas y hembras, o simplemente para el espacio acústico(52,97).  Este tipo 
de canto se ha descripto en especies como  Oreobates discoidalis, con dos o tres 
notas cortas repetidas y en algunas ocasiones un armónico, O. barituensis con 
una nota breve y sin armónicos(98,99) y Gastrotheca christiani(88) con notas largas 
y más de treinta pulsos. 

Otro canto que se encuentra dentro de la categoría de agresivo es el canto 
de encuentro, se emiten durante cualquier tipo de encuentro agresivo en-
tre machos, incluyendo señales de largo y corto alcance. Se ha descripto en  
Nyctimantis siemersi(100), que emiten este canto mientras tratan de persuadir a 
otro macho con sus sacos vocales inflados. Lo mismo fue analizado para Phy-
salaemus albonotatus(101), Odontophrynus barrioi(102) y Melanophryniscus cupreus-
capularis(77). Según lo estudiado este tipo de canto son menos estereotipados 
y pueden ser más intensos, complejos y puede presentar variaciones en la 
duración de las notas en relación con los cantos territoriales. 

Por último y menos estudiados se describen los cantos de cortejo, hasta el 
momento solo se ha registrado en Boana punctata, descripto como un canto 
de corta duración(103) y Dendropsophus nanus, el cual presentó notas similares 
pero de menor amplitud que la llamada de advertencia(74). Probablemente, 
no se hayan reportado estos cantos para muchas especies debido a la falta de 
observaciones detalladas sobre el comportamiento de cortejo. Sin embargo, 
recientes estudios en ranas que habitan cascadas incluyen no solo informa-
ción morfológica de adaptaciones de los sacos vocales sino también acompa-
ñando al canto despliegues visuales(104).

La falta de información sobre la historia natural de las especies puede com-
prometer la cantidad, la calidad y los tipos de investigación en los anuros.

Depósitos de datos bioacústicos

Debido a la relevancia de la bioacústica en la delimitación de especies de 
anuros, el depósito de registros de cantos en bibliotecas de sonido puede 
facilitar los estudios taxonómicos(105,106), los archivos de sonido son depósi-
tos importantes de la biodiversidad mundial y almacenan información sobre 
las especies(48,106). El Consejo Internacional de Bioacústica (http://www.ibac.
info/links.html#libs) proporciona una lista completa de enlaces a todos los 
principales archivos de sonido del mundo (ver48), entre ellas, las mayores 
colecciones científicas de sonido animal son: Fonoteca Zoológica del Museo 
Nacional de Ciencias Naturales, Madrid (http://www.fonozoo.com/); Biblio-
teca del Laboratorio de Ornitología de Cornell, Nueva York (https://www.
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Caja 4.4.2 - Grabación de sonidos utilizando teléfonos celulares

En muchos casos, podemos encontrarnos en la necesidad de grabar señales acústicas en 

situaciones donde no tenemos la disponibilidad de equipos de grabación específicos. Ante 

la premisa de que siempre es mejor una grabación en donde sacrifiquemos calidad, en 

lugar de no contar con el registro, es que aparece como una opción viable el registro de 

señales mediante teléfonos celulares. La ventaja de estos dispositivos es que es común 

contar con ellos en cualquier situación y en todo momento, siendo además muy factible 

realizar grabaciones de una calidad aceptable.

Para un mejor registro utilizando estos dispositivos es necesario tener en cuenta algunos 

puntos (siguiendo recomendaciones de ebird.org / Macaulay Library):

Formato del archivo: Es recomendable no utilizar las aplicaciones de notas de voz 

que traen estos dispositivos por defecto, y que dan como resultado registros acústicos 

en formato MP3 (gran compresión y disminución notable de la calidad sonora). Por el 

contrario, existen varias aplicaciones gratuitas que permiten registros en formato WAV 

y diferentes configuraciones relacionadas a la calidad del audio que se desea obtener (ej: 

RecForge II o Lexis Audio Editor para Android y Voice Record Pro para IOS). Por otra 

parte, es necesario contemplar la disponibilidad de espacio en el teléfono, dado que estos 

archivos son considerablemente más pesados que los registros en MP3.

Configuraciones básicas: En estas aplicaciones deberían seleccionarse la mayor cali-

dad de grabación posible; el canal de grabación en Mono (la mayoría de los teléfonos ce-

lulares graba con un único micrófono); el control de ganancia automática desactivado; y, 

si contara con la opción, el nivel de grabación máximo lo más alejado de 0 db (idealmente 

entre -6 y -12 dB), de modo que el sonido se vea afectado lo menos posible.

Técnica de grabación: Los pasos que deben seguirse para un registro correcto ya fueron 

expuestos en el apartado “Metodología General de Grabación”, aunque deben tenerse en 

cuenta algunos puntos particulares para el uso de estos dispositivos. En primer lugar, es 

necesario reconocer donde se encuentra el micrófono en el teléfono, de manera de dejarlo 

despejado durante la grabación, y apuntando a la fuente de sonido que se desea registrar. 

Además, debería minimizarse el ruido de fondo (por parte del operador o de fuentes ex-

ternas), debido a que estos dispositivos están diseñados para registrar sonidos cercanos 

y fuertes. Por ello, es aconsejable acercarse lo más posible a la fuente de sonido a regis-

trar, manteniéndose alejados de fuentes externas de ruido, y evitando movimientos (al 

caminar, hablar o mover el celular) que puedan generar un sonido más fuerte y cercano 

que el que se quiere grabar. Una buena forma de evitar esto es colocar el teléfono en una 

superficie fija o utilizar un trípode.
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macaulaylibrary.org); Fonoteca Neotropical Jacques Vielliard de la Universi-
dad Estatal de Campinas, São Paulo  (www.2.ib.unicamp.br/fnjv/) y Bibliote-
ca Británica de Sonidos de Vida Silvestre (https://sounds.bl.uk/). En ellas se 
pueden obtener y depositar audios siguiendo un protocolo particular para 
cada colección. En Argentina, se encuentra la posibilidad de depositar regis-
tros acústicos en el Laboratorio de Genética Evolutiva “Claudio Juan Bidau”, 
del Instituto de Biología Subtropical (CONICET-UNaM) de Misiones y en la 
Fonoteca Zoológica de la Universidad Nacional del Nordeste (FZ-UNNE) 
que funciona como depósito de grabaciones de especies animales y paisajes 
sonoros y depende del Laboratorio de Herpetología de la Universidad Na-
cional del Nordeste, con sede en la Facultad de Ciencias Exactas y Naturales 
y Agrimensura de Corrientes. De esta manera, se puede resignificar la im-
portancia del depósito de archivos de sonido en colecciones audiovisuales 
accesibles a los investigadores y que se convierta en una práctica común 
para ayudar a futuras investigaciones.
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4.5.1. Ecología Trófica- Antecedentes 
Los anfibios son eslabones importantes en el flujo de energía de los ecosis-
temas acuáticos y terrestres debido a su ciclo de vida bifásico(1). Por esto, 
los estudios destinados a analizar las interrelaciones tróficas y preferencias 
alimentarias, a nivel poblacional o comunitario, brindan información impor-
tante para determinar la composición de gremios o ensambles y resultan de 
vital importancia para entender aspectos fundamentales tanto de sus histo-
ria de vida como de la forma en que las diferentes especies de anfibios com-
parten y explotan sus recursos(2-4). 

Numerosos estudios han demostrado la importancia del alimento para la 
evolución y organización de las comunidades de anuros, tanto adultos como 
juveniles, en diferentes ecosistemas. Pueden comportarse como depredado-
res generalistas (aquellos que consumen una gran variedad de presas) o espe-
cialistas (con preferencia por un ítem alimentario) y dietas que se encuentran 
entre estos dos extremos. El resultado de este comportamiento se traduce 
en una relación costo costo-beneficio (búsqueda, captura y manipulación, 
versus ganancia energética). Dicha elección se ajusta, además, a fluctuaciones 
y sincronizaciones espacio-temporales en los períodos de actividad de los 
anuros y sus presas, lo que puede depender tanto de factores naturales como 
antrópicos (cultivos, deforestación, contaminación), o una combinación de 
los mismos(5-8). 

Por otra parte, además de la oferta trófica, existen otros factores que influ-
yen en la selección de una presa(4,9-18). Estos son: tipo, número y volumen de 
presas consumidas, relación entre el tamaño de las presas y del depredador, 
cambios ontogénicos y potencial aumento de la capacidad antidepredatoria, 
a partir de alcaloides provenientes de las presas(4,15,16,19-22). 

En el último Plan de Acción para la Conservación de los Anfibios de la Re-
pública Argentina(23), uno de sus componentes, destinado a evaluar y catego-
rizar el estado actual de las poblaciones de anuros de nuestro país, identifica 
como uno de los problemas a resolver “la escasez de información básica so-
bre distribución y aspectos fundamentales de historias de vida (estimaciones 
de abundancia, fluctuaciones naturales / estacionales, aspectos tróficos, ca-
racterísticas reproductivas, etc.) de las especies Insuficientemente Conocidas 
(IC) o descriptas recientemente”. Sobre esta base, resulta imperioso detectar 
cuáles son las regiones (o provincias) donde se observa un vacío de informa-
ción con respecto a esta temática, identificando géneros y especies con datos 
tróficos insuficientes o sin datos para el país.

En Argentina, existen en la actualidad alrededor de 20 especies categorizadas 
como insuficientemente conocidas, y se han reportado datos tróficos para, 
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aproximadamente, el 43% de las especies citadas para el país. En lo que res-
pecta a estudios sobre dieta, se observa un predominio de estudios del tipo 
descriptivo convencional, puntuales, sin referencia a variaciones temporales 
(estacional), ontogenéticas o espaciales (entre hábitats o incluso regiones di-
ferentes), y en la mayoría de los casos sin evaluar la disponibilidad de presas.

4.5.1a -Larvas: se han realizado diversos estudios analizando la  composición 
y ecología trófica, a nivel intra e interespecífico, en ambientes lénticos de 
Argentina(24-30). La mayor parte de ellos en especies de las ecoregiones del 
Espinal, Chaco Húmedo y Deltas e Islas del Río Paraná región del Litoral 
Fluvial, donde abordan el estudio de especies puntuales(27,31,32) siendo escasos 
los análisis comparativos interespecíficos(25,30,33,34). 

En general, las larvas de anuros son  detritívoras, herbívoras, suspensívo-
ras y micrófagas(24,25,31, 35-38). Los renacuajos incluyen en sus dietas elementos 
de comunidades acuáticas planctónicas, bentónicas, neustónicas y perifíti-
cas, tales como microinvertebrados, protozoos, macrófitas, algas unicelula-
res coloniales, cianobacterias, bacterias, granos de polen, hongos, detritus y 
materia orgánica disuelta y, en algunas especies , huevos, larvas, juveniles 
de anuros, peces, pequeños artrópodos y restos plásticos(27,30,34,39-43). Estudios 
recientes incorporan el análisis de las proporciones de isótopos de N y C y 
muestran que, dependiendo de la especie, oferta trófica y características del 
cuerpo de agua que habitan, los renacuajos pueden ocupar desde los niveles 
más bajos en las redes tróficas hasta los más elevados, con señales isotópicas 
que los ubican como consumidores primarios, omnívoros y hasta como car-
nívoros(34,46,47).

4.5.1b -Postmetamorfos y adultos:  En su mayoría, los anuros adultos son 
carnívoros. Por lo general, éstos consumen una gran cantidad de inverte-
brados, principalmente artrópodos incluyendo, arácnidos, crustáceos y, 
especialmente, insectos(2,5,8,18,35,48-61). En algunas especies, se ha desarrollado 
el canibalismo, la oofagia, ictiofagia, anurofagia, ofiofagia, o mastozofagia.  
Pueden comportarse como depredadores oportunistas o generalistas, donde 
el contenido de la dieta refleja la disponibilidad de presas en el ambiente. 
Sin embargo, algunas de ellas están especializadas en algún tipo particular 
de invertebrado(11-16,35,50). Toft(2) identifica dos patrones en la alimentación; los 
“especialistas en hormigas y termitas” y los “no especialistas en hormigas”, 
que consumen otros grupos de invertebrados. En este contexto, la disponi-
bilidad de presas es uno de los factores de mayor influencia en la actividad 
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trófica de los anfibios. Johnson(62) define la disponibilidad trófica como la 
cantidad de un recurso accesible a un animal en un periodo y lugar deter-
minado. En este sentido, muchos investigadores coinciden en que, en la me-
dida de lo posible, debe incorporarse en los análisis la información sobre la 
disponibilidad de alimento(4,11-15,56,61); con la finalidad de describir y comparar 
la alimentación de una especie en un determinado sitio considerando sus 
preferencias tróficas(63).

Los estudios tróficos resultan fundamentales para determinar el estatus de 
las especies en cada región, ya que  las características alimentarias y las inte-
racciones establecidas entre ellas, son parte esencial para la caracterización 
de cada especie tanto a nivel poblacional como comunitario. Además, cono-
cer este aspecto fundamental en sus historias de vida, ayuda a identificar las 
potenciales especies, o grupos de especies, amenazados o en peligro y prever 
su respuesta ante un determinado tipo de disturbio, entre ellos: la fragmen-
tación del hábitat, contaminación, desecación,  fuego, entre otros(8). 

En Argentina numerosos estudios descriptivos y comparativos han sido 
realizados en adultos, mencionando a Basso(64), Lajmanovich(65, 66), Peltzer y 
Lajmanovich(5,51,67,68), Duré et al.(54), Attademo et al.(6,56,57), López et al.(58-61,69), 
Peltzer et al.(7), describiendo su rol como importantes depredadores de artró-
podos y ocasionalmente de vegetales. En este sentido, es necesario mencio-
nar que los anfibios adultos actúan como controladores naturales de inver-
tebrados considerados perjudiciales para el hombre, tal como lo describen 
algunos trabajos realizados en cultivos de soja, arroz y zonas urbanas(5,6,56,57).  

4.5.2. Técnicas
4.5.2.1 Metodología utilizada para la obtención de contenidos

4.5.2.1a -Larvas

Históricamente, la ecología trófica de renacuajos se analizó mediante el estu-
dio de los contenidos del tracto digestivo(24-26,32,33,37,38,70-72), y en su mayoría esta 
metodología sigue desarrollándose en distintos trabajos(73). 

Una vez capturados, se deben seleccionar los ejemplares que no evidencien 
signos de un estado físico inusual (salvo que esto fuera parte del objetivo del 
estudio). Estos deben ser sacrificados lo más rápidamente posible, preferen-
temente in situ. Para ello, se puede implementar la administración de una 
sobredosis de anestésico en solución acuosa (1 ml de una solución saturada 
de benzocaína en etanol / 1 L de agua) y luego fijarlos in situ en formalina 
bufferada al 10%(74,75), para detener los procesos digestivos y evitar así la des-



4.5 Estudios tróficos 168

composición del material. Es de suma importancia remarcar, que siempre 
que sea necesario sacrificar ejemplares, sea cual fuere el estadío de su ciclo 
de vida, es necesario contar con un protocolo de procedimientos aprobado 
por un Comité de Ética o CICUAL (Comisión Institucional para el Cuidado 
y Uso de Animales de Laboratorio). 

En laboratorio, se debe extraer el tracto digestivo mediante una incisión des-
de la cloaca hasta el disco oral, bajo lupa. Para el análisis, se puede consi-
derar el contenido del tracto intestinal completo(76,77) o la primera porción 
del mismo, evaluando previamente que no existan diferencias de los ítems 
presas en los distintos sectores(37). Cada intestino se dividirá, mediante cortes 
longitudinales, en una placa de Petri con la finalidad de extraer su contenido. 
A esto se le añadirá una cantidad conocida de formaldehído al 4% y se colo-
cará en un microtubo o eppendorf(76). 

Para la observación y determinación de la composición alimentaria se de-
berán analizar, bajo microscopio óptico, tres alícuotas del tubo eppendorf 
previamente montadas en un portaobjetos. El volumen de las alícuotas de-
penderá de la cantidad de contenido presente en cada tracto digestivo, el 
cual puede variar entre 0,05 a 0,2 ml. 

Estos estudios tienen algunas limitaciones a la hora de comprender ciertos 
aspectos de la ecología trófica de las larvas, ya que los materiales ingeridos 
no siempre son asimilados o puede no ser el material primario que se di-
giere. Además, los distintos elementos de la dieta son digeridos a distintas 
velocidades y representan sólo una instantánea de la composición trófica en 
el momento de la recolección(78).

Algunas opciones de reciente uso son el análisis bioquímico de los conte-
nidos digestivos y estudios de tejidos mediante biomarcadores tales como 
ácidos grasos(79), o isótopos estables(30,44,80). Los isótopos estables del carbono 
(δ13C) y nitrógeno (δ15N) son una alternativa eficaz para entender los flujos 
de energía y las posiciones tróficas de los renacuajos en las redes tróficas, 
porque indican la asimilación de los nutrientes(81,82).

Por otra parte, en renacuajos de anfibios herbívoros que obtienen una nutri-
ción significativa de fuentes autótrofas, se debe  considerar la importancia 
de la microbiota intestinal ya que,  probablemente, sean estos microorganis-
mos los encargados de los procesos de degradación y asimilación de nutrien-
tes(83). Para larvas de especies Neotropicales se puede mencionar el estudio de 
Lajmanovich et al.(84) que, a través de técnicas microbiológicas tradicionales, 
describieron la microbiota intestinal de larvas Rhinella arenarum; compuesta 
principalmente por coliformes (Escherichia coli, Klebsiella pneumoniae, y Entero-
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bacter spp.), y otros reconocidos géneros bacterianos como Vibrio, Aeromonas y 
Pseudomonas.

Con el fin de evaluar, en forma preliminar, la composición bacteriana del 
intestino de renacuajos, utilizando técnicas convencionales de microbiología 
en condiciones de esterilidad, se extrae el intestino de las larvas y macera en 
solución fisiológica, para posteriormente realizar las diluciones convenien-
tes y sembrarlo en placas de Petri para su recuento y/o identificación. El 
medio de cultivo que se emplee dependerá de la información que se quiera 
obtener. Se podrá realizar un análisis cualitativo que permita identificar las 
principales especies de bacterias presentes en la microbiota, o un análisis 
cuantitativo que estime en qué proporciones se encuentran los distintos gru-
pos de microorganismos bacterianos dentro de la comunidad intestinal. El 
análisis cualitativo implica la siembra del contenido intestinal en un medio 
no-selectivo, como agar nutritivo, a partir del cual se aíslan distintas colonias 
para su identificación individual a través de distintas pruebas bioquímicas 
y posterior caracterización fenotípica. Por su parte, para el análisis cuantita-
tivo, el contenido intestinal es directamente sembrado en medios selectivos 
(en los que sólo crecen un tipo específico de microorganismos) para valorar 
la cantidad de unidades formadoras de colonias que crecen en cada uno de 
ellos.

En la mayoría de las investigaciones recientes sobre la microbiota intesti-
nal de larvas de anfibios, la identificación se realiza por la secuenciación del 
ADN directamente del intestino (metagenómica), e incluyen un espectro 
más amplio de taxones que se analizan a mayor escala(85-87).

4.5.2.1b -Postmetamorfos y adultos

Uno de los métodos utilizados para la obtención de contenidos estomacales 
en anuros involucra el sacrificio de individuos con la finalidad de extraerles 
el estómago y/o el intestino y así acceder al contenido que se encuentre en 
los mismos. Ésta metodología es hoy aceptable sólo cuando los  ejemplares 
sean utilizados también para otros estudios o hayan sido preservados con la 
finalidad de integrar una colección científica. Actualmente, se prefieren otras 
técnicas en las que no sea necesario recurrir a la eutanasia, tal es el caso del 
lavaje estomacal o “Stomach Flushing”. 

En el caso de que se recurra a la evisceración de individuos, los anfibios de-
berán ser eutanizados y preservados en formalina al 10%. Con la finalidad 
de evitar que los procesos digestivos actúen sobre el contenido, perdiendo 
valiosa información; es aconsejable que este procedimiento no exceda las dos 
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horas posteriores a la captura. Para la extracción del tracto digestivo se debe 
realizar una incisión en el abdomen en forma de “C” o en forma de “⏉⏊” lo 
que deberá hacerse con sumo cuidado, preservando el resto de los órganos 
para futuros estudios. Al abrir el tracto digestivo sobre una caja de Petri, se 
retirarán cuidadosamente las presas y todo el contenido, resguardando que 
las mismas no pierdan antenas, patas u otras estructuras cruciales para su 
identificación. Se puede utilizar agua destilada con ayuda de una piseta para 
lavar todo el contenido de las paredes internas del tracto. Es de suma im-
portancia remarcar, que siempre que sea necesario sacrificar ejemplares, sea 
cual fuere el estadío de su ciclo de vida, es necesario contar con un protocolo 
de procedimientos aprobado por un Comité de Ética o CICUAL (Comisión 
Institucional para el Cuidado y Uso de Animales de Laboratorio).

El lavaje estomacal (stomach flushing): es una técnica ampliamente difundi-
da y, en la actualidad, recomendada para la extracción de presas ingeridas ya 
que permite obtener contenidos y conocer la cantidad exacta de estómagos 
llenos de la muestra total, evitando así el sacrificio de un alto número de 
individuos innecesariamente. El protocolo recomendado con la descripción 
detallada de la técnica es el propuesto por Solé et al.(88). Se utiliza una pinza 
para abrir la boca del ejemplar a estudiar a los fines de introducir una sonda 
plástica  (tipo vesical) conectada a una jeringa previamente cargada con agua 
mineral, o de la misma laguna según corresponda. Las sondas de diferentes 
medidas, de acuerdo al tamaño del animal, se pueden adquirir en ortope-
dias, científicas y comercios del rubro de insumos hospitalarios. Una vez 
terminado este paso, se introduce la cánula por la boca con mucho cuidado, 
sin lastimar el animal, hasta llegar al estómago. Lentamente se incorpora el 
agua, preferentemente con el ejemplar boca abajo, y se espera a que el bolo 
alimenticio salga despedido. Luego  se colectará, fijará (formalina 10% o al-
cohol 70%) y rotulará el material gastrointestinal obtenido.

4.5.2.1.1b Consejos prácticos a considerar para reducir los riesgos 
del lavado estomacal en ejemplares anuros metamórficos, juveniles, 
subadultos y adultos: Es necesario remarcar que la técnica del lava-
do estomacal es sencilla, económica, y muy segura para los ejemplares 
examinados; siempre y cuando sea practicada por personas entrenadas, 
y con las herramientas adecuadas. No obstante, es fundamental maxi-
mizar los cuidados con individuos de pequeño tamaño, como ser me-
tamórficos y juveniles de todas las especies, y subadultos y adultos de 
especies de pequeño porte. 

Las siguientes sugerencias se basan en la realización de lavado estomacal 
a más de 3000 ejemplares anuros de más de veinte especies y de todos 
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los estadíos de desarrollo. Tanto de pequeño porte (Pseudopaludicola spp.; 
Elachistocleis spp.; Physalaemus spp.) como de gran tamaño (Rhinella dip-
tycha; Leptodactylus luctator; Leptodactylus laticeps) (Schaefer y Duré, obs. 
pers.).

• Utilizar bolillos metálicos pequeños, como fórceps, para facilitar 
la apertura de la boca en lugar de pinzas. Son herramientas rígidas 
de punta esférica, que permiten efectuar presión en la comisura bu-
cal de anuros, forzando la apertura de la boca, sin causar lesiones. 
Se consiguen en artísticas, algunas ferreterías y estéticas (Figura 
4.5.1a,b,c). 

• Es necesario resaltar, que en la mayoría de las especies de pequeño 
y mediano  porte, la boca se puede abrir simplemente con la ayuda 
de la punta de la cánula ya encastrada en la jeringa. Sin embargo, en 

Figura 4.5.1. a- Bolillos metálicos con 
diferentes puntas esféricas; b-c- De-
talle de las puntas. Foto: E. Schaefer.
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casos de especies grandes, capaces de morder con mucha fuerza (Rhi-
nella diptycha; Leptodactylus luctator; Leptodactylus laticeps; Lepidobatra-
chus spp.; Ceratophrys spp.), será necesario que otro operario facilite la 
apertura de la boca con ayuda de un bolillo hasta que el encargado de 
realizar el lavado estomacal inserte la cánula adecuadamente.  

• Utilizar tips o puntas de micropipetas automáticas como cánula 
para realizar el “flushing”, especialmente a individuos pequeños. Las 
mismas se pueden acoplar a jeringas descartables. Es fundamental 
Quitar el filo de la punta de los tips usando fuego hasta lograr que 
la punta quede redondeada y suave. De no hacerlo, el filo del tip en 
su formato original es extremadamente peligroso debido a que las 
probabilidades de perforar el tubo digestivo del ejemplar analizado 
son muy altas. Este procedimiento transforma el tip en una cánula 
de punta esférica (Figura 4.5.2a,b). Otra ventaja importante de usar 
tips previamente desafilados es, aparte de ser una opción muy eco-
nómica, que pueden acoplarse unas sobre otras para lograr la longi-
tud deseada (Figura 4.5.2c). La exposición al fuego debe realizarse 
durante un segundo o menos, hasta lograr la punta adecuada sin 
obstruir el orificio. Se puede soplar desde el extremo opuesto para 
que el flujo de aire impida que el plástico reblandecido cierre por 
completo el orificio de salida. En general, el orificio de entrada de 
los tips tiene un diámetro demasiado grande para acoplarse ajusta-
do al extremo de salida (pivote) de las jeringas descartables comu-
nes, ese problema se soluciona cortando aproximadamente 5mm de 
la base de los tips, con la finalidad de disminuir su diámetro, logran-
do así un acople perfecto (Figura 4.5.2d,e).  Es importante remarcar, 
que los los tips son útiles en anuros pequeños (Pseudopaludicola spp., 
Physalaemus spp., Adenomera spp., Leptodactylus latinasus, Elachisto-
cleis spp., y otros de porte similar). Para anuros de mayor tamaño, 
debido a que el volumen del tubo digestivo es mucho mayor, deben 
usarse cánulas que permitan un flujo de agua suficientemente abun-
dante como para estimular la regurgitación.

• Para realizar lavados estomacales de anuros de gran tamaño (Rhi-
nella diptycha; Leptodactylus luctator; Leptodactylus laticeps, otros) se 
recomienda usar el extremo posterior de una sonda NELATON® de 
goma roja. El ensamble con el orificio de salida de la jeringa (pivote) 
deberá adaptarse mediante tubos de diámetro variable encastrables 
entre sí. En la Figura 4.5.3a,b se observan encastres hechos con ca-
puchones de agujas hipodérmicas y un tubo Eppendorf perforado. 
Para este tipo de anuros deberán usarse jeringas de 60 ml, o de ma-



4.5 Estudios tróficos 173

yor volumen, a los fines de que la descarga de agua sea suficien-
te para estimular la regurgitación. En algunos casos será necesario 
descargar más de una jeringa completa.

• Independientemente del tamaño del ejemplar a analizar, una vez 
colocada la cánula en la boca, el individuo estudiado deberá ubi-
carse boca abajo y, sin presionar excesivamente, dejar que el peso 
del animal facilite la lenta inserción de la cánula dentro del tubo 
digestivo. De ser necesario, el operario podrá ejercer un mínimo em-
puje en dirección a la cánula a medida que va descargando agua. La 
aplicación del líquido deberá realizarse de manera continua pero 
sin exceso de fuerza. El objetivo es llenar el estómago de agua sin 
dañarlo. Durante este procedimiento, el animal debe ser sostenido 
boca abajo, siempre sujetado por la mano menos hábil del operario, 
mientras que la jeringa con la cánula es sostenida y accionada con 
su mano hábil. La sugerencia de mantener al ejemplar estudiado 
boca abajo se debe a que la fuerza de gravedad facilita el proceso de 
regurgitación del bolo alimenticio.  

Figura 4.5.2. a- Tips para micropi-
petas con puntas modificadas por 
calor (la flecha marca el tip original 
sin modificaciones); b- Detalles de 
las puntas modificadas comparadas 
con la punta original (flecha); c- Tips 
modificados y encastrados forman-
do una cánula única de mayor lon-
gitud; d- Tip original sin modificar 
la base no encastra adecuadamente 
en el pivote de la jeringa y e- Tip con 
base cortada y diámetro modificado 
con calor encastrando adecuada-
mente en la jeringa. Foto: E. Schaefer.
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4.5.2.2 Identificación y medición de las presas

4.5.2.2a -Larvas

Cada ítem debe ser identificado con la mayor precisión taxonómica  posible, 
y ser cuantificado de acuerdo con la técnica descrita por Hill et al.(89). En el 
caso de las algas, se pueden utilizar portaobjetos o cámaras de sedimenta-
ción, donde se colocarán las muestras de las alícuotas obtenidas y se analiza-
rán bajo un microscopio óptico o invertido, según corresponda,  normalmen-
te a un aumento de 400x. El cálculo de la densidad de algas puede hacerse 
siguiendo a  Villafañe y Reid(90). La técnica de contar (e identificar) al menos 

Figura 4.5.3. a- Equipo básico de cá-
nulas para anuros de pequeño, me-
diano y gran porte; (1-extremo pos-
terior de sonda Nelaton con encas-
tres; 2- Extremo anterior de sonda 
Nelaton®; b- Extremo posterior de 
sonda Nelaton adaptado a jeringa de 
60 ml para flushing a especies de ta-
maño grande (1- Capuchón de aguja 
hipodérmica; 2-Eppendorf perfora-
do). Foto: E. Schaefer.
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un centenar de taxa dominantes o ítems tróficos(91), permitirá obtener tam-
bién la frecuencia relativa de cada especie/ítem consumido. La identificación 
de presas animales se realizará con la muestra de la alícuota colocada en 
portaobjetos o cámara de sedimentación, para proceder a su identificación 
y recuento bajo microscopio / lupa, normalmente con un aumento de 200x. 
En el caso del contenido animal, se recomienda la identificación de todos los 
ejemplares presentes en la muestra (todos los presentes en el cubreobjeto). 

La identificación de los ítems debe basarse en bibliografía especializada de 
la región donde se lleve a cabo el estudio(92,93). El análisis de los contenidos 
se puede analizar desde un enfoque taxonómico(37) o funcional(30). En el se-
gundo caso se puede utilizar las agrupaciones de base ecomorfológicas que 
realizaron Kruk et al.(94) para algas del fitoplancton (especies que se encuen-
tran libres en la columna de agua). Sin embargo, estos grupos pueden ser 
adaptados también para algas perifíticas y fitobentónicas (especies adheridas 
a un sustrato como planta o que se encuentran en el fondo del cuerpo de 
agua). Por ejemplo: GF1: algas pequeñas (134 μm2); GF2: algas con sílice y 
flagelo; GF3: algas filamentosas; GF4: algas medianas (791 μm2); GF5: algas 
unicelulares flageladas; GF6: algas no flageladas con exoesqueletos silíceo; 
GF7: algas grandes coloniales con mucílago (3062 μm2). De esta forma, una 
vez definidas las categorías taxonómicas o grupo funcional con las que se 
trabajará, se estimará la abundancia relativa o densidad de las mismas en 
el tracto de cada larva, la frecuencia de ocurrencia del ítem alimenticio en 
la población de larvas y el volumen de cada taxa. Para la estimación del vo-
lúmen, bajo el microscopio se deben registrar las dimensiones medias de al 
menos, 30 especímenes por ítem considerado, para poder realizar su estima-
ción a través de la forma forma geométrica que mejor representa la forma del 
cuerpo del taxa (formas celulares en el caso de las algas)(95). 

4.5.2.2b -Adultos

El contenido del estómago, intestino o ambos (contenido gastrointestinal) 
será colocado en una caja de Petri con un poco de agua y luego se irán se-
parando las presas por grupo y tamaño. Cada una de ellas será identificada 
taxonómicamente hasta la resolución propuesta por el investigador, en fun-
ción de los objetivos del trabajo. Debido a la diversidad de grupos que nor-
malmente conforman la dieta de los anfibios (insectos, colémbolos y otros 
hexápodos, miriápodos, arácnidos, crustáceos, vertebrados, etc.), para su 
identificación deben utilizarse guías y claves taxonómicas de cada grupo y 
región estudiada. Por lo general, la mayor parte de los estudios clasifican 
los ítems alimentarios a nivel de Orden o Familia, siendo menos frecuentes 
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aquellos que logran determinar cada una a nivel de género o especie.  Esto 
se debe a que, si bien los anuros ingieren sus presas enteras (Figura 4.5.4a-
d), en muchas oportunidades se pierden estructuras clave para su correcta 
identificación durante el proceso de deglución y digestión (Figura 4.5.5a,d). 
Teniendo en cuenta posteriores correlaciones entre tipo de presas y tamaño 
del anfibio, algunos estudios incluyen la identificación de ítems alimentarios 
cuyo cuerpo presente más del 70% del cuerpo sin digerir, esto a los efectos 
de evitar sub o sobreestimaciones de aportes volumétricos y numéricos de 
cada uno de ellos y su correspondiente relación, errónea, con variables mor-
fológicas del depredador. Otros, deciden identificar la mayor cantidad de 
presas posibles, para ello se sirven de la reconstrucción de ítems parcialmen-
te digeridos (Figura 4.5.5a.b), o piezas clave para cada grupo (élitros, patas, 
alas, etc.) en base a ejemplares similares hallados completos en ese u otros 
contenidos estomacales. 

Una metodología empleada para efectuar una estimación del tamaño de las 
presas parcialmente digeridas, es la de cotejar los restos encontrados en los 
tractos digestivos con presas completas colectadas mediante relevamientos 
de oferta alimentaria, en el mismo microhábitat en que se capturaron los 
anuros. De esta forma, en muchas ocasiones, pueden usarse las medidas 
(largo, ancho o volumen) de las presas colectadas como oferta trófica para 
inferir el tamaño de las encontradas en la dieta. En todo caso, siempre debe 
tenerse especial cuidado, principalmente en aquellos anuros generalistas en 

Figura 4.5.4. A-D: Medición de largo 
(línea azul) y ancho (línea amarilla) 
de los ítems presa con diferentes ta-
maños y proporciones corporales. 
C: en línea punteada roja se mues-
tra la estimación de la longitud real 
del cuerpo al acondicionar aquellos 
ejemplares recuperados en posicio-
nes corporales que dificultan su me-
dición. Foto: M. Duré.
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su alimentación, que presentan una alta  diversidad de ítems alimentarios lo 
que complejiza su correcta identificación y cotejo con presas fragmentadas. 
Cuando el anfibio es especialista en algún tipo de presas, como hormigas o 
termitas, contar con la oferta trófica puede resultar de utilidad para recons-
truir los fragmentos desarticulados de los tractos digestivos y asignar me-
didas de tamaño a esas presas ingeridas. Como se mencionó anteriormente, 
debe considerarse que al utilizar esta metodología se puede incurrir en una 
sobre estimación del volumen presente en un tracto digestivo, ya que en los 
mismos buena parte de las presas ya han sido digeridas o bien eliminadas 
(defecado), por lo que se desaconseja implementarlo si el objetivo del trabajo 
es establecer relaciones entre volumen por ítem o total por estómago con 
respecto al tamaño de los anuros.

La identificación de las presas se realizará bajo lupa estereoscópica y, en al-
gunos casos, para presas muy pequeñas o para el reconocimiento de ciertas 
estructuras de valor taxonómico de las presas se utilizará microscopio óp-
tico. Es importante limpiar bien cada ítem alimentario antes de proceder a 
su identificación y medición. Para algunas presas será necesario, además, 
realizar un trabajo meticuloso que incluye acomodar, desenvolver o recons-
truir el cuerpo (Figura 4.5.5a-e) antes de su identificación. Para ello puede 
servirse de agua, pinceles, pinzas y agujas histológicas. Algunos ítems son 
recuperados en posiciones difíciles de medir (Figura 4.5.5c-e), por lo que se 
deberán tener especial cuidado al tomar su longitud y ancho (Figura 4.5.4c), 
unificando este procedimiento para todas las presas. Una vez identificadas y 
medidas, se volcará toda la información en planillas y el contenido de esto-

Figura 4.5.5. Detalle de reconstrucción 
(A,B) y ejemplos de dificultad de medi-
ción por posturas corporales complejas 
(C-E)  de los ítems presa recuperados 
de contenidos estomacales de anuros. 
Foto: M. Duré.
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macal de cada ejemplar será acondicionado, fijado en alcohol 70% y guarda-
do nuevamente en tubos eppendorf o recipientes adecuados a su volumen. 
Es fundamental que sean cuidadosamente rotulados con información básica 
como: especie, número de ejemplar/colecta, fecha y sitio de captura.

Para la obtención del largo y ancho de cada presa, se recomienda el uso de un 
calibre digital o escalas de medición incorporadas en oculares. Estas medi-
das se obtendrán sin considerar antenas, apéndices ni ornamentaciones(4,96). 
En muchos estudios consideran el ancho máximo del cuerpo, lo que podría 
influir luego en una sobrestimación del volumen en aquellas presas que pre-
sentan formas triangulares o con abdómenes y tórax con marcada diferencia 
de tamaño. Por lo que  se recomienda que, en esos casos, el investigador 
seleccione la porción del cuerpo cuyo ancho sea el más representativo en 
todo el ejemplar. Con la información de largo y ancho del cuerpo se calculará 
luego el volumen (mm3) por individuo con ayuda de fórmulas como la del 
esferoide/elipsoide (descripta en la Parte II de este Manual).

El desplazamiento de un líquido (agua) en una probeta es otra alternativa. 
Éste método puede ser desventajoso cuando se presentan presas pequeñas o 
estructuras (élitros) debido a la dificultad de romper la tensión superficial del 
agua, lo que  resulta en una subestimación del volumen. En esos casos, una 
alternativa factible es agrupar todas las presas de cada taxón y estimar así 
el volumen total, luego dividirlo por el número de ejemplares sumergidos, y 
obtener de esta manera el volumen individual promedio para cada ítem presa. 

Al determinar  las presas sistemáticamente (tipo de presa/ítem alimentario),  
cuantitativamente  (número y porcentaje numérico), morfométrica y volu-
métricamente (largo, ancho, volumen y su porcentaje) y establecer el núme-
ro de tractos en los que aparece cada ítem sobre la muestra total analizada 
(frecuencia de ocurrencia) ya tendremos información fundamental para des-
cribir la estructura de la dieta. Un dato relevante a destacar es el número 
(o porcentaje) de tractos digestivos sin contenidos, ya que esta información, 
relacionada a la frecuencia de consumo de cada ítem presa, aportará luego 
información valiosa para establecer la estrategia empleada para la captura 
de las presas (forrajero activo o al acecho) .

4.5.2.3 Estimación de la oferta de alimento

4.5.2.3a -Larvas

Para el muestreo de la oferta trófica, deberán considerarse las diferentes 
comunidades acuáticas de las que obtienen su alimento: fitoplancton, pe-
rifiton, zooplancton, zoobentos y fitobentos, en réplicas por microhábitats. 
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Para asegurar su independencia, cada muestra debe ser tomada con cierta 
distancia una de otra (p.e. 5 m, siempre y cuando las dimensiones del cuerpo 
de agua lo posibiliten). Las muestras de fitoplancton pueden ser  recolecta-
das con una botella Ruttner de 100 ml y luego fijadas con Lugol (disolución 
de yodo molecular I2 y yoduro potásico KI en agua destilada) acidificado 
(1%). Las algas del perifiton pueden ser obtenidas de diferentes secciones  
sumergidas de las macrófitas más abundantes del sitio (tallos y hojas). Para 
ello, se procederá a cortar porciones de tallos y hojas sumergidas coloniza-
das por perifiton, las cuáles serán transportadas al laboratorio en bolsas con 
agua destilada. En el laboratorio, la comunidad perifítica será separada del 
sustrato mediante el raspado por medio de una hoja de afeitar sobre una 
bandeja colectora. Se traspasará el perifiton a un recipiente con tapa donde 
fue fijado con lugol acidificado(91). Para la toma de muestras de zooplancton 
se podrá emplear un tubo muestreador rígido diseñado para ser utilizado 
en mesocosmos y en cuerpos de agua someros(97), o cualquier recipiente para 
extraer agua de la columna. El agua (volumen conocido) deberá ser filtrada 
empleando una red de 55μm de abertura de malla, para la colecta del zoo-
plancton. Las muestras pueden ser fijadas con formaldehído al 4% y teñidas 
con eritrosina. Para analizar la composición y abundancia del zoobentos se 
deben extraer muestras del sedimento; por ejemplo, con ayuda de un mues-
treador tubular o “Corer” de diámetro conocido. Las muestras serán filtradas 
con un tamiz de 200 μm de abertura de malla y fijadas en formaldehido al 
10%. Los invertebrados deberán ser teñidos con eritrosina para una mejor 
observación y extraídos manualmente del sedimento bajo lupa (a 10x), para 
luego conservarlos en etanol al 70%. Por último, para analizar la composi-
ción y abundancia del fitobentos, pueden utilizarse dispositivos artificiales 
(p.e. baldosas cerámicas blancas lisa de 20 cm2), ubicadas sobre el fondo del 
cuerpo de agua donde se reproducen los anfibios, para su colonización. Los 
mismos deberán permanecer sumergidos al menos durante un mes. Luego 
se recolectarán y se analizarán en laboratorio las algas y otros organismos 
que colonizan el sustrato, refiriendo siempre las abundancias a la superficie 
analizada (p.e. ind/ml, ind/cm2) para poder estimar densidades y analizar(98). 

4.5.2.3b -Adultos / postmetamorfos

Para el muestreo de la oferta trófica, debe considerarse el microhábitat de 
forrajeo de la o las especies de anfibios bajo estudio. Cada técnica utiliza-
da tiene ventajas y desventajas por lo que resulta complejo elegir un único 
método cuando se trabaja con ensambles de varias especies de anuros que 
se alimentan en distintos estratos o microhábitats. Entre las más utilizadas 
se encuentran las trampas de caída, redes, aplicación de insecticidas, redes 
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acuáticas(99), trampas de luz o pegajosas. En cualquier caso, la/s técnica/s de 
muestreo de la oferta trófica utilizada/s, deben colectar de manera no selecti-
va (según su abundancia relativa en el microhábitat donde forrajea el anuro) 
todos los taxones identificados en la dieta de los anfibios. Por ejemplo, para 
especies “trepadoras” como los hílidos, que suelen alimentarse sobre la vege-
tación palustre, macrófitas o vegetación herbácea y arbustiva que rodea los 
cuerpos y cursos de agua, puede seleccionarse una metodología de recorrido 
de transectas barriendo con red entomológica sobre el microhábitat donde 
se capturaban los anfibios. Los muestreos con red entomológica pueden ser 
utilizados para obtener información cuali-cuantitativa para comparar comu-
nidades de insectos(100,101). Para que los datos sean representativos de la oferta 
trófica de las especies “trepadoras”, se puede avanzar a través de la transecta 
golpeando con el aro de la red la vegetación palustre y macrófitas donde 
sean colectados los anfibios, y describiendo con la misma una figura de ocho 
acostado. Los muestreos pueden realizarse durante un espacio temporal 
predeterminado de manera de estandarizar el esfuerzo. Esta metodología 
es ampliamente utilizada en los trabajos de ecología alimentaria de anfibios 
en los que se evalúa la selectividad trófica(8,13,15,16,56). Para estimar la oferta de 
alimento de especies de anfibios que suelen  alimentarse sobre el sustrato (ej. 
leptodactílidos, bufónidos, microhílidos, etc.) se deben muestrear las presas 
potenciales que deambulan por ese microhábitat. Un método sugerido para 
esta tarea es la utilización de trampas de caída(14,56,102,103), donde se obtiene 
gran variedad de artrópodos edáficos o del mantillo y epi-edáficos o mar-
chadores. 
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Las investigaciones en biología y ecología comienzan con la observación de 
ciertos patrones o fenómenos que despiertan curiosidad. Estas observacio-
nes pueden variar en escala, desde escalas muy grandes y extensas (paisaje) 
a escalas muy locales (una comunidad); también, pueden ser de largo o de 
corto plazo. Si los patrones observados se relacionan con procesos naturales 
reales, pueden constituir entonces modelos  que explican un fenómeno bioló-
gico observado. Dicho fenómeno podrá ser validado a través de experimen-
tos siguiendo un diseño experimental (Caja 4.6.1)(1,2) (Ver también Sección 2 
Diseño de Muestreo en este manual).

El diseño de experimentos rigurosos permite identificar relaciones causa y 
efecto y umbrales de respuesta mediante una cuidadosa manipulación de 
varios factores de interés, mientras se controlan otros factores que podrían 
confundir los resultados o la interpretación de los mismos(3,4). En general, un 
experimento es un procedimiento utilizado para verificar, refutar o validar 
una o más hipótesis; normalmente, un experimento se puede ejecutar por 
uno o más de los siguientes motivos: (a) determinar las principales causas de 
variación en una variable respuesta medida, (b) identificar condiciones que 
dan lugar a una respuesta máxima o mínima, (c) comparar las respuestas 
obtenidas en diferentes escenarios de variables controlables, (d) obtener un 
modelo matemático/biológico para predecir respuestas futuras(5). 

En un contexto biológico, el término modelo a menudo se refiere a organis-
mos o especies que sirven como una plataforma ampliamente utilizada para 
la investigación experimental. En anfibios, el enfoque experimental ha gene-
rado evidencias para una mejor comprensión de la fisiología, biología evo-
lutiva, ecología y comportamiento de estos organismos. Además de su valor 
intrínseco como grupo de vertebrados, los anfibios se han destacado como 
modelo animal en la investigación biológica y biomédica, en áreas como la 
fisiología y la biología del desarrollo, principalmente. Un ejemplo de la im-
portancia que han tenido los anfibios, como organismos empleados en el 
aporte de nuevo conocimiento a través de la experimentación biomédica, se 
observa a través de la contribución de varios premios Nobel en fisiología y 
medicina que han involucrado la experimentación con anfibios como anima-
les de laboratorio, lo que ha aportado a innumerables tratamientos y terapias 
para humanos, así como grandes avances en la comprensión de los princi-
pios básicos de genética, fisiología, bioquímica y comportamiento animal(6). 
También los anfibios son utilizados como modelo para abordar paradigmas 
fundamentales en ecología, por ejemplo, aspectos relacionados a competen-
cia intra- e inter-específica, interacción depredador-presa, parasitismo, en-
tre otros(7-10). En las últimas décadas los anfibios han resultado ser modelos 
sumamente adecuados para el estudio de diferentes problemáticas tanto a 
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Caja 4.6.1 -  Esquema generalizado de los componentes lógicos de un 
programa de investigación. Adaptado de Underwood(1)

escala global como regional, como el estudio de estresores antropogénicos 
tales como la pérdida de hábitat, la contaminación (11,12, citando solo un par 
de ejemplos de Argentina), la introducción y/o translocación de especies que 
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pueden resultar invasoras (ejemplo en Argentina:13), las enfermedades emer-
gentes (14; en Argentina15-17), y el cambio climático global(18-23). También los 
anfibios han constituido un modelo de estudio en enfoques de biología evo-
lutiva del desarrollo (“Evo-Devo”)(24)  con abundantes estudios en Argentina 
como, variación y diversificación morfológica (e.g.25-28), desarrollo músculo-
esqueleto (e.g.29). 

La experimentación en biología debe incluir un diseño experimental ade-
cuado y un uso apropiado de análisis estadísticos en un marco de prueba 
de hipótesis (30,31; ver también Sección 2, Diseño de Investigación de este 
Manual). Por lo general, luego de formulada la pregunta o hipótesis a tes-
tear, en un experimento se debe poder identificar factores o variables in-
dependientes (tratamientos o condiciones) que se vinculan con las causas 
que queremos estudiar y variables respuesta o dependientes (características 
o rasgos a medir en los individuos experimentales) que se relacionan con 
los efectos a estudiar. En términos generales, la limitación más importante 
sobre una correcta interpretación del resultado de un experimento se debe 
a la dificultad de diferenciar el efecto de un tratamiento del efecto de otros 
factores no controlados en el diseño, lo cual puede conducir a una confusión 
de diferencias entre tratamientos. El experimento más simple consiste en va-
riar una sola condición (la variable independiente) y medir una o más varia-
bles respuesta, mientras se mantienen constantes todas las demás condicio-
nes(31). Los efectos de variar la condición (efecto del tratamiento) se evalúan 
por comparar la/las variables respuesta medidas para un grupo de sujetos 
(o unidades experimentales) que suele denominarse grupo de tratamiento o 
grupo experimental, con otro grupo de individuos (o unidades experimen-
tales) denominados grupo control(3,31). El control es de suma importancia en 
todo experimento y es uno de los puntos más importantes del enfoque ex-
perimental(3,30). Idealmente, los sujetos o unidades experimentales deben ser 
asignados aleatoriamente a los grupos experimentales y al control y trata-
dos de manera idéntica, excepto con respecto a la variable independiente en 
estudio(31). Diseños con muchos tratamientos o factores combinados deben 
usarse con cuidado, especialmente porque en los estudios biológicos la inte-
racción entre efectos es común y además porque resulta complicado luego 
analizar las interacciones entre los factores. En el caso de trabajar con más 
de un tipo de variable independiente o tratamiento, el diseño experimental 
debe ser lo suficientemente adecuado para poder establecer causas princi-
pales y/o interacciones de dichos tratamientos sobre la variable respuesta. 
En este sentido al aumentar el numero de tratamientos se incrementaran los 
grupos experimentales y con ello será necesario incrementar el número de 
réplicas para poder obtener conclusiones valederas.
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La mayoría de los estudios experimentales en anfibios se han realizado con 
estados embrionarios o larvales ya que son más fáciles de mantener en con-
diciones experimentales que los juveniles o adultos, asimismo esto puede 
depender mucho de cada especie o de la pregunta o hipótesis que se for-
mula(32,33). Los experimentos pueden realizarse puertas adentro ya sea en un 
área experimental de laboratorio o en incubadoras o cámaras tipo “Walk-in” 
(espacios completos adecuados con condiciones que puedan ser controla-
das, como temperatura, fotoperíodo), o pueden realizarse al aire libre. Al 
aire libre, pueden realizarse en ámbitos más “naturales”, ya sea en tanques 
y/o recipientes en los exteriores de un predio o laboratorio o en clausuras 
(mesocosmo) colocadas directamente en los humedales en el caso de esta-
dios embrionarios y larvarios (ver Figura 4.6.1), o sitios terrestres habitados 
por juveniles y adultos de las especies bajo estudio. Un mesocosmo es un 
sistema experimental (clausura) al aire libre que examina el entorno natu-
ral en condiciones en las que pueden controlarse ciertas variables y pue-
de definirse como un recinto experimental de entre 1 a varios miles de li-
tros de capacidad(34,35). En el caso de larvas de anfibios es aconsejable contar 
con recipientes relativamente pequeños (de entre 1 a 5 litros de capacidad). 
Para experimentos simulando sistemas acuáticos lénticos, los mesocosmos 
son una herramienta fundamental, especialmente si los experimentos son 
de mediano o largo plazo ya que permiten generar condiciones ambientales 
intermedias entre experimentos en microcosmos más pequeños y la mayor 
complejidad biológica de los sistemas naturales, en los que suelen no poder 
identificarse las relaciones mecanicistas(34,35). Recipientes más pequeños y sin 
la complejidad ambiental de un mesocosmo acuático se utilizan en experi-
mentos a corto plazo o para la evaluación de ciertas preguntas puntuales de 
experimentos más complejos. La experimentación con juveniles o adultos de 
anfibios es más compleja dado los requerimientos de mantenimiento para 
asegurar el bienestar de los animales. En general se utilizan terrarios con 
vegetación natural, humedad constante o una fuente de agua y provisión de 
alimento(36-40). En muchos casos estos experimentos complementan estudios 
a campo, son de corta duración y es una gran ventaja la cercanía del lugar 
experimental y los sitios de colecta(37,40-42). Mesocosmos terrestres para man-
tener anfibios en estadios post-metamórficos, juveniles o adultos se suelen 
utilizar en experimentos relacionados con temáticas de disturbios ambien-
tales de origen antrópico, como contaminantes(20,34,43,44), y también cuando se 
plantean preguntas teóricas relativas a estudios morfológico-funcionales, fi-
siológicos, por nombrar solo algunas temáticas de estudio (e.g.45). 
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Figura 4.6.1. Mesocosmos colocados 
en ambientes naturales (clausuras), 
en este caso empleados en estudios 
de interacciones tróficas que inclu-
yen anfibios. Estas clausuras per-
miten el intercambio de agua con el 
exterior facilitando la alimentación 
de las larvas de anuros.  Foto: F. Jara.

4.6.1 Métodos, técnicas y protocolos previos y durante 
los ensayos experimentales
i) Consideraciones y protocolos para minimizar exposición y transmisión 
de patógenos. Uso y desinfección del material que se emplea en el campo 

El trabajo de campo con anfibios en cualquiera de los estadios de desarrollo 
de su ciclo de vida implica, en general, tener contacto, ingreso y manipula-
ción con ambientes acuáticos de distinto tipo, tanto lóticos como lénticos. Por 
lo tanto, es necesario tener en cuenta una serie de consideraciones y recomen-
daciones. Se desarrollan brevemente, a modo de recordatorio, ciertas pautas 
de cuidado, ya que este apartado también está desarrollado en la Sección 
4.10 Registro de hongos. Protocolos en campo y laboratorio de este Manual.

• Consideraciones generales

Es importante tener en cuenta que resulta conveniente tener conjuntos o gru-
pos de elementos y equipo de muestreo menor (redes-bateas-baldes, etc.) 
que posibiliten su utilización, indefectiblemente, SOLO en la localidad de 
estudio SIN INTERCAMBIO entre otras localidades.

En el caso que el equipo sea reutilizable y que no pueda ser replicado para su 
uso individual en distintos sitios, ya sea por su costo o por su tamaño (botas-
Waders-aparatos multiparamétricos del tipo de registro de oxígeno disuel-
to, pH, conductividad, etc.), es imprescindible que se siga un protocolo de 
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desinfección cada vez que se termina con la visita a un sitio de estudio, para 
evitar translocación de organismos (e.g.: algas) o transmisión y dispersión de 
hongos, bacterias u otros patógenos.

• Elementos de desinfección y tratamiento del material de muestreo em-
pleado

A continuación, se presentan una serie de pautas de cuidado y desinfección 
de los elementos y el material de muestreo (Tabla 4.6.1; ampliada de la Sec-
ción 4.10, Registro de hongos. Protocolos en campo y laboratorio); dichas 
pautas constituyen tanto elaboración de los autores de esta Sección por ex-
periencias propias, como recopilación de información de otras publicacio-
nes(46-48) y están enfocadas principalmente a minimizar la transmisión y dis-
persión de enfermedades presentes en especies de anuros de Argentina y la 
región como: quitridiomicosis (Batrachochytrium dendrobatidis), ranavirus(15), 
oomicetes(16,17,49-53); y también considerando la dispersión de otros organis-
mos considerados invasores, recientemente detectados, como el alga “Didy-
mo” (Didymosphenia geminata), que ya está presente en diferentes cuerpos 
de agua de Argentina (e.g.: ambientes fluviales y lacustres a lo largo de la 
Patagonia Andina desde Neuquén a Tierra del Fuego)(48,54).

De acuerdo a lo anteriormente presentado, resulta imperativo cumplir con 
dichas recomendaciones cuando se trabaja con anfibios, además constituye 
una responsabilidad promulgarlas en otros grupos de investigación cuyas 
tareas estén asociadas a muestreos y trabajo de campo en ambientes acuáti-
cos lóticos o lénticos. A partir del trabajo conjunto con diferentes organismos 
nacionales, provinciales y municipales, se diseñó un protocolo que derivó en 
una resolución emitida por la Administración de Parques Nacionales, sobre 
la importancia de estas prácticas (Resolución Nro. 000774, 2010-Apéndice 
4.6.1). También es importante tener en cuenta todas estas pautas cuando se 
trabaja entre áreas antropizadas y áreas prístinas. Por ejemplo, los ambientes 
acuáticos urbanos están muy impactados, muchos de los cuales reciben una 
gran variedad de sustancias químicas, bacterias, etc. que podrían ser trans-
portadas a aquellos humedales más prístinos o ubicados en áreas protegidas 
o mejor conservadas.

ii) Consideraciones sobre registro de datos ambientales y colecta de mate-
rial biológico (adultos, larvas y huevos) en ambientes naturales

• Consideraciones generales

Para el estudio de anfibios en un contexto en el que se va a trabajar siguiendo 
un diseño experimental es necesario tener claro como primer paso, cual es 
la pregunta, objetivo o hipótesis a estudiar. Asumiendo que la pregunta está 
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formulada, el paso siguiente requiere revisar la metodología completa de 
colecta que se va a emplear, esto incluye considerar la solicitud de permisos 
de trabajo teniendo en cuenta todas las jurisdicciones que correspondan (Na-
cional, Provincial, Municipal, ver Sección 5) y realizar un listado, revisión 
y chequeo de todo el equipo necesario para el trabajo que se realice en la 
naturaleza.

Una vez establecido todo el material y equipo necesario para el estudio, se 
debe chequear todo aquel que requiera calibración, baterías, uso de memo-

Tabla 4.6.1. Métodos de desinfección 
de material de campo cuando se 
trabaja en ambientes acuáticos (las 
especies de Oomycetes que se citan 
infectan anfibios con distribución 
en Argentina(16,83); alga invasora 
Didymo48).

PROPÓSITO DESINFECTANTE CONCENTRACIÓN TIEMPO PATÓGENO

Desinfección 
equipo tipo 
quirúrgico (pinzas, 
tijeras, etc.)

Etanol 70% 1 minuto
Quitridio
Ranavirus

Agua caliente 100 °C 10 minutos
Oomycetes

(Saprolegnia, Achlya, 
Scoliolegnia)

Desinfección 
equipo de colecta 
y recipientes de 
colecta

Hipoclorito de 
Sodio (Lavandina 
de uso doméstico)

4% 15 minutos
Quitridio
Ranavirus

2%
mínimo 1 
minuto

Didymo

Secar 
completamente

3 horas o 
más

Quitridio

Calor
60 °C

5 minutos Quitridio

15 minutos Ranavirus

20 minutos Didymo

37 °C 4 horas Quitridio

Esterilización con 
RUv

1 minuto
Ranavirus 
(solamente)

Enjuague con 
agua hervida

100 ° C
varios 

enjuagues

Oomycetes
(Saprolegnia, Achlya, 

Scoliolegnia)

Desinfección de 
botas/wader

Hipoclorito de 
Sodio (Lavandina 
de uso doméstico)

4% 15 minutos

Quitridio
Didymo

Oomycetes
(Saprolegnia, Achlya, 

Scoliolegnia)

2%
por lo menos 

1 minuto
Didymo

Secar 
completamente

3 horas o 
más

Quitridio
Didymo

Desinfección de 
telas o prendas 
usadas en el campo

Agua caliente 60 °C o más

5 minutos Quitridio

1 minuto Didymo

15 minutos Ranavirus

varios 
enjuagues

Oomycetes
(Saprolegnia, Achlya, 

Scoliolegnia)
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ria, actualización de software u otro requerimiento particular (aireadores, 
heladeras portátiles con conexión a baterías, linternas, pH-metros, oxímetro, 
termómetros digitales, cámaras fotográficas, notebooks, teléfonos celulares, 
dataloggers, uso de lápiz para evitar que las anotaciones no se borren con el 
contacto con el agua, es recomendable también usar papel que pueda mojar-
se y no romperse como papel de tela, etc.). 

Algo importante a tener en cuenta en relación a los organismos que se van a 
colectar es la posibilidad de exposiciones previas de dichos organismos con 
ciertos estímulos que puedan influir de manera no controlada en los expe-
rimentos. A los organismos que no han sido expuestos a ciertos factores de 
interés suele denominárselos individuos “naïve” o “no expuestos”. Un ejem-
plo típico está relacionado con la capacidad de los embriones de detectar 
estímulos químicos desde estadios muy tempranos del desarrollo(55). Enton-
ces, en un experimento que, por ejemplo, estudia el efecto de claves quími-
cas de depredadores sobre el comportamiento y morfología de renacuajos, 
la opción más adecuada es llevar anfibios adultos al laboratorio (machos y 
hembras reproductivos) y estimular su reproducción en el laboratorio para 
la obtención de huevos fecundados. Sin embargo, esto a veces puede resultar 
logísticamente complicado, por lo que una opción muy utilizada también es 
colectar embriones en estadios tempranos (gástrula), para asegurar que los 
individuos a utilizar en el experimento no han tenido experiencia previa con 
dichas claves químicas, no han llegado a “oler” estímulos del depredador. De 
esta forma, al finalizar el experimento y comparar grupo experimental y gru-
po control, los resultados podrán asociarse al tratamiento aplicado y podrán 
descartarse los efectos de exposición previa. También en larvas de anfibios 
como en adultos podemos colectar organismos no expuestos a un factor a 
estudiar. Por ejemplo, si se quiere estudiar el efecto de una especie exótica 
sobre larvas o adultos de anfibios, bastará con colectar individuos de sitios 
donde se conozca que históricamente no habita dicha especie exótica(56,57).

• Localización y colecta de muestras 

1) Huevos/masas de huevos. El conocimiento detallado, si es posible, del modo 
reproductivo de la/las especies a estudiar facilitará el diseño de muestreo de 
huevos o masas de huevos en el campo, tanto para ensayos que se realicen en 
el laboratorio como en el campo. Esto es, conocer uno o mas aspectos como, 
el periodo del año en que se desarrolla la actividad reproductiva, los sitios o 
microhábitats que eligen para la oviposición las especies, las características 
de los huevos y el tipo de ovipostura (Figura 4.6.2), la tasa y duración del 
desarrollo, estadio y tamaño a la eclosión, y tipo de cuidado parental si lo 
hay (ver Sección 3.1 Relevamiento de oviposturas y embriones de este Ma-
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nual para más detalles). En caso de ensayos experimentales en el laboratorio, 
las masas de huevos pueden ser trasladadas en bolsas tipo “Ziploc”® o en 
botellones plásticos.

2) Larvas. Las larvas pueden hallarse en diferentes tipos de hábitats, desde 
cuerpos de agua someros, lagunas más profundas, arroyos, ríos y todos ellos 
también podrán variar en su complejidad; por ejemplo, fondos con rocas, tron-
cos, o vegetación densa. Esta diversidad de ambientes y su complejidad hace 
que, al momento de monitorear y colectar las larvas de anfibios deban em-
plearse diferentes técnicas; por ejemplo, el uso de redes permite barridos de la 
columna de agua en cuerpos de agua someros y perímetros de lagunas más 
profundas con poca vegetación. El uso de trampas embudo (Figura 4.6.3A, B) 
resulta efectivo en hábitats profundos o con cierta complejidad (presencia de 
piedras o rocas, troncos, o en el caso de presentar vegetación muy densa, cuan-
do es difícil el uso de redes), y el empleo de cercos que suele ser efectivo para 
lagunas de gran superficie y cierta profundidad (Figura 4.6.3C; ver Sección 3.2 
Relevamiento de renacuajos de este Manual para más detalles).

A B

C D

Figura 4.6.2. Tipos de ovipostura. 
A. Pleurodema thaul- cordones gelati-
nosos adheridos a vegetación de la 
columna de agua; B. Pleurodema bu-
foninum- cordones gelatinosos dis-
persos entre vegetación de fondo de 
humedales someros; C. Rhinella papi-
llosa- cordones gelatinosos dispersos 
en el fondo de humedales rocosos; 
D. Batrachyla sp.- huevos individua-
les ubicados en “nidos” entre la ve-
getación húmeda. Foto A: F. G. Jara; 
Fotos B, C y D: M. G. Perotti.
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Es importante, de existir conocimiento previo, tener en cuenta los comporta-
mientos de las larvas de la/s especies de estudio ya que pueden ser relevantes 
al momento de su colecta o muestreo en los hábitats naturales. Por ejemplo, 
debemos considerar si tienen hábitos diurnos o nocturnos, si se movilizan 
de manera solitaria o gregaria, y que tipo de micro-ambientes frecuentan. 
En nuestra experiencia el uso de ciertos elementos resulta muy adecuado 
para el traslado de larvas al laboratorio, como el uso de botellones/recipien-

A B

C

Figura 4.6.3. Empleo de trampas y 
cercos en lagunas rocosas y profun-
das en Laguna Blanca, Neuquén. A 
y B: Trampas embudo para captura 
de renacuajos. C: Clausura con redes 
en laguna profunda(83). Fotos A y B: 
M. G. Perotti;  Foto C: S. Ortubay, to-
mada de84 
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tes plásticos, con tapa, con aireación mediante aireadores transportables y 
teniendo en cuenta que dichos recipientes deben estar completos de agua 
para evitar movimientos bruscos dentro de la botella/recipiente durante el 
traslado.

3) Adultos. La inspección de potenciales sitios de reproducción de anfibios 
requiere de una serie de visitas. Para aquellas especies con hábitos diurnos, 
resulta más sencilla su detección, colecta y realización de ensayos tanto en 
el campo, como en el laboratorio. Sin embargo, en su gran mayoría, los anfi-
bios presentan hábitos y actividad nocturna, hecho que puede dificultar su 
detección (ver Sección 3.3 Relevamiento de postmetamórficos de este Ma-
nual para más detalles). Dependiendo del sitio a muestrear, la visita noctur-
na debe ser bien planificada pues puede resultar desaconsejada por factores 
externos al estudio biológico en sí mismo (por ejemplo, en zonas urbanas 
donde la seguridad es un aspecto que hay considerar). Por lo que una al-
ternativa puede ser la localización de huevos o masas de huevos, como un 
método indirecto adecuado de detección de actividad de adultos. Lo más 
recomendable es trasladar los adultos en cajas plásticas con aireación y papel 
o algodón humedecido.

iii) Consideraciones para el montado y elementos para su ejecución en el 
campo y en condiciones controladas en el laboratorio.

Antes de iniciar cualquier experimento se necesita definir claramente el ob-
jetivo o pregunta de manera de definir exactamente como se realizará el di-
seño experimental. Esto permitirá calcular, por ejemplo, la cantidad mínima 
necesaria de unidades experimentales para poder obtener resultados confia-
bles (ver Sección 2 Diseño de Muestreo). 

Por lo tanto, en esta sección el objetivo es describir en detalle aspectos prác-
ticos a la hora de montar un experimento o ensayo experimental, tratando 
de aportar información útil y práctica, particularmente cuando los recursos 
de tiempo, de espacio o de equipamiento puedan resultar escasos. Estas re-
comendaciones permitirán llevar adelante los estudios propuestos, basados 
en una pregunta específica (hipótesis) y utilizando un diseño experimental 
apropiado.

1) Adecuación y mantenimiento de los organismos
1.1. Huevos. En general, la extracción en la naturaleza de huevos o masas de 
huevos involucra ciertos cuidados en su transporte al laboratorio. Es muy 
importante tener en cuenta que las oviposturas o conjunto de huevos/em-



4.6 Estudios experimentales 197

briones deben sufrir la menor alteración posible durante su manipulación y 
transporte, ya que los movimientos bruscos, impactos mecánicos sobre los 
huevos, hipoxia, pueden ocasionar mortandad y además pueden interferir 
en el tiempo de desarrollo(58). También el incremento drástico de la tempe-
ratura de los huevos durante el traslado de los mismos puede generar altas 
tasas de mortalidad por lo que trasladar los mismos en recipientes refrigera-
dos es la mejor opción.

Para su mantenimiento en el laboratorio, previo al montado de los ensayos 
experimentales, las bateas o piletas de gran capacidad (500 L) resultan ade-
cuadas, ya que posibilitan suficiente espacio. Se debe tener en cuenta la ubi-
cación de las mismas, evitando áreas donde reciban sol directo que pueda 
generar un rápido incremento de la temperatura. También, es importante 
que el agua sea declorinada como se explica más adelante (ver en “Acondi-
cionamiento de las unidades experimentales”). Cuando se encuentran en el 
exterior es importante considerar cubrir con tul o malla mosquitera las pile-
tas de mantenimiento y cría, para que de esta manera se evite el ingreso de 
aves o insectos depredadores y al mismo tiempo permita el ingreso de la luz 
solar que es muy importante para el desarrollo de huevos y larvas. El agua 
de estos contenedores con huevos debe ser monitoreada regularmente, así 
como el estado de los huevos y considerar que, si hay evaporación, deberá 
reponerse la cantidad evaporada.

El empleo de recipientes como vasos y capsulas de Petri (Figura 4.6.4A) sue-
len ser útiles en el montado de unidades experimentales (réplicas) cuando se 
trabaja con huevos/embriones de anuros, donde se puede ubicar un número 
establecido de los mismos, que dependerá de la pregunta y el diseño experi-
mental. Muchas veces, el material de vidrio especifico de laboratorio (vasos 
de precipitado) es costoso, por lo que puede ser reemplazado por otros reci-
pientes, por ejemplo, porta-velas de vidrio (Figura 4.6.4B) o vasos de plástico 
(recipientes plásticos, en general de 500 ml o de menor capacidad; Figura 
4.6.4C), aunque es recomendable el uso de vidrio para evitar descartar plás-
ticos al final de los ensayos y como hábito de cuidado del ambiente.

En casos particulares como la determinación del número de huevos en la 
ovipostura, existen herramientas y métodos sencillos:

a. Detección y conteo de oviposturas. Hay especies que resultan más senci-
llas de estudiar como las que suelen ubicar sus huevos en cordones o masas 
gelatinosas en las orillas de humedales y lagunas, ya sea libres o adheridas 
a la vegetación sumergida, ya que son fácilmente detectables a simple vista. 
Otras especies ubican las oviposturas debajo de troncos, en cavidades de 
troncos o suspendidas o formando nidos sobre vegetación (Figura 4.6.2D). 
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En todos los casos es conveniente recorrer los ambientes, el perímetro com-
pleto del sitio de estudio en el caso de lagunas someras, marcar las ovipostu-
ras con algún tipo de identificación (plástico, tela), de manera de identificar 
y realizar conteos precisos a lo largo de sucesivos muestreos o visitas. 

b. Conteo de huevos. Respecto al conteo de huevos en ambientes natura-
les y en el laboratorio en especies con diferentes modos reproductivos, se 
recomiendan a continuación una serie de métodos posibles a realizar en el 
campo (conteo a simple vista) y otros combinando otras herramientas en el 
laboratorio, como análisis de fotografías, uso de lupa, etc., dependiendo del 
modo reproductivo

c. Conteo de huevos a simple vista (“ojo desnudo”) en el campo. Un mé-
todo simple es el empleo de bateas blancas graduadas o cuadriculadas que 
puedan estar inmersas en la columna de agua, de manera de alterar lo menos 
posible a la masa de huevos (Figura 4.6.5, panel superior). De esta manera, 
el fondo blanco permite mejor visibilidad y distinción de los huevos como 
unidades para su conteo; así mismo la graduación facilita también el conteo. 
Por otro lado, se debe considerar, en caso que se desee optimizar el tiempo 
de trabajo de campo, realizar fotografías de dichas oviposturas en las bateas 
para su posterior conteo en el laboratorio. En algunos casos las oviposturas 

A B

C

Figura 4.6.4. A. Uso de Cápsulas de 
Petri; B. Uso de porta-velas de vi-
drio; C. Vasos plásticos. Fotos: M. G. 
Perotti.
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son terrestres y estas se sitúan en el suelo húmedo del bosque que circunda 
los humedales (Figura 4.6.6A). Este es el caso de algunas especies del género 
Batrachyla (e.g. B. taeniata y B. leptopus59) en este caso los huevos son puestos 
a fines del verano sobre el suelo, o bien semienterrados y cubiertos por detri-
tus orgánicos (Figura 4.6.6B). Para contar el tamaño de puesta en estos casos 
es necesario recurrir a pinceles pequeños para ir removiendo de a poco la 
capa de sedimento y así ir colectando con una espátula o cuchara todos los 
huevos que componen la puesta.

d. Conteo de huevos en el laboratorio: los huevos de anfibios pueden con-
tarse a “ojo desnudo”, o como se señaló anteriormente, a través de fotografías 
realizadas en el sitio de estudio. En el caso del conteo de huevos mediante 
fotografías deben considerarse ciertas pautas: debe procurarse una fotogra-
fía en la que la mayor parte de la imagen se encuentre en foco (para ello una 
toma cenital es lo recomendado), una iluminación adecuada, homogénea, 
evitando sombras. En la medida de lo posible, si la cámara lo permite, utili-
zar modalidad manual, tomando nota de la distancia focal, sensibilidad ISO 
y velocidad de obturación. Lo ideal es unificar las condiciones lumínicas y 
parámetros para todas las fotografías.

Figura 4.6.5. Panel superior, reci-
pientes graduados. Panel inferior, 
marcas por conteo a través de soft-
ware ImageJ. Fotos: M. G. Perotti.
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Para el procesamiento de datos, en este caso el conteo de huevos de una 
fotografía, una herramienta muy versátil y muy usada es el software libre 
“ImageJ” (https://imagej.nih.gov/ij/; Figura 4.6.5 panel inferior).

1.2. Larvas. Basados en nuestra experiencia y la de otros investigadores (e.g.:60, 
https://www.ieu.uzh.ch/en/research/ecology/change/labprotocols.html), las 
larvas no se mantienen saludables cuando se crían y mantienen por tiempo 
prolongado dentro del laboratorio, con luz artificial y en recipientes de menos 
de 1 L de capacidad. Contrariamente y en general, se mantienen en buenas 
condiciones si son criadas en piletas o contenedores en el exterior del laborato-
rio, cuidando la ubicación de las piletas, las condiciones del agua, la incidencia 
de luz y la protección por ingreso de depredadores u otros organismos. Cuan-
do el experimento requiere el empleo de recipientes pequeños que típicamen-
te se usan dentro del laboratorio o la cámara incubadora, como alternativa 
estos recipientes pueden ubicarse en un recinto al aire libre (e.g.: Gazebo) que 
permite ciertas variaciones ambientales naturales en luz y temperatura y dón-
de puede llevarse a cabo el experimento (Figura 4.6.7). 

Para el mantenimiento de las larvas, se debe establecer un protocolo siste-
matizado de alimentación, que dependerá del tipo de pregunta formulada 
para el experimento o ensayo, y de la especie y de la velocidad con la que se 
pretende que las larvas crezcan. Si el recipiente de mantenimiento lo permi-
te, es importante evaluar la velocidad a que las larvas dejan de tener comida 
disponible para reponerla. Si los recipientes son muy chicos se recomienda 
extraer el excedente del alimento y renovar el agua frecuentemente para evi-
tar que el agua pierda sus cualidades. Recomendamos como alimento una 
mezcla de algas/fitoplancton y proteína brindada por comida para peces, 
para lo cual, utilizamos uno o dos tipos de microalgas de fácil cultivo (e.g., 
Scenedesmus sp., Chlamydomonas sp., entre otras), en combinación con comida 
para peces de agua dulce (VitaFish®)61. En el caso de mesocosmos con mucho 
sustrato y fitoplancton dicha mezcla puede administrarse como suplemen-

Figura 4.6.6. Ejemplo de especies 
que colocan sus huevos en tierra. 
A. zonas secas aledañas al humedal 
donde Batrachyla taeniata y B. lepto-
pus depositan los huevos; B. huevos 
de B. taeniata semienterrados por de-
tritus. Fotos: F. G. Jara.
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taria ya que permite asegurar la presencia de suplemento proteico. Asimismo, 
los recipientes pequeños pueden necesitar de limpieza diaria del fondo con 
un “limpiafondo” que puede realizarse con una manguera pequeña (como las 
típicas mangueras empleadas con aireadores en peceras). Cabe destacar que 
si los renacuajos son carnívoros habrá que reemplazar el alimento vegetal por 
invertebrados acuáticos o bien larvas de otros anuros de los cuales se alimenta.

El uso de pipetas automáticas o micropipetas de hasta 1000 μL (Figura 4.6.8) 
suele ser de mucha utilidad a la hora de establecer una alícuota similar para 
todos los sujetos experimentales. Dichas pipetas son muy útiles también 
para la manipulación de cualquier estimulo experimental de fase liquida, 
por ejemplo, claves químicas. 

1.3. Adultos. Para el mantenimiento de juveniles o adultos de anfibios suelen 
utilizarse terrarios (acuarios) de vidrio o cajas plásticas. En todos los casos 
es deseable que los recintos estén ubicados en lugares con mínimo disturbio 
para ayudar a minimizar el estrés de los animales. Los recintos más simples 
y que suelen usarse en situaciones de mantenimiento a corto plazo, son re-
cintos con un sustrato de toallas de papel con humedad constante y algún 
tipo de refugio(38,39,41). Lo óptimo sería mantenerlos en un recinto con vege-
tación natural y cierta complejidad ambiental que incluya zonas con agua, 
refugios, rocas, etc.(36,40,62). Los alimentos más utilizados son gusanos, moscas 

Figura 4.6.7. Carpa gazebo ubicada 
en el jardín del laboratorio. Foto: M. 
Pueta.
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de la fruta (Drosophila sp.) o pequeños grillos(36-40). La densidad de animales 
por recinto no solo dependerá del tamaño del mismo sino también del obje-
tivo de estudio y de las interacciones sociales que entre ellos puedan suceder 
(e.g.: intercambio de estímulos químicos, agresión)(41,62). Si el mantenimiento 
es en un lugar cerrado debe sistematizarse y controlarse el ciclo de luz-oscu-
ridad y la temperatura adecuada según la época del año y/o el objetivo del 
estudio. En el caso de experimentos en mesocosmos terrestres, estos recintos 
suelen también ser los de mantenimiento y suelen estar construidos de plás-
tico, o de tela plástica y malla metálica o de aluminio. En muchos casos los 
mesocosmos para mantenimiento y experimentación con anfibios adultos se 
hacen utilizando sólo paredes artificiales y aprovechando el suelo natural, 
en esos casos se debe tener en cuenta la profundidad de dichas paredes para 
evitar que los anfibios escapen cavando, y en todos los casos es aconsejable 
algún tipo de cobertura semitransparente para que los anfibios no puedan 
escapar ni ser atacados por depredadores.

2) Montado de experimentos
En general, para montar un experimento se recomienda tener en cuenta la 
ubicación de las unidades experimentales (réplicas) tanto en exterior como 

Figura 4.6.8. Pipeta automática. 
Foto: V. H. Meneses
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en interior (laboratorio), ya que se necesita controlar las variables que po-
drían, si no son controladas, producir resultados y conclusiones erróneas. 
Por ejemplo, estas variables podrán ser: la luz (diferencias en la exposición al 
sol y la sombra; diferencias en la intensidad de iluminación, en el caso de uso 
de estantes en un laboratorio o incubadora o cámara “Walk-In”), la inclina-
ción del terreno, etc. Vamos a dar un ejemplo: supongamos un experimento 
en que buscamos determinar si el volumen de agua (experimentos conocidos 
como efectos del hidroperíodo) afecta atributos en las larvas de anfibios. Si 
nuestra metodología consiste en modificar el volumen de agua (modificar el 
hidroperíodo) en nuestras unidades experimentales, y las mismas se encuen-
tran a la intemperie, éstas deberán estar alojadas debajo de un techo o inver-
nadero para evitar que las precipitaciones alteren nuestros tratamientos y 
poder nosotros controlar la variacion del hidroperiodo deseada en nuestro 
diseño experimental. 

Cuando se trabaja con mesocosmos, en cámaras incubadoras o habitaciones 
adecuadas con control de variables como temperatura y luz (cámara Walk-In) 
con estanterías donde se ubicarán las réplicas del experimento, es conveniente 
planear el empleo de bloques aleatorios donde los tratamientos se distribuyan 
al azar en cada bloque (un bloque puede ser un estante en el laboratorio; un 
área en el terreno que contenga representados los distintos tratamientos; un 
contenedor o pileta compartimentada). Cada bloque entonces contendrá una 
réplica de cada tratamiento. Por ejemplo, en la Figura 4.6.9 se muestra un es-
quema de una pileta donde se ha tabicado de manera de representar en dicha 
unidad (bloque) tres tratamientos. Podría ser un bloque donde cada comparti-
mento representa un tipo de estímulo (1-químico, 2-visual, 3-sin estímulo) por 
parte de los depredadores empleando jaulas en los mesocosmos (ver a conti-
nuación ejemplo de estimulación visual y química de depredadores). De esta 

Figura 4.6.9. Ejemplo de Pileta com-
partimentada a modo de bloque.
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manera, durante el procesamiento de datos, el análisis estadístico en bloques 
permitirá eliminar el sesgo (la confusión), si es que existe, por ejemplo, por la 
ubicación de las unidades experimentales en ambientes que no son totalmente 
homogéneos en sus condiciones (diferente exposición a la luz).

Muchas veces es necesario readecuar las incubadoras para permitir introdu-
cir aireadores que brinden oxígeno para los recipientes de trabajo y de esta 
manera controlar también esta variable (oxigenación de los recipientes) que 
podría introducir sesgo a los experimentos. Los recipientes de hasta un litro 
pueden adquirirse como insumos de vidrio para laboratorio o en cotillones 
en el caso de vasos plásticos de hasta un litro. Las piletas de mantenimiento 
o los mesocosmos de experimentación pueden ser de fibra de vidrio o lona 
similar a las piletas Pelopincho®, o bebederos para animales de granja. Los 
mesocosmos acuáticos medianos también se pueden armar a partir de reci-
pientes plásticos fáciles de adquirir (palanganas; Figura 4.6.10).

Figura 4.6.10. Piletas de manteni-
miento con marcos que permiten 
montar filtros o mallas y distintos 
tipos de mesocosmos acuáticos ubi-
cados en el exterior del laboratorio. 
Fotos: M. G. Perotti, F. Jara.
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Acondicionamiento de las unidades experimentales
-Previamente al armado de un experimento, todos los recipientes que vayan 
a emplearse tanto nuevos como reciclados, tendrán que ser lavados adecua-
damente para retirar cualquier resto de alimento u olores que alteren el com-
portamiento de los animales experimentales, deben eliminarse los rótulos 
viejos, así como tener en cuenta el protocolo de desinfección explicado en el 
apartado anterior.

-Luego, los recipientes o mesocosmos deben ser llenados con agua en caso 
de trabajar con embriones y larvas, o poner una mínima cantidad de agua 
en caso de trabajar con adultos. En general se observan dos variantes en 
los trabajos publicados, una es directamente colocar agua declorinada 
(eliminando el cloro que pudiera contener, si es agua de red), que puede 
obtenerse teniendo recipientes de gran volumen donde se deje el agua el 
tiempo necesario para la evaporación por completo del hipoclorito de so-
dio (24-48 hs). La otra variante es con agua filtrada del humedal de donde 
provienen los animales experimentales. En el caso de trabajar con mesocos-
mos, la opción de utilización de agua filtrada del ambiente original facilita 
que los mesocosmos rápidamente desarrollen fitoplancton, facilitando la 
alimentación de los animales y permitiendo un ambiente con condiciones 
más similares al natural. Tanto en acuarios como en mesocosmos puede 
agregarse un fondo o sustrato, que puede ser hojarasca o sedimento de 
las lagunas, plantas acuáticas o bien plantas artificiales confeccionadas con 
plástico, etc. (Figura 4.6.11). No es recomendable el uso de agua filtrada del 
humedal en el caso de trabajar con estímulos químicos naturales, ya que el 
filtrado no elimina dichos estímulos. Por otro lado, cuando se introduzcan 
elementos provenientes del ambiente natural habrá que controlar que no 
contengan ninguna especie animal como caracoles, sanguijuelas, larvas o 
adultos de insectos depredadores, etc. 

Los mesocosmos terrestres se construyen típicamente incluyendo el suelo 
natural en su instalación; sin embargo, las jaulas o tanques sobre el suelo 
también pueden usarse para manipulaciones terrestres con la adición de sus-
tratos y condiciones ambientales apropiadas(34). Los mesocosmos terrestres 
pueden ser muy complejos y costosos ya que se debe proporcionar suficiente 
espacio para que los animales realicen actividades terrestres críticas como 
alimentarse, excavar e invernar y al mismo tiempo permitir contar con sufi-
cientes réplicas(34,44). Finalmente, en algunos casos, tanto en larvas de anfibios 
como en adultos es posible llevar a cabo diseños experimentales completos 
con preguntas sencillas directamente a campo, pero limitando las variables 
a controlar(34,42,62-66).
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-Una vez que los recipientes o los mesocosmos están acondicionados podre-
mos proceder a distribuir los tratamientos entre las unidades experimenta-
les. Lo más adecuado es rotular colocando solo un código a cada unidad y 
de esta manera tendremos la mínima información a la hora de registrar los 
datos en cada réplica (doble ciego). Este tipo de metodología ayuda a dis-
minuir sesgos introducidos por el observador(31). Es importante que, en la 
planilla final, al lado de cada código de la unidad experimental, se coloque 
a qué tratamiento ha sido asignado, además de toda la información que sea 
necesaria posteriormente en el análisis de datos.

-Proceder a alojar a los animales experimentales. Es muy importante saber 
con cuántos animales experimentales se cuenta para poder asignar, por un 
lado, igual número de réplicas por tratamiento y por otro, igual cantidad de 

Figura 4.6.11. Diferentes elementos 
como jaulas plásticas o complejidad 
simulando vegetación. Foto: M. G. 
Perotti.
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individuos por réplica, (excepto que se pretenda medir efectos de la densi-
dad de individuos). En el caso de experimentos de corto plazo realizados en 
recipientes de 1 L o menos, y cuando existen problemas en la cantidad de 
individuos disponibles para desarrollar el experimento, es preferible trabajar 
con uno o pocos individuos por recipiente y muchas réplicas, que trabajar 
con pocas réplicas y varios o muchos individuos por réplica. De esta manera, 
el mayor número de réplicas dará resultados más confiables. Es importante 
también tener en cuenta que, si se trabaja con varios individuos por réplica, 
deberá considerarse la variable a medir como un promedio de los individuos 
por réplica, ya que, si se consideran como datos individuales dentro de la 
misma réplica incurrirá en “pseudoreplicación”(67) (consultar también Sec-
ción 2 Diseño de Muestreo). Si la cantidad de individuos por réplica/meso-
cosmo supera los diez individuos, en general se recomienda hacer reconteos 
y asegurarse que el número de individuos sea igual en todas las réplicas. 

Los individuos deben provenir de diferentes oviposturas (diferentes proge-
nitores-camadas) de una población, para controlar el efecto genético/paren-
tal que podría llevar a errores o sesgos en la interpretación de los resultados. 
También si se quiere medir o controlar el efecto materno o de camada en el 
diseño, se debe tener en cuenta el origen (camada o masa original de huevos) 
de los individuos experimentales. En caso de querer medir efectos sobre di-
ferentes poblaciones será necesario colectar oviposturas de estas diferentes 
poblaciones y mantenerlas separadas. 

En el caso de cubrir las piletas o mesocosmos con tela semitransparente (tul 
o malla mosquitera) que impida la colonización por otros animales o la acti-
vidad de depredadores, se debe tener en cuenta que esta cobertura permita 
la observación por parte del experimentador.

Finalmente, como los anfibios presentan variaciones interanuales en la re-
producción, es probable que la disponibilidad en la cantidad de huevos/
embriones, larvas o adultos también varíe de un año a otro, por lo que siem-
pre hay que tener en cuenta estas variaciones antes de llevar a cabo un ex-
perimento. Si se quiere simular la densidad en condiciones naturales, habrá 
que medir la densidad en la naturaleza para poder obtener una densidad por 
área o volumen y luego adaptar esa densidad a las réplicas. 

Complejización ambiental en las réplicas/mesocosmos 
Otra consideración importante es el uso de elementos o dispositivos experi-
mentales dentro de los mesocosmos que sean necesarios para llevar a cabo 
adecuadamente el experimento. En todos los casos dichos elementos y su 
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distribución espacial deben ser similares en todas las réplicas, con la sola 
variación del efecto a evaluar. Por ejemplo, al evaluar efectos indirectos de 
los animales depredadores sobre las larvas de anfibios, es decir, cuando se 
quiere evaluar el efecto de estímulos que indican peligro ya sea químicos 
y/o visuales no debería verse afectada la supervivencia de las larvas por 
depredación directa. Para esto, el uso de jaulas para mantener al depreda-
dor es muy adecuado, por lo general se confeccionan en plástico, de manera 
sencilla, ya sea perforando botellas y cubriendo uno de sus extremos con tela 
mosquitera; o directamente construidas con malla plástica (Figura 4.6.11). 
En experimentos que incluyen el uso de jaulas, es necesario que todos los 
mesocosmos contengan al menos una (incluidos los controles). Este aspecto 
es muy importante para evitar resultados confusos como puede ser el efecto 
de presencia de un elemento diferente (jaula) en los mesocosmos. Un ejem-
plo práctico con el uso de jaulas sería que, los mesocosmos que correspon-
dan al tratamiento que considere un efecto indirecto del depredador (quími-
co y visual) contengan una jaula con un depredador vivo, mientras que los 
mesocosmos “control” contengan las jaulas vacías. Otro ejemplo de mayor 
complejidad experimental podría ser el caso de querer separar el efecto de 
estimulación visual del de estimulación química, entonces podrían asignarse 
mesocosmos con jaulas con depredador vivo, otros con jaulas con una imi-
tación de depredador (confeccionado con material inocuo, e.g.: moscas de 
pesca) y mesocosmos “control” con jaulas vacías. 

Consideraciones para estudios comportamentales
El desarrollo de experimentos que involucren la medición de una o más 
variables comportamentales requiere de ciertas consideraciones específicas 
que se suman a todas las consideraciones experimentales que se han explica-
do previamente. Un punto crítico al momento de desarrollar un experimento 
con registro de variables asociadas a rasgos de la conducta es que estas pue-
den ser moduladas a corto plazo por el ambiente circundante, los disturbios 
sensoriales, la subjetividad del observador, las experiencias previas de los 
animales, el bienestar de los animales en cautiverio, etc. Por lo tanto, las va-
riables de disturbio introducidas por el ambiente experimental o el experi-
mentador deben ser minimizadas o controladas.

Cuando una variable conductual sea registrada alternadamente por más de 
un observador, es necesario establecer un criterio conjunto para dicho re-
gistro; lo más apropiado es realizar correlaciones entre registros de los dis-
tintos observadores, lo que se denomina fiabilidad inter observador. Estas 
correlaciones son más fáciles de realizar cuando se cuenta con filmaciones 
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de los animales desde las cuales luego se evaluarán los comportamientos. 
Sin embargo, en experimentos donde no se puede filmar y las observaciones 
de comportamiento son por observación directa, se pueden realizar prue-
bas piloto previas a las experimentales y generar dicha fiabilidad. Lo ideal 
en el registro de conductas es filmar, de esta manera el disturbio generado 
por el experimentador es mínimo y, además, al quedar el registro fílmico, se 
pueden registrar varias variables desde una misma filmación que por obser-
vación directa podría ser muy complicado. Otra ventaja de filmar las eva-
luaciones de comportamientos, es poder hacerlo sobre más de una unidad 
experimental a la vez si el tamaño del recipiente de experimentación no es 
muy grande. Sin embargo, en mesocosmos acuáticos grandes, al aire libre y 
con complejidad ambiental puede ser más pertinente la observación directa 
que las filmaciones, ya que el reflejo en la superficie del agua es muy difícil 
de evitar en las filmaciones. Una recomendación útil al momento de hacer 
observaciones directas, tanto en mesocosmos montados directamente en si-
tios naturales como en zonas externas al laboratorio, es el uso de lentes po-
larizados, que por sus características de filtrado de la luz permiten ver más 
fácilmente a través de la columna de agua; además, a la hora de planificar 
el trabajo, tener en cuenta que los días ventosos dificultan la observación de 
comportamientos bajo el agua, haciendo casi imposible la observación deba-
jo de la superficie del agua. En el análisis de videos, ya sea para análisis de 
trayectorias, velocidad de desempeño locomotor, entre otros, existen varios 
software libres, por ejemplo Tracker©, https://physlets.org/tracker/ que se 
ha utilizado con éxito en estudios de desempeño(68). Para la toma de tiempos 
en ciertos comportamientos también se puede usar directamente un cronó-
metro digital mientras se reproducen los videos. Recomendamos el libro de 
Martin y Bateson(31) como una guía básica de protocolos de observación y 
registro de comportamientos.

Los disturbios sensoriales deben ser tenidos en cuenta de acuerdo al esta-
dio de los anfibios y la pregunta planteada. Por ejemplo, olores ambienta-
les pueden ser de alto disturbio en el estudio con estímulos químicos entre 
adultos de anfibios. O, las vibraciones en terreno (el acercamiento brusco de 
un observador a un mesocosmo) pueden ser muy disruptivas para la eva-
luación de movimiento en renacuajos. Además, cuando las evaluaciones de 
comportamiento requieren que los animales sean trasladados de su lugar de 
mantenimiento al recinto experimental, se debe siempre prever un tiempo 
de adaptación al nuevo recinto. Para experimentos de comportamiento de 
corto plazo y especialmente si las evaluaciones de conducta se realizan sobre 
un individuo por vez, es recomendable trasladar a los individuos de su lugar 
de mantenimiento principal (e.g.: pileta) a nuevos recipientes que sean simi-
lares a los empleados en las evaluaciones y mantenerlos allí uno o dos días 
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previos al comienzo del experimento. Siempre que se pueda, es ideal que 
dichos recipientes de mantenimiento a corto plazo y los de evaluación sean 
de materiales y tamaños similares.

El tiempo o la hora del día en el cual se generan los registros conductuales es 
sumamente importante y debe mantenerse a lo largo de todo el experimento 
y en la replicación de experimentos similares para que sean comparables. 
Las condiciones de temperatura y fotoperiodo pueden ser controladas en el 
caso de trabajar dentro de un laboratorio o ser aleatoriamente distribuidas 
si se trabaja al aire libre. Igualmente, como mencionáramos antes, en el caso 
de alta heterogeneidad ambiental, es importante considerar el trabajo en 
bloques experimentales. Un caso especial a tener en cuenta es el estudio de 
rasgos asociados a comportamientos reproductivos en adultos de anfibios, 
como selección de vocalizaciones o discriminación de estímulos químicos; 
en general estos experimentos deben realizarse durante la noche mediante 
filmaciones con cámaras en modo nocturno(37,40). En el caso de no poder rea-
lizar experimentos durante la noche, una alternativa para experiencias en la-
boratorio es revertir el ciclo de luz oscuridad para que el investigador pueda 
trabajar de día, pero se debe tener en cuenta el biorritmo y que los animales 
estén adecuados fisiológicamente al modo nocturno(37).

En el caso de estudios donde la variable respuesta implica orientación es-
pacial de los anfibios, por ejemplo, en estudios de elección de estímulos, se 
debe tener en cuenta la lateralización motora o de procesamiento visual en 
anfibios, lo cual implica un sesgo innato en ciertos casos, o modulado por ex-
periencias previas en otros, en cuanto a la orientación de las repuestas hacia 
“izquierda” o “derecha”(69-71). La forma más común de controlar el sesgo de 
laterización es alternando la orientación (frente-contrafrente) de los distintos 
individuos experimentales al comenzar pruebas de preferencia o, alternar 
el lugar de ubicación de los estímulos. En experimentos de selección, ubica-
ción espacial o preferencia, también deben mantenerse controladas las claves 
contextuales (e.g.: la sala de experimentación) ya que los anfibios adultos po-
drían orientarse por otras claves contextuales distintas a las que se quieren 
evaluar(72). Por ejemplo, si la sala experimental tiene paredes heterogéneas, 
se puede establecer un perímetro alrededor del recinto experimental con una 
cortina de tela o plástico de color uniforme. 

En algunas situaciones experimentales se debe tener en cuenta si la variable 
comportamental a registrar depende de cierto estado motivacional y/o fisio-
lógico de los sujetos experimentales. Por ejemplo, si se quiere evaluar qué 
región del cuerpo de un renacuajo es preferida para ataques directos de un 
insecto depredador se debería privar de alimento al depredador por algunas 
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horas (dependiendo de cada especie y tiempo de digestión) para asegurarse 
la motivación para atacar(73). También, si se quiere evaluar la conducta de 
ramoneo o alimentación de renacuajos en función de ciertos estímulos con-
textuales se debería privar de alimento a los renacuajos un tiempo previo a la 
evaluación para asegurar que están motivados para alimentarse(74). 

En estudios de aprendizaje y conducta es muy importante el uso de animales 
“naïve” o sin experiencia previa con ciertos estímulos de interés. En el caso 
de renacuajos y estudios de aprendizaje relacionado a estímulos químicos 
naturales es muy importante lo que mencionáramos previamente sobre la 
colecta de embriones en estadio de gástrula. El uso de animales naïve es 
excluyente si se quiere investigar si un comportamiento es innato o puede 
ser modulado por aprendizaje(75). Asimismo, en la búsqueda de capacidades 
de aprendizaje, si no se trabaja con animales naïve no se podrán separar 
los efectos de mecanismos de aprendizaje previos (inhibición latente, ha-
bituación, sensibilización) de los resultados que se obtengan en el experi-
mento(76). Una excepción es cuando se estudian capacidades de aprendizaje 
en contextos nuevos o con estímulos novedosos o artificiales, por ejemplo, 
el aprendizaje por discriminación de geometría en anuros adultos(72). Otras 
características de las larvas de anfibios a tener en cuenta particularmente 
en estudios de aprendizaje y dependiendo del tipo de estudio a desarrollar 
es el aprendizaje social. Por ejemplo, existe evidencia de transmisión social 
del reconocimiento de depredadores en larvas de anfibios, incluso en espe-
cies que no son gregarias(77,78). En este sentido, cuando se evalúan respuestas 
conductuales y particularmente capacidades de aprendizaje individual con 
estímulos plausibles de aprendizaje social, es aconsejable realizar las evalua-
ciones con réplicas conformadas por un solo sujeto experimental.

Hay varias características de los estudios de comportamiento y de los de 
aprendizaje que hace que los grupos control en el diseño no sean como los 
típicos grupos control que hemos mencionado previamente (en el que sólo se 
altera el tratamiento en estudio). Asimismo, un resultado de mediciones de 
una conducta en función de un tratamiento dado tiene que poder asociarse 
exclusivamente con la pregunta experimental y no así con disturbios am-
bientales o la metodología experimental. Mencionaremos algunos ejemplos 
de controles experimentales específicos y algunos ejemplos de controles in-
ternos en el trabajo experimental. Por ejemplo, los grupos control en experi-
mentos de aprendizaje se diseñan en base al mecanismo de aprendizaje que 
se quiera evaluar (e.g.: condicionamiento pavloviano, habituación-sensitiza-
ción, etc.) y están ampliamente explicados en la literatura; sin importar con 
qué especie animal o con qué estímulos se trabaje, esos grupos control deben 
estar presentes en el diseño experimental(75,77,79). La alta variabilidad indivi-
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dual en conductas como la locomoción en larvas de anfibios hace que sea 
muy útil incorporar comparaciones de locomoción interindividual para ge-
nerar la variable respuesta final, por ejemplo, comparar la locomoción (tiem-
po, frecuencia, etc.) durante la exposición a un estímulo con la locomoción 
previo a la exposición a dicho estímulo(61,75,79). En el estudio de la importancia 
de señales visuales o químicas en anuros adultos el uso de moldes o dummys 
es una forma de controlar ciertas características muy variables de los anuros 
vivos que, para reducirlas en el diseño, se requeriría de un número muy alto 
de réplicas. Por ejemplo, para evaluar el peso de claves visuales de machos 
(e.g.: saco vocal) en la elección de pareja por una hembra en un test de do-
ble elección, Taylor y colaboradores(62,81) construyeron un molde de anuro 
macho con saco vocal expansible y lo colocaron junto a un reproductor de 
vocalizaciones. Con el molde se controlaban otras variables asociadas a un 
individuo vivo (tamaño, color, motivación, etc.) y el control propiamente del 
experimento lo constituía otro reproductor localizado del lado contrario y 
sin molde de anuro macho junto a él(62,81). En otro caso, para evaluar el rol 
de ciertas secreciones glandulares de machos en la elección de una hembra, 
Brunetti y colaboradores (resultados no publicados) construyeron moldes de 
anuros machos que colocaban junto a reproductores de vocalización y que 
bañaban con secreciones glandulares o con agua (grupo control). De esta for-
ma el comportamiento de la hembra sólo podía tener como factor de cambio 
las secreciones y no alguna otra clave asociada a un macho adulto vivo. 

Consideraciones cuando se estudian aspectos relativos 
al incremento de la radiación ultravioleta (RUV) y a 
enfermedades infecciosas 
Desde los años ’90 se ha comenzado a poner énfasis en estudios relativos al 
efecto del cambio climático, el incremento de la RUV y diferentes enferme-
dades emergentes que han demostrado afectar la biología y ecología de los 
anfibios, disminuyendo poblaciones e incluso ocasionando la desaparición 
de especies, particularmente, en ambientes naturales “prístinos” donde hay 
poco impacto humano. 

Radiación Ultravioleta

Los estudios experimentales que buscan evaluar el efecto de la RUV sobre 
embriones o larvas de anfibios pueden ser desarrollados tanto en incubado-
ras o cámaras tipo “Walk-in”, o pueden realizarse en el exterior con inciden-
cia de radiación solar natural. Es recomendable seguir algunas pautas indi-
cadas en varios apartados que fueron desarrollados anteriormente, a saber:
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• Minimizar la manipulación de los individuos

• Mantener la asepsia y cuidado de las condiciones del agua empleada 
durante el desarrollo experimental

En el caso del trabajo experimental en el laboratorio es recomendable:

• Limitar el tiempo de exposición del personal que manipula el set experi-
mental bajo incidencia de RUV al mínimo necesario.

• Asegurar el empleo de gafas adecuadas por parte de todo el personal que 
participe en la manipulación de organismos bajo lámparas e incubadoras 
que emitan RUV 

En cuanto a equipamiento, en el caso de estudios de RUV en laboratorio 
existen incubadoras acondicionadas con iluminación UV y PAR (con lámpa-
ras UV-A: radiación entre 315 y 400 nanómetros; UV-B: radiación entre 280 
y 315 nanómetros; y espectro visible o radiación fotosintéticamente activa 
(PAR): radiación entre los 400 y los 700 nanómetros) (e.g. Incubadora San-
yo MLR-5®; Figura 4.6.12A). Pueden usarse lámparas especiales como lám-
paras fluorescentes del tipo Spectroline X-15-B (Spectronics Corp.®, y en el 
caso de lámparas con el espectro visible (PAR) por ejemplo, Philips daylight, 
TLT 40W/54RS® (Figura 4.6.12B)(82).

También, en caso de realizar experimentos de RUV con luz natural (radia-
ción solar), es usual para bloquear RUV el empleo de placas de policarbonato 
que son testeadas con espectroradiómetro de manera de tener un control de 
la cantidad de luz que estas placas están filtrando y en función de la necesi-
dad de filtrar mayor o menor intensidad de RUV (Figura 4.5.12C)(82).

Enfermedades Emergentes

El efecto deletéreo de estas enfermedades en el normal desarrollo del ciclo de 
vida de los anfibios, considerados centinelas de calidad ambiental o bioindi-
cadores, puede estudiarse a través del trabajo experimental. Para ello es im-
portante, además de tener presentes los protocolos para minimizar la expo-
sición y transmisión de patógenos durante el muestreo (Tabla 4.6.1), seguir 
ciertos protocolos al momento del montado de este tipo de experimentos. 

A continuación, explicamos nuestra experiencia con la manipulación y mon-
tado de experimentos para el estudio del Oomycetes sobre embriones de 
anfibios. Dicha experiencia corresponde a estudios en especies de mohos 
acuáticos presentes en ambientes del bosque ecotonal del norte patagónico 
como Saprolegnia sp., Achlya sp., Scoliolegnia sp. (Oomycetes). Las pautas y 
recomendaciones a seguir serán:
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• Mantener asepsia en todos los recipientes a emplear en los ensayos expe-
rimentales; para ello y evitando la contaminación de hongos provenien-
tes del campo, es aconsejable que los recipientes sean de vidrio, tratados 
en estufa y secados.

• Las oviposturas y/o larvas colectadas a campo, deben ser lavadas en la-
boratorio, con la menor manipulación posible y previamente al montado 
del experimento según la siguiente metodología:

Figura 4.6.12. Experimentación con 
embriones y larvas de anfibios. A. 
Laboratorio, empleo de Incubadora 
ad hoc Sanyo MLR-5; B. Uso de lám-
paras UV-PAR en incubadora (Spec-
troline X-15-B); C. Exterior, uso de 
placas de policarbonato (empleada 
como filtro en experimentos de ra-
diación ultravioleta con luz natural).
Fotos: M. G. Perotti.
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• El agua proveniente de los respectivos ambientes de colecta de los anfi-
bios debe ser hervida por al menos 10 minutos para asegurar la mortali-
dad de esporas y micelio de potenciales mohos acuáticos. Posteriormen-
te, el agua se deja enfriar para luego lavar mediante varios enjuagues los 
embriones y/o larvas de anfibios a emplear en el ensayo(17,47). 
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La importancia de medir la temperatura corporal
Los organismos ectotermos están fuertemente influenciados por su ambien-
te térmico, ya que la transferencia de calor entre el organismo y el medio 
se realiza a través de la superficie de la piel por mecanismos de radiación, 
convección, conducción y evaporación(1-3). Los primeros tres dependen del 
gradiente térmico que existe entre la piel y el ambiente, en cambio la pérdida 
de calor por evapotranspiración sólo depende de la presión de vapor que 
existe entre la piel y el ambiente(4). La regulación de la temperatura en anima-
les ectotermos, como así también la amplitud de su rango térmico(5), limitan 
y modifican sus funciones fisiológicas y comportamentales.

Para aquellos animales que presentan como estrategia principal de ganancia 
energética la heliotermia, tiene especial importancia el patrón y diseño de 
colores que estos poseen, ya que son capaces de intercambiar calor con el me-
dio, absorbiendo y reflejando la luz solar, manteniendo así el balance térmico 
requerido(5,6). Por otro lado, muchos ectotermos termorregulan moviéndose 
entre distintos tipos de microhábitats durante el día y la noche, ajustando de 
esta manera su temperatura corporal y manteniéndose en un rango óptimo 
de temperatura(5,7-10). Por ejemplo, la rana Lithobates catesbeiana, presenta un 
mecanismo termorregulador en el cual modifica su posición dentro de los 
cuerpos de agua, moviéndose desde las orillas (aguas poco profundas) hacia 
el centro de la laguna (aguas de mayor profundidad), a medida que trans-
curre la noche y la temperatura disminuye(11). Este comportamiento, se debe 
a que el recurso energético varía en cantidad y calidad continuamente en el 
tiempo y espacio(12). Asimismo, el beneficio de mantener una temperatura 
óptima está limitado por los costos metabólicos que demandaría seleccionar 
los diferentes ambientes térmicos(13). 

La intensidad de la termorregulación puede conceptualizarse como un conti-
nuo de estrategias que van desde la regulación activa de la temperatura cor-
poral dentro un rango preciso (especies termorreguladoras), hasta especies 
que obtienen pasivamente la temperatura del ambiente (termoconformes). 
La diferencia entre ambas estrategias radica en los costos y beneficios que 
demanda la termorregulación(14), donde el costo más evidente es el tiempo 
invertido. La estimación del grado en que las especies termorregulan se rea-
liza mediante el cálculo de índices que integran distintas variables, como las 
temperaturas ofrecidas por el ambiente, el rango de temperaturas corporales 
en el campo y el rango de temperaturas preferidas por los individuos(15).

Las temperaturas ofrecidas por un ambiente a microescala corresponden a 
la distribución nula de las temperaturas que los animales no termorregula-
dores podrían experimentar, y suelen tomarse con modelos que imitan las 



4.7 Parámetros termo-fisiológicos 224

características físicas (como tamaño y conductividad) de la especie en estu-
dio(16). Por otra parte, la temperatura selecta o temperatura preferida(17), la 
cual se obtiene bajo condiciones de laboratorio, es aquella que los individuos 
seleccionan sin que existan las restricciones impuestas por el ambiente, y que 
en muchos casos no se aproxima a la que se obtiene en los registros de cam-
po. La diferencia entre las temperaturas selectas en el laboratorio y las tem-
peraturas registradas en el campo, pueden deberse a que en el laboratorio los 
costos externos que limitan la termorregulación no están presentes(18). Ade-
más, los animales de vida nocturna poseen temperaturas de actividad más 
bajas que las que se obtienen generalmente en el laboratorio. Este desbalance 
entre las temperaturas selectas y de campo puede afectar potencialmente el 
escape de predadores, alimentación, entre otros(5,10).

En anfibios, la termorregulación es principalmente conductual ya que hasta 
el momento no se ha demostrado la existencia de mecanismos fisiológicos 
que les permiten generar calor suficiente para elevar su temperatura cor-
poral por encima de la del ambiente(19). Desde el punto de vista ecológico, 
la selección del microhábitat puede influir en los procesos fisiológicos y en 
la dinámica de las poblaciones(20). Por lo tanto, uno de los factores ecoló-
gicos más importantes que modulan la termorregulación en anfibios es la 
selección del microhábitat, ya que todo hábitat está formado por un mosaico 
espacial y temporal de factores bióticos y abióticos en estrecha relación; y de-
bido a esta heterogeneidad ambiental, la ubicación exacta de un organismo 
determina su eficacia biológica inmediata(21). En general, se considera que 
los ambientes terrestres son térmicamente mas heterogéneos(22,23). Los anfi-
bios, según las etapas de su ciclo de vida, se encuentran ocupando/habitan-
do, tanto  ambientes terrestres como acuáticos. Estos ambientes difieren, por 
ejemplo, los ambientes acuáticos presentan menor heterogeneidad térmica 
a escalas espaciales pequeñas, respecto a los ambientes terrestres(24), lo cual 
puede limitar la capacidad de termorregular de los organismos que allí vi-
ven. Por un lado, los animales pueden evitar activamente las temperaturas 
extremas (por ejemplo buscando refugios térmicos), incluyendo en esta ca-
tegoría a gran número de pequeños mamíferos, reptiles, anfibios e insectos. 
Por otro lado, los animales pueden resistir las temperaturas impuestas por el 
ambiente a través de distintos mecanismos, tales como la dormancia diaria o 
estacional que permite resistir temperaturas adversas y disminuir la tasa de 
deshidratación(25). En este marco, las preguntas que podemos abordar desde 
la fisiología térmica son muy amplias, por lo tanto, en el presente compen-
dio intentaremos mostrar las técnicas metodológicas más utilizadas para res-
ponder algunas preguntas.
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Técnicas comúnmente usadas para determinar parámetros termo-fisiológi-
cos:

• Medición de la temperatura corporal de las especies en estudio

• Relevamiento de la temperatura ambiental a microescala (temperaturas 
operativas)

• Registro de los extremos térmicos de las especies en estudio

• Determinación de la temperatura seleccionada de las especies en estudio

• Técnicas para conocer la temperatura óptima y sus diferentes parámetros

4.7.1 Técnicas utilizadas para la medición de la 
temperatura corporal
4.7.1a Obtención de la temperatura corporal de manera directa

Muchos estudios clásicos tienen como denominador común la obtención de la 
temperatura corporal de los anfibios durante su actividad(26,27). Los instrumen-
tos utilizados son los termómetros de mercurio (Figura 4.6.1A), sin embargo, 
en la actualidad es más común el empleo de los termómetros electrónicos con 
una termocupla (Figura 4.7.1B). En algunos casos, también se pueden utilizar 
termómetros infrarrojos (Figura 4.7.1C), que no son de contacto directo.

Cuando se trata de anfibios adultos, para la obtención de temperatura cor-
poral durante el periodo de actividad debemos tener en cuenta varias consi-
deraciones. Que el proceso debe realizarse de manera rápida, tomando a los 
animales por la cabeza, minimizando de este modo el contacto y la transfe-
rencia de calor desde el operador al individuo, y descartando las mediciones 
de animales pequeños y de animales manipulados de manera prolongada. 
Se debe insertar el bulbo del termómetro de mercurio o la termocupla del 
termómetro electrónico en el interior de la cloaca del animal, lo cual varía de 
acuerdo al tamaño del animal y por convención se introduce una porción de 
la termocupla correspondiente a un 10% del largo hocico-cloaca. Luego de-
bemos esperar que la lectura se estabilice y registrar la temperatura corporal. 
Este dato, es considerado la temperatura corporal de actividad(28-31). 

Las mediciones con termómetros infrarrojos (de no contacto), son común-
mente usadas en investigaciones de laboratorio y campo(30 32 33). Es importan-
te recalcar que antes de tomar los datos con termómetros infrarrojos debe-
mos calibrar la medición, ya que lo que deseamos medir es la temperatura 
del cuerpo y no la de la piel. Para ello, se debe realizar un modelo lineal entre 
los valores de la temperatura de la cloaca y los de la piel para luego corregir 
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Figura 4.7.1. Termómetros común-
mente usados para registrar la tem-
peratura corporal. A) Termómetro 
clásico de mercurio o alcohol. B) 
termómetro electrónico con termo-
cupla, y C) termómetro infrarrojo el 
cual no necesita hacer contacto di-
recto con el individuo para registrar 
la temperatura. Foto: E. Sanabria.

Figura 4.7.2. Calibración clásica de 
un termómetro infrarrojo de no con-
tacto para estimar la temperatura de 
la cloaca de los sapos estudiados. El 
modelo matemático resultante es 
Temperatura de cloaca = -0.42 + 0.98 
* temperatura dorsal(34).

A

C
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las mediciones (Figura 4.7.2). Deben seleccionarse algunos individuos de la 
especie a estudiar y medirse en ellos, simultáneamente la temperatura de la 
piel dorsal con un termómetro infrarrojo y la temperatura de la cloaca con 
un termómetro de mercurio o electrónico con termocupla. Luego se repite la 
operación bajo diferentes condiciones: si la especie en estudio es diurna los 
individuos se exponen al sol y a la sombra, con viento y sin viento (éste puede 
ser artificial), en lugares húmedos y secos, etc. Con estos datos se construye 
una regresión lineal que ajustará los valores de la temperatura de la piel a 
la de la cloaca(34). Este método es menos invasivo y apropiado para animales 
pequeños ya que evita el contacto y manipulación por parte del investigador, 
disminuyendo el error en las lecturas por efecto de transferencia de calor(35). 

Es importante tener en cuenta que los termómetros infrarrojos tienen una 
relación distancia-superficie que debemos considerar al momento de medir 
la temperatura. Estos termómetros no establecen una medida lineal, es decir, 
mientras más alejamos el termómetro de la superficie a la cual deseamos 
medir la temperatura, la lectura obtenida será mayor (Figura 4.7.3).

Por último, existen cámaras térmicas, que pueden ser de video o fotográficas. 
Las más conocidas son de la marca comercial FLIR®, que nos brindan una 
imagen con escalas de colores donde a cada pixel de la imagen se le asigna un 
valor de temperatura (Figura 4.7.4). Es importante tener en cuenta que, de-
pendiendo del objetivo de nuestro estudio, tenemos que elegir el número ade-
cuado de pixeles que posee la cámara térmica, ya que esto nos dará una mejor 
resolución de los datos a la hora de analizarlos. Es evidente que a medida que 
las características del equipo implican un incremento en el número de pixeles, 
el coste de estos instrumentos aumenta exponencialmente. 

Figura 4.7.3. En esta figura podemos 
observar la relación entre la superficie 
de medición y la distancia al objeto a 
medir. Cada equipo tiene en sus espe-
cificaciones la relación de medición 
en sus características de fábrica. Las 
más típicas son 6:1 y 12:1.  Gráfico: E. 
Sanabria.
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En el caso particular que trabajemos con renacuajos, debido a su pequeño ta-
maño y su fragilidad, resulta virtualmente imposible su manipulación para 
tomar la temperatura con termómetros de bulbo o digitales provistos de ter-
mocupla. Debido a que las larvas de anuros en general tienen pequeño tama-
ño y a que el agua posee alta conductancia térmica, se comportan de manera 
isoterma respecto a su ambiente circundante(36). Entonces, la temperatura del 
agua alrededor de los renacuajos puede considerarse un buen predictor de 
su temperatura corporal(36,37). En este sentido para estimar la temperatura 
corporal de larvas, pueden utilizarse termómetros de bulbo o termómetros 
digitales provistos de termocupla, midiendo la temperatura en el sitio en el 
que se localiza el ejemplar a monitorear, para ello debe asegurarse la iden-
tificación del sitio preciso donde se encuentra el mismo antes de generar un 
eventual comportamiento de escape.

4.7.1b Determinación de la temperatura corporal de manera indirecta (ra-
dio telemetría)

A pesar de que esta técnica nos permite obtener la temperatura corporal de 
los ejemplares estudiados, sin manipulación y durante largos periodos de 
tiempo, es poco común que se emplee debido a los altos costos que implica. 

Figura 4.7.4. Ejemplo de una imagen 
térmica tomada con una cámara tér-
mica FLIR®. Individuo de Rhinella 
arenarum durante la actividad noctur-
na, donde se puede observar que está 
notablemente más frío que el sustrato 
donde se encuentra. La barra a la de-
recha de la imagen muestra el rango 
de temperaturas que se observa en la 
foto (25.2 a 19.8°C). Foto: E. Sanabria.
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En primer lugar, se debe seleccionar el equipamiento adecuado para reali-
zar el trabajo, el cual consta de dos grupos: el equipo receptor y el emisor. 
El primero se compone de una antena direccional tipo Yagi y una base re-
ceptora que nos permite decodificar la información recibida (Figura 4.7.5A). 
Las unidades emisoras (Figura 4.7.5B) emiten señales en muy alta frecuencia 
(VHF), que corresponden a una serie de pulsos que cambian su frecuencia en 
el tiempo dependiendo de la temperatura corporal. Las emisoras presentan 
en su interior el circuito emisor, una antena y una batería. La vida útil de 
una emisora depende del tamaño de la batería que posea, y por ende, esto 
determinará en cierto modo la duración de nuestro estudio. El peso de la 
emisora no debe superar el 10% del peso del animal en el que se colocará. Es 
importante aclarar que existe una relación entre el tamaño de la emisora y el 
tamaño del animal seleccionado, que durante el estudio debe respetarse(38).

Mediante un procedimiento quirúrgico se colocan las emisoras en el interior 
del animal, y luego de la cicatrizacion y recuperación el individuo es libera-
do para comenzar el estudio (para más detalles ver39).

Los equipos son adquiridos en diferentes tipos de compañías que ofrecen 
soporte técnico y múltiples opciones de programas para análisis de datos. 
A continuación, se nombran algunas de empresas que comercializan estos 
equipamientos:

Figura 4.7.5. A) Equipo de radio tele-
metría estándar con el que se puede 
estimar la locación de los individuos 
y la temperatura corporal de los mis-
mos. B) Unidad emisora con la cual se 
puede obtener, además,  la temperatu-
ra corporal de los animales.  Foto: E. 
Sanabria.
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• Advanced Telemetry Systems <http://www.atstrack.com/>, Estados 
Unidos.

• Argos <http://www.argos-system.org/?nocache= 0.31222286930643306>, 
Francia.

• AVM Instrument Company Inc. <http://www.avminstrument.com/>, 
Estados Unidos.

• Holohill <http://www.holohil.com/>, Canadá.

• Lotek Engineering, Inc. <http://www.lotek.com/>, Canadá.

• Telenax <http://www.telenax.com/>, México.

• Telonics <http://www.telonics.com/>, Estados Unidos.

• Wildlife Materials <http://wildlifematerials.com/>, Estados Unidos.

4.7.2 Técnicas de relevamiento de la temperatura 
ambiental
Los factores ambientales tienen un rol preponderante en la fisiología de los 
animales ectotermos. En los anfibios adultos terrestres hay dos variables 
(temperatura y humedad) que definen las estrategias que estos animales po-
seen en los diferentes ambientes que colonizan. Las variaciones entre la tem-
peratura y la humedad colocan a los organismos en diferentes escenarios, 
donde el compromiso entre la termoregulación y la hidroregulación debe 
mantenerse balanceado. En el caso particular de las larvas, las variables que 
dominan su desarrollo y supervivencia son la temperatura y el hidroperiodo 
(ver apartado sobre Hidroperiodo) de los sitios en los que se desarrollan. 
Dependiendo del objeto y escala de nuestro estudio debemos seleccionar 
cuidadosamente la técnica para medir la temperatura ambiental. Además, 
es muy importante la elección adecuada de la técnica para evitar errores de 
interpretación, o variaciones falsas en nuestros análisis estadísticos.

4.7.2a Medición clásica de la temperatura ambiental

Cuando investigamos acerca de la ecofisiología de los organismos y la re-
lación que estos poseen con el medio ambiente, es importante saber que la 
temperatura ambiental tiene un rol preponderante. Los métodos clásicos 
para medir la temperatura ambiente son varios y se utilizan una serie de 
instrumentos manuales o automáticos, detallados a continuación.
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i. Medición directa de la temperatura ambiental

Consiste en medir directamente la temperatura ambiente donde se encuen-
tra el animal con un termómetro de mercurio o un termómetro electrónico. 
En muchos estudios se discriminan dos tipos de medidas de temperatura 
ambiental. Una de ellas es la temperatura del aire, que generalmente se toma 
sobre el sustrato en el que se encuentra el animal (suelo desnudo, vegetación, 
roca). Para realizar esta medición se debe colocar el termómetro a 2 cm por 
encima del sustrato, aproximadamente; y cuando se estabiliza el lector de 
temperatura, se procede a tomar el dato. 

Otra medida complementaria a la temperatura del aire, es la temperatura del 
sustrato, la cual se mide por contacto directo del termómetro o la termocupla 
con la superficie en la que se encuentra el animal. Estos datos ambientales 
son buenos predictores de las temperaturas corporales y sirven para rea-
lizar una aproximación de la estrategia termorreguladora de las especies/ 
poblaciones estudiadas. Por otro lado, son buenos predictores de la situación 
térmica a microescala, siendo utilizadas como covariables en los análisis es-
tadísticos cuando se quiere desestimar el efecto de las mismas.

ii. Medición indirecta de la temperatura micro-ambiental

En este caso se utilizan una serie de equipos que registran de manera auto-
mática las temperaturas ambientales, y generalmente se obtienen series de 
datos que nos permiten crear perfiles térmicos de los sitios estudiados.

Estos equipos comúnmente llamados “Data loggers” o “registradores de da-
tos”, son pequeños termómetros automáticos que guardan los datos en una 
memoria interna. Las marcas comerciales más conocidas de estos equipos 
son Hobo®, iButton®, entre otros (Figura 4.7.6A).

Suele recomendarse colocar este tipo de equipos de a pares, por cada loca-
ción monitoreada, debido a que existe una alta probabilidad de perder la 
secuencia de datos. Muchas veces, los sellos de fábrica no son lo suficien-
temente buenos para sobrevivir a las inclemencias del tiempo, otras veces 
las baterías se desgastan antes de lo esperado debido a días fríos y las me-
morias electrónicas EPROM se borran debido a la falta de energía. Dado lo 
mencionado, una opción para garantizar la hermeticidad (crucial, si lo que 
se desea es tomar la temperatura dentro de cuerpos de agua) es colocar los 
mismos dentro de compartimentos estancos diseñados para ello. Alternati-
vamente se pueden utilizar para tal fin receptáculos herméticos, como tubos 
de plástico con tapa, comercialmente denominados “envases pet preforma-
dos” (Figura 4.7.6B). Estos son de bajo costo, y han sido utilizados con éxito 
con iButton®, permaneciendo éstos intactos por más de un año en lagunas 
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de alta montaña, incluso bajo el hielo(40). Otros casos particulares para tener 
en cuenta son el vandalismo o eventos naturales atípicos, como aluviones 
que pueden ocasionar la pérdida del equipo. Una buena recomendación que 
puede disminuir la probabilidad de pérdida es, la utilización de etiquetas en 
las que figure la institución, y al menos un contacto para la devolución del 
dispositivo.

iii. Hidroperiodo

Si bien este capítulo se centra en estudios térmicos, y debido a la importancia 
del hidroperiodo en estudios de campo en los que se censa la temperatura 
de humedales, hacemos una breve mención de su monitoreo. Además de la 
temperatura, el hidroperiodo es una variable que condiciona la superviven-
cia de las larvas y reclutamiento de juveniles de los anfibios en ambientes 
estacionales(41), y puede influir fuertemente en otros aspectos importantes 
de su fenología, como la intensidad y duración de los eventos reproducti-
vos(42,43). Por ello esta variable suele ser de sumo interés para estudios que 
abordan distintos aspectos de la biología de los anfibios. El monitoreo del 
hidroperiodo puede ser costoso, en términos de esfuerzo, particularmente 
en lugares remotos y/o de difícil acceso. Por ejemplo, la opción de monitoreo 
remoto a través de imágenes satelitales no es posible cuando los humedales 
son de pequeño tamaño. Por ello, la utilización de dispositivos que pueden 
medir de modo automático la duración del hidroperiodo, podrían conside-
rarse como la mejor opción. En este sentido, existen data loggers diseñados 

Figura 4.7.6. A) Registradores de 
temperatura y su correspondien-
te receptáculo hermético (Foto. M. 
Bonino).  B) registrador de nivel de 
agua (Foto. M. Bonino). C y D) Di-
ferentes tipos de registradores utili-
zados para la colección de datos tér-
micos y de humedad en los sitios de 
muestreo. Fotos: E. Sanabria.
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para tal fin (Figura 4.7.6C), que pueden ser programados y depositados en 
los sitios de interés. Estos sensores estiman la profundidad del agua a tra-
vés de la diferencia de presión que genera el pelo (o la columna) de agua 
respecto a la presión atmosférica. Por ello debe considerarse que lo óptimo 
es colocar estos dispositivos de a pares. Esto es, uno se deposita en la parte 
más profunda del cuerpo de agua, y otro expuesto al aire en la misma área. 
Cuando no se cuenta con pares, o solo se cuenta con un data logger de estas 
características, una alternativa consiste en colocar el dispositivo disponible 
en el cuerpo de agua, y obtener la presión atmosférica de una estación me-
teorológica cercana a la ubicación de estudio. En este caso debe procurarse 
que las lecturas sean geográficamente cercanas, sincrónicas y que no haya 
errores de calibración entre dispositivos.

4.7.2 Modelos físicos nulos en termofisiología
Los modelos físicos son una alternativa para mapear la heterogeneidad tér-
mica de un ambiente a escala muy pequeña. Los mismos copian las carac-
terísticas conductivas, convectivas y de radiación de un organismo en au-
sencia de funciones fisiológicas(18). Los modelos de temperatura operativa se 
han utilizado para medir el ambiente térmico en múltiples organismos como 
insectos(44), anfibios(9,45,46), reptiles(47, 48), aves(49) y mamíferos(50).

Los anfibios son organismos puramente ectotérmicos que dependen de la tem-
peratura ambiental para elevar la temperatura del cuerpo(5), y en el caso de los 
individuos adultos también dependen de la humedad relativa del ambiente 
para mantener el balance hídrico corporal(51). En consecuencia, diversos aspec-
tos de la fisiología, desarrollo y comportamiento de los anfibios dependen de 
la temperatura corporal. De este modo, los modelos físicos se convierten en 
una herramienta para entender el compromiso que existe entre las tempera-
turas ambientales y la termorregulación de anfibios, ya que las variaciones re-
gionales en la topografía, velocidad del viento, cobertura de nubes y densidad 
vegetal, crean a nivel local heterogeneidad en las temperaturas operativas(18). 

La evaporación o pérdida de agua a través de la piel es un parámetro que 
modela la temperatura corporal de los anfibios(52). Por este motivo se han 
propuesto diversos modelos nulos para medir la temperatura operativa en 
anfibios(53-55); los mismos poseen como característica común la evaporación 
del agua a través del material del cual están construidos (Figura 4.7.7). La 
construcción y calibración de los modelos nulos (Figura 4.7.8) es un paso 
fundamental en el estudio de las variaciones térmicas, ya que la temperatu-
ra operativa se define como “la temperatura obtenida de un objeto que no 
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posee capacidad para generar calor y que posee la forma, tamaño y propie-
dades térmicas de un animal”(56). De este modo, es posible tener un panora-
ma a escala muy pequeña de las variaciones térmicas ambientales desde la 
perspectiva del animal modelado(18).

4.7.3 Técnicas para conocer los extremos térmicos de las 
especies en estudio
Los extremos térmicos están definidos como “los valores de temperatura a 
los cuales la actividad locomotora se altera y el animal pierde la habilidad de 
escape y si esta condición prevalece el animal muere”(57). Existe una defini-

Figura 4.7.8. Calibración de los mo-
delos de yeso con evaporación con-
tinua en Odontophrynus occidentalis 
del Desierto del Monte(10). En la grá-
fica se observan las temperaturas de 
los animales utilizados para la cali-
bración (Tb) y la temperatura regis-
trada en los modelos (Te). 

Figura 4.7.7. Modelos físicos nulos 
de dos especies de ranas del Desier-
to del Monte, A) Modelo de yeso de 
Rhinella arenarum con alimentación 
de agua para mantenerlo con hume-
dad constante y conexión mediante 
sonda térmica conectada a registra-
dor de datos externo tipo Hobo®(9). 
B) Modelos de Agar-Agar, de la es-
pecie Pleurodema nebulosum, en el in-
terior se puede ver el registrador de 
datos automático iButton® (Flecha).  
Foto: E. Sanabria.
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ción alternativa, en la cual se considera que un animal está ecológicamente 
muerto, es decir que se define el extremo térmico como el valor de tempe-
ratura en el que un animal manifiesta espasmos o simplemente la incapaci-
dad de recuperar su postura normal luego de perderla al voltearse(3). 

Las temperaturas críticas máximas (TCmáx) y mínimas (TCmín) son paráme-
tros utilizados en numerosos estudios para definir el rango de tolerancia 
térmica de los animales(7,58). Estos límites se relacionan con los rangos de 
distribución de las especies, disminuyendo conjuntamente con el aumento 
de la latitud como así también con la altitud(19). Además, existen diversos 
estudios que han demostrado que los extremos térmicos están influencia-
dos por factores tales como: el nivel de hidratación de los animales es-
tudiados(59,60), el estado nutricional(61), el fotoperiodo(62-65), la presencia de 
hormonas en sangre, como la melatonina que disminuye los valores de la 
TCmáx

(66), el estado reproductivo(67),  la presencia de contaminantes(68) y la 
presencia de depredadores(69,70). 

En general se espera una correspondencia entre los límites de tolerancia 
y las condiciones térmicas locales, observándose por ejemplo en especies 
de zonas frías TCmín incluso por debajo de 0 °C, como es el caso de Rana 
sylvatica(71). Esto es posible gracias a que estos animales poseen una serie 
de estrategias adaptativas para sobrevivir: 1) la generación metabólica de 
anticoagulantes (glucosa y glicerol), los cuales permiten disminuir el punto 
de congelamiento de los fluidos corporales; 2) la alteración de la calidad y 
la cantidad de agentes nucleantes de hielo en sus cuerpos, logrando dis-
minuir el punto de congelamiento en especies que experimentan súper-
enfriamiento, y 3) la tolerancia al congelamiento en especies que poseen la 
capacidad de sobrevivir con el 60-80% de los líquidos corporales en forma 
de hielo(72).

Las TCmáx suelen ser menos variables geográficamente que las TCmín, y su 
límite suele estar impuesto por el fuerte efecto que las altas temperaturas 
(cerca de 45 °C) tienen sobre la estabilidad de las proteínas y membranas 
biológicas(18).

Entre la batería de técnicas disponibles, el método dinámico de Hutchin-
son(36,62) es considerado el más adecuado para la obtención de los límites de 
tolerancia térmica. En el mismo, los animales son expuestos a una rampa 
térmica, esto es calentamiento / enfriamiento gradual a una tasa constante. 
Los equipos utilizados son baños termostáticos que tienen la capacidad de 
calentar y enfriar los líquidos que se encuentran en él, brindando estabili-
dad y precisión en el control de la temperatura (Figura 4.7.9). 
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A continuación, resumimos y describimos las técnicas y procedimientos co-
múnmente utilizadas para determinar las TCmáx y TCmín en animales adultos 
y en larvas.

4.7.3a Determinación de la temperatura crítica máxima (TCmáx)

El procedimiento comienza colocando los individuos dentro de los baños 
termostáticos que se encontrarán a la temperatura de incubación seleccio-
nada por el investigador. Posteriormente comienza el incremento de tem-
peratura a la tasa seleccionada (ver apartado 4.7.3c) hasta que los animales 
muestran espasmos musculares o en su defecto no pueden volcarse sobre sí 
mismos para incorporarse y tomar su posición normal, natural. En el caso 
particular de los renacuajos se considera que los individuos han alcanzado la 
CTmáx cuando éstos manifiestan espasmos musculares o nado desorganiza-
do; en ese momento se registra la temperatura del agua ya que los renacuajos 
se comportan de manera isoterma respecto a su ambiente circundante (ver tí-
tulo 4.7.1a sobre la estimación de temperatura en renacuajos). En el caso de la 
obtención de la TCmax, es posible el empleo de baños termostáticos (ej. Techne 
TE-10D; Figura 4.7.9), que nos permiten establecer las tasas de calentamiento 
del agua (incremento de temperatura de manera constante) y presentan la 
posibilidad de llevar un registro continuo de los cambios de la temperatura a 
través de un software (ThechneWorks PC software) que trabaja con el equipo 
conectado a una computadora. De este modo se puede controlar la tasa de 
cambio deseada en la temperatura, y registrar las temperaturas en tiempo 
real, y determinar TCmax, es decir cuando el organismo registra descoordina-
ción en sus movimientos. Este procedimiento es relativamente sencillo, pero 
hay que tener especial precaución y estar atentos a los signos que muestran 
los animales, ya que la TCmáx se encuentra a unos pocos grados de la tempe-
ratura letal(18). Una vez determinada la TCmáx es necesario cerciorarse que los 
animales se recuperen, ya que si estos mueren posteriormente a la determi-
nación de este parámetro, los valores deben ser descartados.

Figura 4.7.9. Diferentes tipos de ba-
ños termostáticos utilizados para 
medir la temperatura crítica máxima 
y mínima. A y B) son baños termos-
táticos frio - calor (Thermo Neslab 
-USA y Huber - Alemania) con un 
rango de temperaturas que varía en-
tre los -16°C a los 100°C. C) Termo-
circulador (Techne TE-10) incluido 
en pecera y en proceso de calenta-
miento de temperatura del agua (a 
una tasa fija de T°C/tiempo), donde 
se aloja a un renacuajo de Pleurodema 
thaul(70). La determinación de la tasa 
de cambio de temperatura y el re-
gistro de TCmax es posible mediante 
el uso del software en computadora 
asociada al termocirculador. Fotos  A 
y B): E. Sanabria; C): M. G. Perotti.
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4.7.3b Determinación de la temperatura crítica mínima (TCmín)

Este método es similar al anterior, debemos prestar especial atención cuando 
testeamos especies que viven en latitudes altas o en alta montaña, ya que és-
tas poseen generalmente valores de TCmín cercanos a 0°C. Igualmente que en 
la determinación de TCmax, se considera que los ejemplares llegan a la TCmín 

cuando no pueden volcarse sobre sí mismos cuando son colocados sobre sus 
espaldas (posición supina) o tomar su posición natural de nado en el caso de 
los renacuajos.

Esto es técnicamente complejo de determinar ya que los animales pueden 
mostrar superenfriamiento, y para ello se deben tener en cuenta los siguien-
tes pasos. En el caso de trabajar con ejemplares de anfibios adultos se les 
debe vaciar la vejiga mediante la utilización de una sonda de silicona. Este 
procedimiento evita que el líquido almacenado en la vejiga urinaria se con-
gele. La termocupla debe ser fijada al abdomen de los ejemplares mediante 
pegamento líquido (La gotita®, Poxipol, Argentina; Figura 4.7.10A). Es ne-
cesario que el monitoreo de la temperatura de los ejemplares sea constan-
te. Para ello se emplean registradores de temperatura que permiten tomar 
la temperatura corporal de los ejemplares cada 1 segundo, una vez que los 
mismos se colocan en una cámara a una temperatura inicial que es igual a 
la temperatura de incubación (Figura 4.7.10B). En este tipo de estudios la 
tasa de disminución de la temperatura es menor que la clásicamente usada 
y son recomendadas tasas de 0,5 °C/30min o menores(73). Posteriormente, se 
comienza a monitorear las curvas de descenso de la temperatura de los ejem-
plares, hasta que aparece la curva exotérmica que se observa en los líquidos 
súper enfriados (Figura 4.7.11).  La temperatura más baja justo antes de este 
fenómeno se denomina temperatura de cristalización(74). 

Para el caso particular de los renacuajos, una manera de obtener este paráme-
tro, es montar el experimento en un freezer estándar (-18 a -20°C). Para ello, 
los renacuajos deben ser colocados en recipientes individuales, (idealmente 
de vidrio para facilitar la observación de los mismos; Figura 4.7.12), con un 
volumen de agua tal que al colocarlo dentro del freezer se logre la rampa de 
descenso de temperatura deseada. Mediante un termómetro digital con ter-
mocupla, se puede chequear la temperatura con el freezer cerrado. Asimismo, 
es sumamente importante revisar cada 15 segundos el estado del renacuajo 
durante la última fase del experimento para garantizar la identificación preci-
sa de la TCmín. Este método es sencillo y factible, ya que muchos termómetros 
electrónicos cuentan con la posibilidad de incluir hasta 4 termocuplas a la vez, 
por lo que se pueden medir varios individuos al mismo tiempo, tomando los 
recaudos de seguimiento a temperaturas cercanas a la temperatura crítica.
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4.7.3c Selección de la rampa térmica (tasa de calentamiento-enfriamiento)

Es importante tener en cuenta, además de la temperatura inicial de la ram-
pa, la tasa de enfriamiento y calentamiento seleccionadas. En general, en el 
método dinámico de Hutchinson(36,62), la tasa de cambio se suele ajustar en 

Figura 4.7.10. Equipamiento utili-
zado para determinar las tempera-
turas críticas mínimas y punto de 
cristalización. A)  Forma de anclar 
la termocupla para evitar gérmenes 
de cristalización. B) Cámaras para la 
disminución de la temperaturas. Las 
mismas permiten ver los ejemplares 
a medida que la temperatura dismi-
nuye y evaluar su condición(39).  Foto: 
E. Sanabria.
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valores muy rápidos (entre 0,5 y 1 °C/min), lo cual se justifica para evitar in-
troducir sesgos en las estimaciones por mecanismos de aclimatación rápida 
(“hardening”), que puede generar TCmáx y TCmín sobre o sub estimadas res-
pectivamente(36,75). Por otro lado, el empleo de tasas de calentamiento lentas 
tiene la ventaja de que puede simular un escenario natural de cambio de 
temperatura, y las estimaciones podrían ser generalizadas en un contexto 
más ecológico. Asimismo, tasas lentas, simulando las tasas de cambio tér-
mico naturales, implican una mayor duración de los ensayos, lo que puede 

Figura 4.7.12. A) Termómetro digi-
tal, B) termocuplas y C) recipiente 
empleado para registro de TCmin en 
renacuajos. Fotos: M. G. Perotti.

Figura 4.7.11. Esquema de la secuen-
cia de disminución de la tempera-
tura, donde se puede observar la 
temperatura de cristalización (Tcr), 
el ascenso brusco de la temperatura 
que se acerca a 0 °C debido a la apa-
rición de hielo en el organismo, la 
liberación de calor por este fenóme-
no (reacción exotérmica) y posterior-
mente una meseta que se denomina 
temperatura de equilibrio.

A B C
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introducir efectos colaterales (como estrés térmico acumulado, deshidrata-
ción, etc.) que inducirían respuestas muy heterogéneas y más difíciles de 
estandarizar(75). En este sentido, la elección de un protocolo de tasas de ca-
lentamiento rápidas, que evite estos efectos distorsionadores y difíciles de 
controlar, se considera más adecuado en estudios con fines comparativos; 
de lo contrario, si nuestro interés se centra en conocer el efecto de la tempe-
ratura en poblaciones en condiciones naturales (que incluyan estos efectos), 
podríamos optar por una tasa lenta más realista.

4.7.4 Técnica para determinar la temperatura seleccionada
Como ya se mencionó, muchos anfibios termorregulan moviéndose entre dis-
tintos tipos de microhábitats durante el día y la noche, ajustando de esta mane-
ra su temperatura corporal y manteniendo un rango óptimo(5,7,8,11). Asimismo, 
el beneficio de mantener una temperatura óptima está limitado por los costos 
metabólicos que demanda seleccionar los diferentes ambientes térmicos(13), 
como así también los riesgos de predación y la pérdida de oportunidades, ya 
que si un animal gasta mucho tiempo en termorregular, no tendrá tiempo para 
otras actividades como la alimentación, reproducción, el balance hídrico, entre 
otras(5,18). Por lo tanto, la principal diferencia entre poseer como estrategia la 
termorregulación o la termoconformidad son los costos y beneficios que de-
manda a cada una de las especies. Ser termorregulador o termoconforme son 
los extremos de un continuo de estrategias, ya que a menudo las especies po-
seen combinaciones de estas que varían con las estaciones o hábitat utilizados, 
riesgo de predación, balance hídrico, entre otros(14,76,77). 

Con el fin de conocer la temperatura seleccionada o preferida de los anfibios 
en ausencia de las presiones de predación e interacciones con otros indivi-
duos, sumado a un ambiente térmico que brinde todo el espectro térmico 
que la especie pueda requerir, se utiliza la técnica de gradientes térmicos 
(Figura 4.7.13).

En principio podemos definir a un gradiente térmico lineal, como toda su-
perficie que posibilite un degradé de temperaturas entre dos extremos (ca-
liente y frío). Las temperaturas que se encuentran en los extremos son tempe-
raturas cercanas a las temperaturas críticas máximas y mínimas.

Los gradientes para organismos terrestres generalmente son cajas de made-
ra, vidrio, yeso, entre otros materiales; esto depende del tamaño de la espe-
cie a estudiar. Para anfibios anuros de mediano tamaño y no saltadores, los 
gradientes rondan los 2 metros de largo. Es esencial colocar carriles longi-
tudinales dentro del terrario (gradiente) para individualizar los ejemplares, 
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evitando de ese modo las interacciones entre los individuos. Una precau-
ción que es importante tener en cuenta, es mantener el suelo húmedo para 
evitar la desecación de los animales, ya que esto puede variar la selección 
térmica. Para el caso de organismos acuáticos, como el caso de las larvas, 
la construcción de un gradiente lineal suele ser más complicado, dado que 
cualquier turbulencia o movimiento en el medio acuático puede modificar 
rápidamente la temperatura en dicho gradiente. Existen distintos diseños de 
construcción de gradientes acuáticos, como los sistemas de contracorriente, 
que suelen tener varios metros de longitud. En este apartado nos referiremos 
a un diseño simple que funciona para organismos de pequeño tamaño como 
son los renacuajos. El diseño básico consiste en una canaleta de aproxima-
damente 1 m de largo (metálica para que sea buena conductora de la tempe-
ratura) colocada en un baño térmico compartimentado (Figura 4.7.13B). En 
un extremo del baño se coloca hielo, y en el otro, calefactores de acuario; de 
este modo se generan los extremos de temperatura en el baño, y dentro de la 
canaleta metálica se establece un gradiente por conducción.

Una vez colocados los animales en el gradiente y previo a un tiempo de 
aclimatación en él, se inicia con la toma de los datos térmicos. Estos pue-

Figura 4.7.13. A) Esquema de un 
gradiente térmico lineal en medio te-
rrestre de un solo carril. En los extre-
mos, encontramos las temperaturas 
mínimas máximas del gradiente y 
entre estas se produce un gradiente 
lineal de temperaturas donde el ani-
mal selecciona. B) Esquema de un 
gradiente térmico en medio acuáti-
co. Esquema: E. Sanabria.

A

B
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den hacerse de la manera clásica con termómetro de mercurio o electrónico 
(véase apartado 4.7.1a), o de manera automática. Es ideal que las tempera-
turas seleccionadas se registren en el mismo periodo de actividad en que los 
animales están activos en la naturaleza para evitar cambios en la selección 
térmica debido a los ciclos circadianos. Por otro lado, es vital que, si los ani-
males son nocturnos, estos registros se hagan en total oscuridad para evitar 
perturbaciones. En el caso de trabajar en plena oscuridad se ha documentado 
que el empleo de la luz roja o la utilización de cámaras de visión nocturna, 
colocadas sobre los gradientes, serían las más adecuadas para este fin (Sana-
bria, E. datos no publicados).

4.7.5 Técnicas para conocer la temperatura óptima y sus 
diferentes parámetros
La sensibilidad térmica es el grado en que capacidades biológicas determina-
das (velocidad, resistencia, digestión, crecimiento) están influenciadas por la 
variación de la temperatura(78-81). La sensibilidad térmica se describe frecuen-
temente con una curva, conocida como curva de rendimiento o desempeño 
de un organismo en función de la temperatura(82-84). Estas curvas tienen una 
forma asimétrica, con tendencia a tener su centro desplazado hacia la dere-
cha, donde el rendimiento evaluado cae rápidamente (Figura 4.7.14). 

Figura 4.7.14. Curva teórica del 
rendimiento locomotor de un orga-
nismo. Temperatura crítica mínima 
(TCmín), Temperatura critica máxima 
(TCmáx), Rango de tolerancia térmica, 
amplitud del rendimiento térmico 
(Rango térmico), temperatura óp-
tima (Top), temperatura a la cual el 
rendimiento medido para dicho or-
ganismo es máximo.
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Para construir estas curvas generalmente se mide una misma función bioló-
gica, por ejemplo la locomoción, a diferentes temperaturas. Generalmente, 
como punto de partida, se colocan los individuos a la temperatura blanco del 
ensayo (pudiendo emplearse incubadoras) y se los mantiene a dicha tempe-
ratura aproximadamente 1 hora. 

Si nuestro objetivo es crear curvas de rendimiento locomotor en adultos, uti-
lizamos un terrario de forma circular (Figura 4.7.15), que nos permite man-
tener la base a la misma temperatura a la que vamos a realizar el ensayo. 
Posteriormente colocamos el ejemplar en él, y lo ayudamos a caminar dan-
do suaves toques con un pincel en la zona posterior y contamos el número 
de vueltas que da el individuo en un determinado tiempo. Estos pasos se 
repiten con todos los individuos y en todas las temperaturas que hemos se-
leccionado para construir la curva de rendimiento locomotor. Esta técnica 
conocida como locomoción forzada es comúnmente usada en los estudios de 
Titon y colaboradores(85), para determinar cómo afecta la deshidratación a las 
capacidades locomotoras de los anfibios estudiados.

Para evaluar el rendimiento locomotor y construir las curvas con renacuajos, 
debemos realizar estos ensayos en acuarios, que pueden ser lineales o circula-
res, en los que se inducirá la natación de los individuos. Un diseño simple con-
siste en una canaleta de acrílico que constituye “la pista”, inmersa en un acua-
rio de mayor tamaño, que funciona como baño térmico (ver Figura 4.7.16A). 
La temperatura de cada ensayo estará dada por la temperatura del agua, pu-
diendo utilizarse calefactores de acuario u otros dispositivos provistos con un 
termostato para mantener la temperatura constante. Para la obtención de la 
velocidad de natación puede o bien, utilizarse una pista que contenga sensores 
led y un circuito temporizador conectado a una computadora(37), o realizarse 
filmaciones en plano cenital y luego obtener las velocidades mediante algún 
programa de videoanálisis. Para esta última alternativa existen varios soft-
ware de acceso libre, por ejemplo Tracker© (Figura 4.7.16B, https://physlets.
org/tracker/). Es importante tomar algunos recaudos, ya que facilitarán luego 
el procesado de los videos para obtener la estimación de las velocidades de 
natación. En primer lugar, debe procurarse una buena iluminación homogé-
nea evitando la proyección de sombras y reflejos. Otro aspecto importante es 
utilizar un fondo que contraste con el color de los ejemplares, lo que facilitará 
que el software logre identificar a los mismos. Finalmente, debe procurarse 
que, en el campo de imagen, dentro de la pista, no haya objetos que puedan 
confundir e interferir con el seguimiento del individuo por parte del software.

De este seguimiento se obtendrán una serie de puntos de los que se puede 
extraer  la velocidad de natación máxima alcanzada a cada temperatura, los 
cuales serán utilizados para ajustar una curva de rendimiento o desempe-
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ño. Las TCmáx y TCmín serán las temperaturas utilizadas como extremos para 
la construcción de dichas curvas, en las que la velocidad de locomoción es 
igual a 0 cm/s.

También, podemos crear curvas de rendimiento a través de otras funciones 
biológicas como el crecimiento (M. Tejedo y colaboradores, datos no publi-
cados) la carga parasitaria (Piñeiro y colaboradores, datos no publicados), 
entre otros.

Es importante destacar que las curvas de rendimiento nos dan mucha infor-
mación, ya que no solo nos permiten conocer la temperatura óptima para 
una determinada función biológica, sino también variables como la ampli-
tud del rendimiento estudiado, pudiendo definir, de esta manera, si la espe-
cie en estudio es especialista o generalista en esta función biológica(86).

Figura 4.7.15. Ejemplo de un terrario 
circular para la determinación del 
rendimiento locomotor en anfibios 
de tamaño medio (~10 cm LHC). Es-
quema: E. Sanabria.
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Figura 4.7.16. Arriba (A), set de fil-
mación para evaluar el rendimiento 
locomotor en renacuajos. Se puede 
observar una cámara filmadora en 
posición cenital, el baño térmico 
constituido por un receptáculo, o 
“acuario” de mayor tamaño, conte-
niendo la canaleta de acrílico, que 
constituye la “pista” (detalle en re-
cuadro superior). Abajo (B), captura 
de imagen de la interface del soft-
ware para videoanálisis Tracker©, 
en el mismo se puede observar (vista 
cenital) el dispositivo para el ensa-
yo de locomoción de renacuajos, 
compuesto por: 1) la pista donde se 
estimula la natación de los ejempla-
res (marcada en línea punteada), la 
misma se encuentra inmersa en 2), 
el acuario que funciona como baño 
térmico en el que se controla la tem-
peratura del ensayo, y 3) paneles del 
software que muestran una curva 
del seguimiento de la velocidad en 
tiempo real y los valores tabulados 
de tiempo y velocidad(37,40). Fotos: M. 
Bonino.
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Los anfibios son un grupo de vertebrados que al presentar características fi-
siológicas y etológicas como permeabilidad de la piel (pudiendo absorber los 
contaminantes a través de ella), persistencia en una gran variedad de hábitats, 
ciclo de vida (bifásico), pertenencia al mismo lugar de eclosión, pueden ser uti-
lizados como organismos centinelas(1) y son considerados buenos indicadores 
de salud ambiental. Los agentes físico químicos (radiación U-V, pH, metales) y 
xenobióticos (herbicidas, insecticidas, fungicidas, hormonas, residuos de medi-
camentos) pueden afectar su homeostasis y normal desarrollo durante sus dife-
rentes estadios embrionarios, larvales y también en la fase terrestre que muchas 
especies desarrollan en su vida adulta(2,3). Se ha demostrado que estos agentes 
pueden alterar parámetros biológicos como el crecimiento y desarrollo(4-6), me-
tabolismo(7,8), comportamiento(9-12), morfología externa(13,14), entre otros.

En referencia a las alteraciones en la morfología externa, dentro de los anfi-
bios, los registros de anormalidades/malformaciones se han centrado princi-
palmente en Anuros, y escasos son los datos existentes en Urodelos(15).

Ante el actual escenario de declive al que están sometidas las poblaciones de 
Anfibios, el registro de anormalidades constituye una herramienta útil para 
determinar alguna posible respuesta ante un estresor ambiental utilizando 
estos individuos como organismos modelo, ya sea en condiciones naturales 
o en estudios de laboratorio.

En primera instancia, cabe aclarar el significado de algunos términos.  Una 
“malformación” es definida como una desviación de la morfología normal como 
resultado de un desarrollo impropio, ante la exposición a teratógenos, o debi-
do a anomalías genéticas(16). Por otro lado, el término “anormalidad”, se refiere 
a una desviación de la morfología normal independientemente de cuál sea el 
origen ya sea durante el desarrollo o adquirido luego del mismo(16). Meteyer(17) 
incluye el término “deformaciones” para indicar a aquellas anormalidades exter-
nas producidas por amputación como es el caso de los traumas por depreda-
ción de un ave. En esta sección se utilizará el término anormalidades.

A pesar de que existen numerosos artículos y revisiones científicas en relación 
a las anormalidades registradas en los anuros y sus posibles causas(15,16,18-20), 
no existe un consenso general en la vinculación causa-efecto. Se pueden enu-
merar muchos factores como causantes de las anormalidades observadas en 
poblaciones silvestres de anuros. Lannoo(21) las clasifica en naturales y no 
naturales (causadas por el hombre o antrópicas). 

Entre las primeras se mencionan:

-Radiación U-V: puede afectar a individuos expuestos desde estadios embrio-
narios o larvales de anuros(22-25). Los efectos de la radiación U-V son analizados 
y descritos por Lannoo(21).    
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-Traumas y/o depredación: puede afectar a individuos en estadios larvales 
y/o adultos. Como se mencionó anteriormente, estos traumas son definidos 
como “deformidades”, en las cuales, por acción mecánica el individuo sufre 
la pérdida de alguna parte de su cuerpo, y suele ser muy común en los bu-
fónidos. Esta causa puede ser motivo de numerosas anormalidades obser-
vadas en campo (falta de miembros o de segmentos de los mismos, etc.). 
Sin embargo, muchas de ellas no son tan simples de reconocer(26-28). En este 
contexto, Lannoo(21) describe ciertas características que permiten su identifi-
cación, como por ejemplo, la observación de cicatrices o apariencia de tejido 
regenerado.

-Infección parasitaria por tremátodes: el ejemplo más estudiado es la in-
fección parasitaria de Ribeiroia ondatrae y las malformaciones en adultos que 
ocasiona el enquistamiento de la metacercaria en los estadios larvales de 
anuros, en ambientes con altas concentraciones de fósforo y nitrógeno (am-
bientes eutróficos) que favorecen la presencia de un hospedador intermedia-
rio como son los planórbidos o caracoles planos(29-32). En Argentina, hasta el 
momento no se ha hallado este parásito en anfibios (Cynthya González, com. 
pers.) y por lo tanto, aparentemente no sería una causa de anormalidades en 
nuestro país.   

-Otros factores: deficiencias nutricionales como el calcio y fósforo con la in-
gesta de ítems-presa; alta densidad larvaria que favorecen el canibalismo, 
temperaturas extremas(21); infección por el hongo Batrachochytrium dendroba-
tidis, que causan principalmente anormalidades en disco oral de larvas(33,34); 
entre otros. 

En el segundo grupo, de naturaleza antrópica, se pueden citar las siguientes 
causas:

-Exposición a xenobióticos (herbicidas, fungicidas, insecticidas, hidrocar-
buros) y/o otras sustancias químicas emergentes (antibióticos, productos 
de aseo personal): estos compuestos pueden afectar los estadios larvales y 
adultos(3,35-37). Los agroquímicos son uno de los factores causales más estudia-
dos ya que pueden afectar el normal desarrollo de renacuajos e incrementar 
la susceptibilidad a la infección por patógenos o a la radiación UV(37-39).                                                                                                                 

-Disrupción de la vía del ácido retinoico (AR): esta sustancia  tiene su origen 
a partir de la vitamina A (o retinol) y está involucrada en diversos procesos 
que ocurren durante la embriogénesis de los vertebrados. Existen eviden-
cias que muestran que excesos o deficiencias en la concentración endóge-
na de AR, causan anormalidades en aves y anuros(40,41).  Se ha demostrado 
que algunos herbicidas como el glifosato alteran la vía del AR (incrementa 
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la actividad endógena) lo que genera  alteraciones en la expresión de genes 
importantes que actúan durante el desarrollo temprano de crestas neura-
les, formación de elementos de la línea media dorsal y desarrollo cefálico 
del embrión de Xenopus laevis(42). Teglia et al.(43) demostraron cambios en los 
niveles plasmáticos de AR en individuos adultos de Leptodactylus macroster-
num colectados en áreas cultivadas con arroz, probablemente como respues-
ta a la exposición de plaguicidas.  

-Otras causas: exposición a metales(44,45), acidificación(21), entre otras. 

Metodologías para determinación de anormalidades

En la Tabla 4.8.1 se mencionan y ejemplifican los métodos que se utilizan 
para determinar anormalidades en anfibios anuros. La elección de cada me-
todología dependerá de los objetivos particulares del estudio. En general, 
podemos distinguir metodologías para aplicar en el campo (inspecciones 
visuales) o en laboratorio (mediante lupas estereoscópicas, radiografías de 
estructuras osteo-condrales, diafanización y tinción diferencial de huesos y 
cartílagos, disección e histología de órganos) (ver descripción de cada una en 
Tabla 4.8.1). 

Para la clasificación de las anormalidades se puede consultar una serie de 
referencias bibliográficas específicas para anuros, ya sea adultos(46-48) o re-
nacuajos(12,49,50). Es necesario aclarar que el uso de individuos provenientes 
de colecciones y/o museos presenta una serie de desventajas: despigmen-
tación, en algunos casos la geolocalización no existe o no es exacta, pueden 
existir irregularidades en la morfología por ausencia de una técnica de fi-
jación adecuada o efectos propios de los fijadores. Por ejemplo, la fijación 
con solución de Bouin enmascara la coloración, y el formaldehído luego de 
5-10 años produce diferencias en longitud y peso corporal notables(51). En 
este sentido, en Argentina se realizó un relevamiento de anormalidades de 
anfibios pertenecientes a la colección herpetológica de la Fundación Mi-
guel Lillo, Tucumán(52). Los autores mencionan que las anormalidades más 
frecuentes ocurren en miembros, como por ejemplo reducción en número 
de falanges.  

Por otro lado, los estadios larvales de los anuros se consideran períodos crí-
ticos en el desarrollo, ya que los sistemas de órganos se desarrollan y di-
ferencian durante esta etapa(73). Los estudios ecotoxicológicos que utilizan 
estadios larvales de anuros, son importantes porque permiten conocer si 
ciertos procesos que ocurren durante este periodo se ven afectados por ex-
posición a compuestos químicos (véase distintos biomarcadores en la Sec-
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Tabla 4.8.1. Resumen de los prin-
cipales métodos para determinar 
anormalidades en anuros. Se inclu-
ye un breve resumen y comentario 
acerca de los mismos y referencias 
bibliográficas de autores que lo uti-
lizaron o describieron la técnica (*).   
Fotos: P. M. Peltzer.
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ción 4.11). En condiciones de laboratorio existen numerosos estudios que 
demuestran la relación entre la exposición a ciertos compuestos químicos 
(solos o en mezclas) con la inducción de anormalidades durante el desarrollo 
de anuros(6,16,84-86, entre otros). En la Tabla 4.8.3 se resumen las anormalidades 
más comunes registradas en larvas de anuros expuestas a xenobióticos en 
condiciones de laboratorio.  Con la misma finalidad de la tabla anterior, en 
esta se describen las principales anormalidades que un observador puede re-
gistrar en larvas y que fueron documentadas por diversos autores. Además 
en la Figura 4.8.2, se ejemplifican e ilustran las más frecuentes utilizando 
como ejemplo tres especies de anuros locales (Leptodactylus macrosternum, 
Physalaemus albonotatus, Rhinella arenarum). Algunas de las anormalidades 
pueden ser reversibles, por ejemplo un renacuajo con cola bífida, luego de la 
metamorfosis puede revertirse. En cambio renacuajos con severas anorma-
lidades orales, o intestinales, pueden traer aparejado problemas ecológicos, 
que puede llevar a la muerte. 

En todas las poblaciones es esperable que ocurran anormalidades en una 
proporción baja, como consecuencia a defectos genéticos o durante el desa-
rrollo, traumas o depredaciones(16). Un parámetro útil para calcular y poder 

Caja 4.8.1 - Registros de anormalidades en adultos y en estadios larva-
les de anuros de Sudamérica

En Sudamérica se han registrado anormalidades en adultos(48,60,61,74-77); y larvas colectadas 

en ambientes naturales(48,78,79). Además, en diversos estudios se han registrado y com-

parado las anormalidades en diferentes ambientes: agrícolas (campos de soja y arroz), 

suburbanos, forestales(48); cultivados con soja y trigo, suburbanos y forestales(80,81); am-

bientes relacionados a la explotación minera de fluorita(63). Las principales anormalidades 

registradas en anuros adultos se resumen y describen en la Tabla 4.8.2, ya que podrían 

servir para futuras determinaciones. En general, en los estudios antes mencionados, la 

mayoría de las anormalidades fueron observadas en áreas con impacto antrópico y mu-

chos autores mencionan la relación entre la actividad agrícola y uso de plaguicidas, con 

la presencia de anormalidades. En los anuros estudiados, una gran cantidad de anorma-

lidades ocurre en los miembros, siendo la ectromelia una de las más abundantes (48, ver 

Tabla 4.8.2, Figura 4.8.1A,B); en segundo lugar se puede mencionar la braquidactilia, 

amelia, hemimelia (ver Tabla 4.8.2, Figura 4.8.1). En otros países también se han re-

gistrado anormalidades en individuos provenientes de áreas agrícolas (Canadá82; Estados 

Unidos38; Australia83). 
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Anormalidades Descripción 
(según17,21,46)

Autores

Craneofaciales

Microcefalia Desarrollo insuficiente del cráneo 59

Malformaciones 
oculares

Decoloración y desplazamiento 
Ausencia de cubierta córnea de ojos 

“Anoftalmia” (ausencia de uno o ambos ojos)
 Microftalmia (reducción de ojos)

48,59,63

Braquignatia Acortamiento anormal de mandíbula inferior 48

De miembros

Amelia
Ausencia total del miembro. Meteyer(47) la 

considera como un tipo de ectromelia
48,59,77

Hemimelia
Acortamiento de huesos. Ausencia de la porción 

distal del miembro
48,59

Braquidactilia Acortamiento anormal de uno o más dígitos 48,59,81

Ectromelia
Ausencia de una parte del miembro. Por ejemplo: 

ectromelia de fémur, ectromelia de tibio-fíbula, 
ectromelia del húmero. 

48,59,63,
77,81

Polidactilia
Presencia de dígitos (falanges) extras, incluyendo 

huesos metatarsales 
48,77

Polimelia Miembros extras o supernumerarios 48

Sindactilia Fusión parcial o completa de uno o más dígitos 48,63,81

Ectrodactilia Ausencia completa de uno o más dígitos 59,63,81

Focomelia
Reducción de la parte proximal de un miembro, 

con la extremidad muy próxima al cuerpo  
48

Otras anormalidades

Saco vocal anormal, ausencia de discos adhesivos, ausencia de tímpa-
nos, alteración en pigmentación y ulceración en piel, ausencia de miem-
bro o partes del mismo con muñón epidérmico queratinizado, desarro-
llo de un miembro sub-epidérmicamente.

48,63,77,
81

Tabla 4.8.2. Principales anormalida-
des en anuros (adultos) de Sudamé-
rica. Se incluye una breve descrip-
ción de cada tipo y se mencionan los 
autores que la registraron en Argen-
tina.

comparar entre poblaciones, o bien entre diferentes tratamientos, es el cál-
culo de la prevalencia. La prevalencia de anormalidades se calcula como el 
cociente entre la cantidad de una determinada alteración sobre el total de 
individuos analizados(85). Para estudios a campo, es necesario que el número 
de individuos sea alto para que se pueda obtener una diferencia significativa 
al comparar la proporción de anormalidades registradas (por ejemplo, 13%) 
con un nivel basal menor a 5%, que es considerado como la probabilidad 



4.8 Anormalidades 259

Figura 4.8.1. Ejemplos de anormali-
dades en anuros adultos. Ectrome-
lia del húmero (A) y del fémur (B) 
en Rhinella diptycha; Hemimelia de 
miembro anterior de Rhinella dorbig-
nyi (C); Hemimelia, Ectrodactilia y 
Braquidactilia en Leptodactylus mys-
tacinus (D); Polimelia en Rhinella are-
narum (E); Polidactilia (F). A,B,D,E,F 
(Tomados de48), C (Dibujo inédito). 
Ilustraciones: J. Fioramonti.

normal o natural de ocurrencia de anormalidades en condiciones naturales 
según algunos autores (ver 16). Para dichas comparaciones se pueden utilizar 
la prueba exacta de Fisher, Test de Chi Cuadrado, o G-test que permiten es-
timar si las alteraciones en la morfología observadas son significativamente 
mayores que las esperadas(88).
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Anormalidades Descripción Autores

Edemas cefálicos, aleta caudal 
doblada, anormalidades del disco 
oral. 

Larvas de Scinax nasicus 
(Estadios/E. 26-27) expuestas a 

Glifos® (3,84 y 4,8 mg/L). 

13

Disminución en volumen y núme-
ro de células, pérdida de adhesión 
celular y apoptosis de células 
nerviosas encefálicas.   

Larvas de Rhinella arenarum (E. 
28) expuestas a cipermetrina (>39 

μg/L).

72

Anormalidades oculares, anorma-
lidades intestinales, aleta caudal 
doblada y anormalidades del eje 
axial.

Larvas de Boana pulchella (E. 
25) expuestas a cipermetrina y 

Sherpa® (Entre 0,34 y 4,18  μg/L, 
y 34,4 causa 100 % de anormali-

dades). 

80

Intestino desespiralado y desplaza-
dos, cuerpos en forma de diaman-
te, aleta caudal doblada. 

Larvas de Trachycephalus 
typhonius expuestas a sedimentos 
de suelos de cultivo de soja, de los 

alrededores de áreas cultivadas 
con soja y de áreas industriales. 

12

Anormalidades del disco oral y 
edemas abdominales. 

Larvas de Leptodactylus luctator 
(E. 25 y 36) expuestas a glifosato 

(>30 mg/L) y Roundup Ultra-
Max® (>2,96mg/L). 

87

Cuerpo en forma de diamante, 
intestino desespiralado, intestino 
desplazado, alteraciones del disco 
oral.  

Larvas de Leptodactylus 
macrosternum expuestos a 

sedimentos con cama de pollo 
(fertilizante orgánico).

6

Anormalidades del disco oral, 
anormalidades intestinales, ede-
mas abdominales.

Larvas de Physalaemus gracilis (E. 
19) expuestos a Siptran SC500® 

(atrazina) (>45 mg/L). 

14

Anormalidades del disco oral, 
anormalidades intestinales, ede-
mas abdominales, alteraciones 
en forma del cuerpo (en forma de 
diamante invertido). 

Larvas de Physalaemus albonotatus 
(E. 25) expuestas a 2,4-D Ami-
na Zamba® (entre 43,7 y 262,5 

mg/L).

85

Aleta caudal dobladas, edema 
abdominal y cuerpos globosos, 
alteraciones del disco oral, invagi-
naciones en estructuras craneofa-
ciales, anormalidades intestinales, 
etc. 

Larvas de Physalaemus albonotatus 
(PA) y Trachycephalus typhonius 
(TT) expuestos a diclofenac a 
partir de E. 5 (entre 125 y 2000  

μg/L).

68

Malformaciones orales, anorma-
lidad del eje caudal, alteraciones 
en forma del cuerpo (en forma de 
diamante invertido). 

Larvas de Rhinella diptycha (E. 
29-31) expuestas a SIPTRAN 

500SC® (atrazina) (entre 1.5 y 25 
mg/L).

86

Tabla 4.8.3. Ejemplos de anorma-
lidades encontradas en larvas de 
anuros Neotropicales luego de expo-
siciones a agroquímicos y contami-
nantes emergentes. Se incluye una 
breve descripción del estudio con 
la concentración a la que se hallaron 
los efectos y los autores del trabajo.
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Figura 4.8.2. Ejemplos de anormali-
dades en larvas de anuros de Argen-
tina. Individuos controles (A,E,I); 
Individuos con cuerpo en forma de 
diamante invertido (B,C,F), intestino 
ubicado asimétricamente respecto 
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del disco oral (D, F, H, J, L), intesti-
no desespiralado (G), escasa pig-
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Al igual que el resto de los vertebrados, los anfibios son susceptibles a una 
gran variedad de parásitos y enfermedades, tanto bacterianas, como virales 
y fúngicas(1-4). Sin embargo, a excepción de hongos, virus y bacterias, el resto 
de estos organismos no representan una amenaza para la conservación de 
las poblaciones de anfibios(5,6).   

El estudio de los parásitos, en cualquier grupo de organismos, conlleva a 
poseer conocimientos referidos a tres elementos fundamentales y sus carac-
terísticas: el hospedador (su tamaño corporal, tasa metabólica, hábitat, tama-
ño de la población, distribución geográfica, etc.), el parásito (tipo de ciclo de 
vida y número de hospedadores involucrados, tasa de transmisión, presen-
cia o no de formas de resistencia, etc.) y, finalmente, el ambiente (temperatu-
ra, humedad, precipitaciones, etc.)(7-9). Así, el estudio de los parásitos en los 
anfibios debe realizarse indefectiblemente con conocimiento de las historias 
de vida de los mismos. De allí, que los trabajos más interesantes referidos a 
la parasitofauna de los anfibios sean el resultado de un trabajo en conjunto 
entre parasitólogos y herpetólogos.

Los parásitos pueden ser clasificados de muy diversas maneras: según el 
lugar en que se encuentren en el cuerpo del hospedador (ectoparásitos/en-
doparásitos), según su tamaño (microparásitos/macroparásitos), según el 
sitio de infección (pulmonares, intestinales, hemáticos, etc.), según su clasi-
ficación sistemática (hongos, protozoos, platelmintos, nematodes, artrópo-
dos, etc.). Desde luego, un parásito puede pertenecer a varias categorías; por 
ejemplo, una garrapata (Arachnida) es un macroparásito y, a la vez, un ecto-
parásito, mientras que un tripanosomátido (Protozoa) es un microparásito y 
un endoparásito (Caja 4.9.1).

La Figura 4.9.1 muestra algunos de los principales grupos de parásitos que 
se han hallado en anfibios de Argentina.

Específicamente, en cuanto a las técnicas y metodologías empleadas, debido 
a la amplia gama de organismos que pueden actuar como parásitos en los 
anfibios, las mismas varían considerablemente. Nuestro objetivo, es exponer 
en este capítulo, cuáles de todos los protocolos establecidos para el estudio 
de los parásitos han sido los que más efectivos y prácticos han resultado (en 
cuanto a costos, material utilizado y tiempo, sobre todo en estudios realiza-
dos en el campo).

La metodología para el estudio de los parásitos en general ha sido compila da 
en algunas obras  que abarcan diferentes grupos hospedadores de fauna sil-
vestre(10-15). Existen, por otro lado, trabajos de grupos parasitarios específicos 
que, si bien no hacen referencia concretamente a hospedadores anfibios, la 
metodología es aplicable para estos hospedadores (ver16-19). Trabajos espe-
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cíficos para el estudio de helmintos en peces y aves(20,21), son asimismo am-
pliamente consultados por parasitólogos de anfibios. Concretamente, para el 
estudio de parásitos en anfibios existen dos trabajos que resumen las princi-
pales técnicas para llevarlos a cabo(22,23). 

En general, el estudio de los parásitos puede resumirse en los siguientes 
pasos: colecta, fijación, coloración, identificación y conservación. En cada uno de 
ellos la metodología varía de acuerdo al grupo parasitario estudiado y, en 

Caja 4.9.1 - Principales grupos de organismos que se encuentran 
parasitando a los anfibios   

Protozoos: endoparásitos, microparásitos. Los hallados en el tracto intestinal y en la 
sangre son los más comunes; con estadios fuera de los anfibios que ocurren tanto en el 
ambiente (en los enteroparásitos), como en hirudíneos y artrópodos vectores (hemopará-
sitos).

Helmintos: este es un grupo artificial que reúne a platelmintos (trematodes y cestodes), 
nematodes y acantocéfalos. Son, en general, macroparásitos que se encuentran dentro 
del cuerpo de los anfibios, tanto en la luz de los distintos órganos, como en la cavidad del 
cuerpo, o bien, en el parénquima de órganos como riñón e hígado. La mayoría de las es-
pecies de este grupo presentan ciclos heteroxenos por lo que otros organismos están vin-
culados a ellos como hospedadores intermediarios (moluscos, insectos, crustáceos, etc.) o 
vectores (insectos hematófagos).

Anélidos: macroparásitos, ectoparásitos/endoparásitos. Pasan la mayor parte de su vida 
como organismos de vida libre; sin embargo, en el caso de las sanguijuelas, se adhieren 
temporalmente a los anfibios (tanto renacuajos como adultos) para alimentarse mediante 
la succión de sangre (ectoparásitos). En el caso de los oligoquetos, los mismos penetran 
por la cloaca y se disponen en los uréteres de los hospedadores adultos (endoparásitos).

Artrópodos: macropárasitos, ectoparásitos/endoparásitos. Dentro de los artrópodos 
ectoparásitos se encuentran garrapatas y ácaros (Arachnida) y dípteros (Insecta). Pre-
sentan ciclos directos, pero con algunos estadios que se desarrollan en el ambiente; se 
encuentran en anfibios adultos asociados al ambiente terrestre. En el caso de los ácaros y 
los dípteros son los estadios larvales las formas parasitarias; en el caso de las garrapatas, 
tanto larvas como adultos son parásitos. Por otro lado, copépodos del género Learnaea 
son eventualmente hallados en renacuajos; primariamente parásitos de peces, son cono-
cidos como gusanos ancla. Solamente la hembra es parásita (el macho muere luego de 
la cópula). Como artrópodos endoparásitos, se encuentra un grupo de crustáceos de la 
subclase Pentastomida, los gusanos lengua, que, además de anfibios, parasitan el sistema 
respiratorio de reptiles y mamíferos.
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Figura 4.9.1 Representantes de al-
gunos grupos de parásitos hallados 
en anfibios. (a) Ácaros en las extre-
midades posteriores de un ejemplar 
juvenil de Leptodactylus luctator. (b) 
Detalle de la extremidad anterior de 
ácaro colectados en Leptodactylus ma-
crosternum, microscopia electrónica 
de barrido. (c) Larva de Sarcophagi-
dae, detalle de extremidad anterior, 
microscopía electrónica de barrido. 
(d) Protozoos intestinales del género 
Nyctotherus, microscopia óptica. (e) 
Oligoquetos del género Dero, detalle 
de las quetas, microscopia electró-
nica de barrido. (f – h) Larvas de 
acantocéfalos del género Centror-
hynchus, probóscide invaginada (f), 
probóscide evaginada (g, h), micros-
copia óptica (f, g) y microscopia elec-
trónica de barrido (h). (i) Metacerca-
ria enquistada del género Travtrema, 
microscopia óptica. (j) Nematode 
larval enquistado de la superfamilia 
Seuratoidea, microscopia óptica. (k) 
Nematode adulto del género Rhab-
dias, microscopia óptica. (l) Dige-
neo adulto del género Glypthelmins, 
microscopia electrónica de barrido. 
Fotos: a: R. Draghi; b, d-l: C.E. Gon-
zález; c: E. Schaefer y M. Duré.

algunos casos, algún paso no es imprescindible (por ejemplo, la coloración 
en los nematodes). Algunas técnicas como la plastinación desarrollada más 
recientemente para parásitos del grupo de los helmintos(24,25), son más ven-
tajosas en cuanto a que no utilizan sustancias como formaldehído o alcohol; 
sin embargo, su aplicación no está muy difundida por el momento.
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Los parásitos no proporcionan sonidos, olores y otros atributos que, en el 
caso de otros organismos, ayudan en su identificación. Además, en relación 
a su tamaño más bien pequeño, el estudio de los parásitos requiere, casi en 
la totalidad de los casos, del uso de material óptico(26). Por ejemplo, aún para 
los parásitos de mayor tamaño y, aún si son ectoparásitos, es necesario utili-
zar microscopio estereoscópico, para que, en el momento de la colecta no se 
dañen órganos tales como los de fijación.

La identificación taxonómica se basa, en general, en estructuras anatómicas 
internas de tamaño muy pequeño que deben observarse, en algunos casos, 
con objetivo de inmersión (ej. papilas caudales en nematodes, estructura del 
cirro en digeneos, distintas organelas en los protozoos, etc.). Un gran paso en 
el estudio de los parásitos fue el uso de la microscopía electrónica de barrido. 
Los primeros aportes para la preparación de helmintos observados con esta 
técnica fueron realizados en la década del 70(27); posteriormente, se realiza-
ron contribuciones en cuanto al uso de la microscopía electrónica de barrido 
en algunos grupos particulares de helmintos como los nematodes(28-30). 

Por otro lado, en la actualidad, prácticamente no existe grupo de organismos 
que no sean analizados mediante técnicas de biología molecular y los pará-
sitos no son la excepción(31). Trabajos específicos pueden consultarse para 
llevar adelante este tipo de estudio en diferentes grupos como tripanosomá-
tidos(32); helmintos(33-35) y garrapatas(36,37).

Más recientemente, métodos moleculares a través de coprodiagnósticos 
han sido desarrollados para la identificación cualitativa de nematodes en 
anfibios y reptiles, si bien hasta el momento, no son ampliamente aplica-
dos(38).

En referencia a las malformaciones producidas por parásitos, existe un gru-
po de metazoos parásitos, específicamente, digeneos de los géneros Ribeiroia 
y Acanthostomum que han sido relacionados con, por ejemplo, dedos y ex-
tremidades supernumerarias y malformaciones axiales y de extremidades, 
respectivamente(39-42). Hasta el momento, en Argentina solamente el género 
Ribeiroia fue registrado en estado de cercarias emergidas de planorbídeos de 
Salta y Corrientes(43) y, como adulto, en aves de Formosa y Buenos Aires(44), 
no hallándose en anfibios.

Cabe aclarar que no existe un método único para estudiar a los diferentes 
grupos de parásitos de los anfibios. Cada investigador, a medida que avan-
za en los análisis, puede desarrollar nuevos métodos, aplicar otros, insertar 
cambios en los ya conocidos; en fin, realizar todo aquello que le otorgue ma-
yor beneficio y conveniencia en cuanto a practicidad y costos, por ejemplo.
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En Argentina, el estudio de los parásitos en anfibios adultos abarcó en gran 
medida a los helmintos, de los cuales se han realizado estudios de carácter 
sistemático y ecológico y que continúan actualmente en desarrollo. Respecto 
a digeneos, nematodes y acantocéfalos pueden consultarse listas de especies 
para hospedadores anfibios(45,46), y para vertebrados en general(47). Otros gru-
pos de parásitos fueron escasamente estudiados en comparación con los hel-
mintos y de ellos, se cuenta con trabajos puntuales de registros geográficos u 
hospedatorios (ver para protozoos:48-51; para ácaros:52-54; para garrapatas:55,56). 
Lo mismo sucede con parásitos en anfibios larvales donde los helmintos fue-
ron los más estudiados(57-60); existiendo registros escasos de otros grupos en 
renacuajos(61,62). 

Hongos y mohos que afecten a anfibios de Argentina y su metodología de 
estudio serán tratados en la Sección 4.10 Registro de hongos. Protocolos en 
campo y laboratorio. En lo que respecta a virus y bacterias, este es un tema 
muy poco desarrollado en nuestro país; existe un solo reporte de ranavirus 
en la provincia de Neuquén(63) por lo que este grupo debería ser considerado 
para estudios futuros. Finalmente, no hay registros, hasta el momento, de 
hirudíneos ni pentastómidos en anfibios argentinos; solamente se cuenta con 
observaciones no publicadas de alguno de estos grupos (ej. oligoquetos en 
uréteres de Trachycephalus typhonius; ver Figura 4.9.1; obs. pers. C.E.G.).

Métodos, técnicas y/o equipamientos
Para el análisis parasitológico, el número de anfibios colectados dependerá 
del objetivo del trabajo a desarrollar (ej. estudios de carácter sistemático, re-
portes de nuevas localidades u hospedadores, estructura de la comunidad 
parasitaria, dinámica espacial y/o estacional de los parásitos, etc.). De cual-
quier manera, antes de iniciar la colecta de los hospedadores es necesario 
conocer el grado de amenaza de cada especie; para ello puede consultarse 
la Categorización del estado de conservación de los anfibios de la República 
Argentina(64) y el sitio web de la Unión Internacional para la Conservación 
de la Naturaleza(65).

El mejor momento para iniciar el examen de los hospedadores anfibios y sus 
parásitos es aquel inmediatamente después de la colecta, en lo posible, en 
el campo, luego de haber concluido el muestreo y la toma de las respectivas 
variables ambientales. Esto evitará el estrés de los hospedadores producido 
por el traslado hasta el laboratorio. Esta acción realizada en el campo, reporta 
un beneficio cuando se realizan campañas a sitios muy alejados del lugar de 
trabajo y que hacen que el traslado de los hospedadores sea algo complejo 
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o difícil, sobre todo por el espacio disponible en los viajes de campaña que, 
en la mayoría de los casos, es mínimo. Si el lugar de muestreo se encuentra 
cercano al laboratorio, entonces la tarea se ve facilitada y el examen de los 
anfibios puede realizarse perfectamente en el laboratorio. Recordar siempre 
que, si los anfibios deben ser trasladados, esto debe realizarse en las me-
jores condiciones posibles; para ello, se adecuarán recipientes para tal fin 
(terrarios o acuarios dependiendo de la especie) que los contendrán hasta el 
momento de su examen. 

El estudio de los endoparásitos de anfibios requiere que los especímenes 
sean eutanasiados; por lo tanto, una manera de maximizar el material exa-
minado es, en la medida de lo posible, colectar la mayor cantidad de datos 
de un solo ejemplar hospedador. Por ejemplo, del mismo anfibio pueden 
extraerse y fijarse, además de los parásitos hallados en los distintos sistemas 
de órganos, el contenido estomacal para estudios tróficos, las gónadas para 
estudios de carácter reproductivo, morfológico o fisiológico, tejido para pos-
teriores estudios moleculares, etc.

Es necesario aclarar que, en general, cuando se aborda el estudio de los pará-
sitos en anfibios, no se abarcan todos los grupos de organismos que puedan 
encontrarse parasitando a una especie hospedadora. Comúnmente, los estu-
dios de parásitos de anfibios refieren a sus hemoparásitos, a sus ectoparási-
tos, a sus helmintos parásitos (incluso pueden ser más específicos y referirse 
solamente a helmintos intestinales) o, a sus ectoparásitos.

Por otro lado, una gran diferencia en la metodología de estudio entre los 
microparásitos (ej. protozoos hemáticos) y los macroparásitos (ej. los helmin-
tos), es que, en general, en el primer caso, no se contabilizan la totalidad de 
los individuos; mientras que, en el segundo caso, la totalidad de la muestra 
es contabilizada. Sin embargo, en el caso de los protozoos hemáticos, sí es 
posible proporcionar datos como, por ejemplo, porcentaje de hospedadores 
parasitados (prevalencia de infección) y una estimación de la abundancia, 
por ejemplo: número de parásitos en cierta cantidad de campos al microsco-
pio o, en un período de tiempo fijo.

Colecta de los hospedadores:

Adultos: serán colectados mediante distintas técnicas según la conveniencia 
y según el tipo de estudio que se llevará adelante. Los diferentes tipos de 
colecta, ej. trampas de caída, inspección por encuentros visuales, redes para 
especies acuáticas, etc., de anfibios adultos se desarrollan en la Sección 3.3.
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Renacuajos: serán colectados mediante copos o redes en los cuerpos de agua y 
mantenidos en recipientes preparados para contenerlos hasta el momento del 
examen parasitológico. Ver detalles de colecta de renacuajos en la Sección 3.2.

Datos a registrar:

Del hospedador: especie, longitud, peso, sexo (en adultos); especie, longitud, 
peso, estadio de Gosner(66) (en renacuajos).

Del ambiente: temperatura, humedad, hábitat donde fue colectado el anfibio 
(para adultos); temperatura, oxígeno disuelto, pH del cuerpo de agua (para re-
nacuajos), además de la fecha y las coordenadas geográficas, en ambos casos.

En el estudio de los parásitos de los anfibios, es necesario registrar en el 
campo otras variables además de las que comúnmente se consignan y las 
mismas son, por ejemplo, presencia de moluscos (primeros hospedadores 
intermediarios de digeneos), presencia de sanguijuelas (vectores de tripano-
somátidos) y, presencia de posibles hospedadores definitivos (aves, mamífe-
ros, reptiles), entre otras.

Eutanasia:

La eutanasia de los anfibios puede realizarse por diferentes métodos que se 
encuentran detallados en la Sección 5 del presente Manual. En los estudios 
parasitológicos el método más empleado por su fácil aplicación es el uso 
tópico de una solución en gel de benzocaína al 10% o al 20%.

Si bien la metodología parasitológica comprende una serie consecutiva de 
pasos igualmente importantes para el éxito de la investigación y que, en al-
gunos casos pueden prolongarse significativamente (por ejemplo, cuando el 
hospedador se encuentra en extremo parasitado), es necesario aclarar aquí 
la importancia del tratamiento que se proporciona también a los ejemplares 
anfibios. El tratamiento del hospedador debe ser considerado un paso más 
en la metodología de los estudios parasitológicos y esto se debe a que, al mo-
mento de publicar los resultados, así como los especímenes parásitos deben 
estar depositados en una colección, también deben estarlo los hospedado-
res, por lo que la fijación y conservación de los mismos debe ser la correcta. 
De esta manera los parasitólogos pueden contribuir a la conservación de los 
hospedadores ya sea en su totalidad o por medio de muestras de tejidos de 
los mismos(67,68).

A partir de aquí, las actividades serán separadas en dos apartados: activida-
des realizadas en el campo y actividades realizadas en laboratorio. En la primera 
sección, se incluyen los pasos que se inician con la necropsia del hospedador 
hasta la fijación y conservación de los parásitos en los respectivos viales o 



4.9 Registro de parásitos 274

eppendorf que serán trasladados al laboratorio. En la segunda sección, se 
incluyen las actividades relacionadas al tratamiento de los parásitos para su 
respectiva identificación, hasta el depósito de los mismos en las colecciones 
pertinentes.

Caja  4.9.2 - Colectas a partir de hospedadores congelados

Al igual que los parásitos colectados de hospedadores fijados (por ejemplo, aquellos de-
positados en una colección), los parásitos colectados de material congelado suponen una 
dificultad para su estudio morfológico. El primer inconveniente radica en la falta de mo-
vimiento de los mismos, esto es importante para casos de parásitos de tamaño muy peque-
ño ya que muchos de ellos pueden ser omitidos en la colecta por la falta de movimiento. 
En el caso de las metacercarias, el individuo entero puede ser totalmente destruido. Con 
parásitos de mayor tamaño, puede suceder que, en el caso de los cistacantos que presenten 
sus probóscides invaginadas, no será posible el conteo y estudio de la morfología de los 
ganchos; en los nematodes, las bolsas copulatrices permanecerán contraídas; en los dige-
neos pueden perderse espinas del tegumento, entre otras consecuencias. En síntesis, se 
verá afectada tanto la anatomía interna como externa de los parásitos. Solamente la utili-
zación de nitrógeno líquido o, una mezcla de hielo seco y etanol pueden arrojar resultados 
considerables para realizar estudios morfológicos, pero esto no es algo que comúnmente se 
utilice. Por lo tanto, no es recomendable el uso de especímenes colectados de hospedadores 
congelados para estudios morfoanatómicos, si bien, pueden conservarse para material 
didáctico, por ejemplo.

1. En el campo:

Equipamiento: para realizar el análisis de los anfibios y la colecta de parási-
tos en el campo se debe contar con un microscopio estereoscópico que sea 
fácilmente trasladable y con un mínimo indispensable de instrumentos para 
proceder con el examen como ser: tijeras, bisturí, pipetas, pinceles, cápsulas 
de Petri, solución fisiológica, eppendorf, tubos de ensayo, mechero o vela, 
líquido fijador, líquido conservante, rótulos (Figura 4.9.2).

En caso de no contar con instrumental óptico (lupa) para trasladar al campo, 
los anfibios deben ser transportados en las mejores condiciones posibles al 
laboratorio y allí, colocarlos en terrarios o ambientes especialmente acondi-
cionados que los contengan, hasta el momento del análisis que debe ser lo 
más pronto posible.
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Tanto para anfibios adultos como para renacuajos es necesario llevar un re-
gistro de la prospección cuyo formato y organización queda a criterio del 
investigador. Se proporciona un ejemplo de planilla en el Anexo I. Además 
de los campos para los órganos prospectados, esta ficha contiene en su enca-
bezado otros datos con información referida al hospedador y a la localidad 
y fecha de captura del mismo.

1. a- Anfibios adultos:

1.a.a. Estudio de los parásitos hallados sobre la superficie del cuerpo:

Figura 4.9.2. Análisis parasitológico 
interno de los anfibios. (a) Incisión 
longitudinal ventral rostro-cloaca 
para la posterior extracción de los 
sistemas de órganos. (b) Separación 
de los sistemas de órganos en cáp-
sulas de Petri con solución fisiológi-
ca. (c) Examen del sistema digestivo 
en microscopio estereoscópico con 
iluminación inferior. (d, e) Examen 
de intestino delgado. Utilización de 
pinzas de punta fina; intestino aún 
no abierto (d); intestino abierto mos-
trando contenido intestinal y nema-
todes intestinales (e). (f) Estómago 
de anfibio mostrando en su pared 
externa numerosos quistes de nema-
todes. (g) Nematodes intestinales en 
cápsula de Petri con solución fisioló-
gica. (h) Calentamiento de solución 
fijadora en el campo. Fotos: a, b, d, e, 
f, h: C. E. González; c, g: S. Palomas

* quistes de nematodes; IG: intestino 
grueso; CI: contenido intestinal; N: 
nematodes.
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Tres grupos principales de invertebrados pueden ser hallados externamente 
enquistados o adheridos por alguna adaptación a la superficie externa del 
cuerpo de los anfibios:

·   Helmintos: metacercarias ubicadas entre la dermis y la epidermis.

·   Anélidos: hirudíneos (sanguijuelas) adheridas por su ventosa anterior.

· Artrópodos: larvas de dípteros que forman úlceras, ácaros en la dermis, 
garrapatas solamente adheridas por sus piezas bucales.

En primer lugar, se realiza un examen macroscópico de la superficie externa 
del anfibio, si es necesario, bajo microscopio estereoscópico. Deben exami-
narse tanto la parte dorsal como la ventral del cuerpo. Observar también con 
detenimiento la cavidad bucal, debajo de la lengua, y los ojos(22).

Extracción y fijación:

Helmintos:

Metacercarias: Se las encuentra como protuberancias tegumentarias como en el 
caso de los ácaros, pero sin presentar el típico color rojizo de los mismos. Las 
metacercarias presentan, en general, un color blanquecino, pero también pue-
den encontrarse metacercarias amarillentas o marrones. Deben retirarse cuida-
dosamente los quistes con ayuda de pinzas de punta fina; luego de retirada es 
conveniente realizar un dibujo con cámara clara de la metacercaria enquistada 
para documentar la forma y tamaño. Luego, se rompe cuidadosamente la pared 
quística con ayuda de agujas histológicas para que quede libre y se procede a la 
fijación. Algunas metacercarias presentan la pared quística más débil y el simple 
hecho de realizar una pequeña presión con un cubreobjetos, produce la rotura 
de la pared del quiste y deja libre el digeneo larval.

Fijación:   existen una gran cantidad de fijadores para helmintos parásitos (ver 
Anexo II); sin embargo, el más recomendable sigue siendo el formaldehído: 
formaldehído al 5% en el caso de las metacercarias y al 10% en el caso de los 
helmintos adultos. Si no se utilizara formaldehído, puede utilizarse alcohol 
70%.

El fijador siempre debe calentarse. Aproximadamente, 5-10 ml de fijador se 
calientan en un tubo de ensayo hasta que comience a burbujear y se vuelca 
sobre la cápsula que contiene a los helmintos de donde previamente se ha 
quitado toda la solución fisiológica posible (Figura 4.9.2).

Si el fijador no se calienta, al volcarlo sobre los helmintos, el cuerpo de los 
mismos se fijará, pero contraído, lo que hará que ese espécimen no pueda es-
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Anélidos:

Sanguijuelas:   son organismos muy musculares y se encuentran fuertemente 
adheridos a la piel de los anfibios. Para desprenderlas del anfibio en primer 
lugar se debe identificar el extremo oral succionador que generalmente es 
el más delgado de la sanguijuela, luego colocar la uña o algún objeto plano 
como una hoja, también puede ser un cordón o hilo grueso, sobre la piel ad-
yacente a la ventosa y deslizarlo debajo para ir desprendiendo lentamente la 
extremidad. Debe repetirse el proceso con el extremo posterior que general-
mente es el extremo más grueso e hinchado. Las sanguijuelas deben encon-
trarse completamente relajadas al momento de fijarlas. Si se las coloca en un 
fijador a temperatura ambiente se contraen por lo que hay que narcotizarlas 
previamente; además, deben ser registrados los colores de las superficies 
dorsal y ventral del cuerpo debido a que los cromatóforos, en general, se 
disuelven con los narcotizantes. Para relajarlos, el método más conveniente 
es agregar lentamente al agua que contiene el ejemplar, gotas de alcohol 95% 
incrementando la concentración por 30 minutos hasta que cese el movimien-
to. Cuando el espécimen ya se encuentre relajado y no responda a estímulos, 
pasarlo entre los dedos para retirar el exceso de moco. Para algunos especí-
menes es conveniente realizar un aplastamiento entre dos vidrios, agregan-
do peso si fuera necesario(19).

Fijación: luego de la relajación, las sanguijuelas deben fijarse por 24 horas 
(dependiendo del tamaño) en formaldehído 5-10% ; para ello, las sanguijue-
las deben ser comprimidas entre dos portaobjetos colocándole un peso en-
cima. Existen otros métodos de relajación (uso de cristales de mentol, agua 
gasificada con CO2, utilización de Nembutal al 6%) y fijación de sanguijue-
las (A.F.A., Bouin, Fleming) pero como para el trabajo de campo siempre se 
cuenta con etanol y formaldehído es que sugerimos la descrita.

tudiarse posteriormente de la manera correcta. Los ejemplares fijados en for-
maldehído pueden conservarse en los mismos eppendorf pero es importante 
que, luego de un tiempo (no más de 3 meses), se los traspase a alcohol 70% 
ya que el formaldehído endurece los tejidos. Los helmintos así conservados 
con sus respectivos rótulos, serán trasladados al laboratorio para continuar 
con su identificación.

A tener en cuenta: cuando la muestra así lo permita (el n° de parásitos halla-
dos es considerable), deben colocarse algunos ejemplares en alcohol absoluto 
para su posterior estudio molecular. Para ello, se recomienda su conserva-
ción en alcohol absoluto y posterior almacenaje en refrigerador.
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Artrópodos:

Larvas de dípteros (más comúnmente de las familias Sarcophagidae y Calliphoridae): 
las larvas de moscas provocan úlceras en donde los huevos fueron deposita-
dos. Las larvas se van alimentando del tejido del anfibio y terminan matán-
dolo. Estas larvas se extraen con ayuda de pinzas de punta fina con delicade-
za intentando no romperlas. Una vez extraídas del cuerpo del anfibio se las 
mata y relaja mediante agua hirviendo(69).

Fijación: se las fija y almacena en viales con alcohol 80% con las respectivas 
etiquetas. Si se quisieran obtener adultos de los dípteros, debe dejarse un 
número de larvas en los hospedadores parasitados para obtener luego las 
pupas y moscas adultas emergidas. 

Ácaros y garrapatas: estrictamente, las larvas de ácaros son endoparásitos ya 
que atraviesan la piel de los mismos y se encapsulan en el estrato dérmico. 
Se observan como pequeñas prominencias tegumentarias sobre todo en la 
parte ventral y la parte interior de las extremidades posteriores. Común-
mente presentan color naranja o rojo (Figura 4.9.1). Para extraerlas, se rompe 
cuidadosamente la prominencia y se saca el ácaro con ayuda de una pinza 
de punta fina. Se los conserva en alcohol al 70% en eppendorf con sus res-
pectivos rótulos(70).

Las garrapatas (verdaderos ectoparásitos), se retiran de los hospedadores 
con ayuda de pinzas siempre tratando de que el hipostoma (estructura que 
forma parte de las piezas bucales) no se rompa y permanezca dentro del hos-
pedador. Se las coloca en alcohol 70% u 80% a 70°C para que sus apéndices 
queden estirados(70). La extracción de los especímenes debe realizarse lenta 
y suavemente para no romper el ejemplar, ejerciendo una tracción gradual 
y constante. Se debe evitar dañar las garrapatas de gran tamaño con la pun-

Caja 4.9.3 Acerca de los parásitos colectados en estudios no para-
sitológicos

En muchas ocasiones, colegas herpetólogos proporcionan material parasitológico que han 
obtenido durante sus propias colectas realizadas para otros fines no parasitológicos. Este 
material, al igual que los parásitos que se encuentran en anfibios depositados en colec-
ciones herpetológicas, constituyen una importante fuente de datos. Sin embargo, como 
se detalla, la fijación de los parásitos es un paso fundamental para su posterior determi-
nación y no hacerlo de la manera correcta podría provocar daños en el espécimen y su 
estudio se vería muy comprometido. El estudio de este tipo de material no es imposible; 
sin embargo, no se recomienda para un investigador que se inicie en el estudio de los 
parásitos.
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ta de las pinzas. Al extraer la garrapata posiblemente un pequeño trozo de 
piel del hospedador quede adherido a las piezas bucales; el mismo puede 
quitarse posteriormente con ayuda de pinzas y tijeras finas. La extracción 
descuidada de las garrapatas puede resultar en que las mismas sean inútiles 
para la identificación taxonómica(17).

Fijación: ácaros y garrapatas pueden fijarse en alcohol 70% o alcohol 80%, 
como así también en formaldehído al 5%. Cuando los especímenes vayan a 
utilizarse para disecciones detalladas o cortes microscópicos, se recomienda 
fijarlos en alcohol, formaldehído, acético (A. F. A.).

1.a.b. Estudio de los parásitos hallados dentro del cuerpo de los anfibios:

Cuatro grupos de invertebrados pueden ser hallados como endoparásitos de 
los anfibios, si bien, los más comunes y numerosos son los helmintos:

·     Protozoos: principalmente en sangre e intestino.

·      Helmintos: adultos en órganos huecos como intestino, pulmón, vejiga uri-
naria, vesícula biliar; larvas en hígado, mesenterios, cavidad del cuerpo, hí-
gado, riñones, pared de los órganos huecos, musculatura principalmente de 
las extremidades posteriores y sangre (filarias).

·      Anélidos: oligoquetos en uréteres.

·      Artrópodos: pentastómidos en pulmones.

Extracción y fijación:

Para la colecta de parásitos sanguíneos no es necesario realizar incisión algu-
na en el hospedador; mientras que, para los protozoos intestinales y el resto 
de los parásitos, luego de la eutanasia, se procede a realizar con un bisturí o 
tijera, una incisión ventral que se extienda desde la boca hasta la cloaca.

Luego de la incisión ventral, se retiran todos los sistemas de órganos y, por se-
parado, se colocan en cápsulas de Petri con solución fisiológica (Figura 4.9.2). 
Esta es la solución fisiológica común que puede adquirirse en las farmacias.

Antes de comenzar con el examen de los órganos internos, se procede a ob-
servar la cavidad del cuerpo del hospedador en búsqueda de, por ejemplo, 
metacercarias enquistadas o nematodes filarideos adultos. Una vez finaliza-
do este examen se inicia el examen de los distintos sistemas de órganos.

En el caso de órganos huecos (intestino, pulmones, vejiga urinaria) los mis-
mos deben ser examinados externamente ya que muchos estados larvales 
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de acantocéfalos (cistacantos) y digeneos (metacercarias) pueden enquistarse 
en su pared externa. Luego, estos órganos huecos deben ser cortados cuida-
dosamente en sentido longitudinal para ser examinados internamente. En 
general, la pared del intestino no es tan gruesa como la del estómago; en este 
caso dos pinzas de punta fina son suficientes para realizar la incisión longi-
tudinal del órgano (Figura 4.9.2).

El sistema digestivo, sobre todo en anfibios de gran tamaño, debe ser sepa-
rado en estómago, intestino delgado e intestino grueso, en cápsulas de Petri 
diferentes y analizados separadamente.

Todos los parásitos hallados en un mismo órgano (por ejemplo, intestino 
grueso) deben colocarse en una cápsula más pequeña con solución fisiológi-
ca por unos minutos (Figura 4.9.2). El objetivo de este paso es que, al mover-
se dentro de la cápsula, sobre todo los helmintos, se desprendan de la sucie-
dad que pueda quedar adherida a la superficie de su cuerpo (por ejemplo, 
restos de materia no digerida) y que luego, al momento de su identificación 
entorpezcan esta tarea. En este paso, algunos helmintos adultos al ser colo-
cados en solución fisiológica comienzan a eliminar huevos. Esto no resulta 
un problema, al contrario, podría considerarse una ventaja ya que, un útero 
colmado de huevos puede dificultar la observación de estructuras reproduc-
tivas que son importantes para la identificación.

Los helmintos pueden ser extraídos de los órganos mediante el uso de agujas 
histológicas, pinzas de punta fina o pinceles finos; de igual manera, pueden 
utilizarse pipetas de punta fina, cuidando de que no queden pegados a su 
pared.

Por último, algunos helmintos de pequeño tamaño como formas larvales 
de nematodes, machos de algunas especies de nematodes o metacercarias, 
pueden pasarse por alto en el recuento de especímenes. Para ello, es reco-
mendable colocar un trozo del órgano en cuestión, entre dos portaobjetos, 
aplastarlo ligeramente y observarlo en el microscopio estereoscópico utili-
zando la iluminación inferior.

Protozoos:

Hemoparásitos: para la obtención de protozoos como los del género Trypano-
soma debe realizarse una micropunción del corazón utilizando una jeringa 
con aguja de las de insulina previamente heparinizada. Se coloca una gota 
de la sangre extraída en el extremo de un portaobjetos y se realiza un frotis. 
Para ello uno de los lados de un segundo portaobjetos (“extensor”) se dis-
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pone sobre la mitad de la gota de sangre que por capilaridad se desplazará 
hacia ambos extremos ocupando todo el ancho del portaobjetos, y luego, con 
una inclinación del extensor de 45°, se desplaza el borde del mismo hacia el 
otro extremo del portaobjetos, contrario al lugar donde estaba la gota(22).

Una detección más rápida puede realizarse mediante un centrifugado de la 
sangre del anfibio con tubos de hematocrito heparinizados(71,23); en este caso la 
sangre se extrae de la misma manera que como fuera explicada previamente. 

Fijación: en cuanto a los extendidos sanguíneos para la observación de pro-
tozoos, los mismos deben ser fijados con metanol 96%. Para ello, luego que 
el frotis se ha secado, se sumerge el portaobjetos en una cápsula de Petri 
con metanol durante 3 minutos. Así fijados, los portaobjetos conteniendo el 
frotis sanguíneo pueden ser trasladados al laboratorio para continuar con la 
coloración respectiva(22).

Enteroparásitos: para la colecta de estos parásitos (que más comúnmente se 
encuentran en la última porción del intestino delgado y en el intestino grue-
so), se utiliza una pipeta. Se colocan los especímenes en cápsulas de Petri con 
solución fisiológica. Es recomendable que antes de la fijación, una muestra 
de ellos, se observe al microscopio óptico con una gota de solución de Ringer 
o con la misma solución fisiológica ya que, de ese modo, por el movimiento, 
se aprecia mejor la disposición de las hileras de cilios(22).

Fijación: Un método rápido para morfología de rutina es realizar un frotis 
con, por ejemplo, mucosa intestinal, deslizando el tejido en un porta o cu-
breobjetos y fijándolo en una cápsula de Petri con alcohol 70%. Para ello, se 
coloca el porta o cubreobjeto con tejido hacia abajo en la cápsula de Petri lo 
que ayudará a que la mayoría de los protozoos se adhieran al vidrio. Aunque 
también puede utilizarse formaldehído para la fijación de protozoos entéri-
cos (en una concentración de 2,5% o 4%), éste, al igual que el alcohol 70% no 
resulta ser un buen fijador. El mejor fijador para protozoos es el líquido de 
Schaudinn (ver Anexo II); se procede a fijar el frotis durante 15-60 min. en 
el mencionado líquido y luego se lo transfiere directamente a alcohol 70%.

Helmintos:

Monogeos: los monogeneos adultos, se encuentran en la vejiga urinaria de los 
anfibios. En este caso, se abre el órgano con una tijera o pinza y se colectan 
los monogeneos con un pincel o pinza de punta fina, colocándolos luego en 
una cápsula de Petri con solución fisiológica.
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Digeneos: las metacercarias pueden hallarse adheridas a la pared interna del 
cuerpo, a ambos lados de la columna vertebral, a los mesenterios o a la pared 
externa de órganos huecos. De allí, se las extrae con pinzas de punta fina y 
se las coloca en solución fisiológica. Algunas, como las del género Strigea 
presentan la pared del quiste muy gruesa, con diferentes capas y son muy 
difíciles de romper, por lo que, además de agujas de disección, quizás sea 
necesario el uso de pinzas de punta fina; otras, como las del género Travtre-
ma presentan la pared del quiste muy fina y suelen romperse fácilmente, 
incluso, cuando se realiza una pequeña presión con el cubreobjetos. Las me-
tacercarias de los géneros Bursotrema o Lophosicyadiplostomum que se locali-
zan preferentemente en los riñones de los anfibios, son metacercarias que 
no forman quiste por lo que, directamente, serán colectadas y fijadas. En el 
caso de las metacercarias halladas en riñones, deben provocarse roturas en 
el tejido renal para que las mismas queden libres.

Los digeneos adultos se encuentran en órganos huecos como pulmones, in-
testino delgado y grueso, y vejiga urinaria. Se los extrae de cada órgano con 
pinzas de punta fina, pincel o pipeta y se los coloca en una cápsula de Petri 
con solución fisiológica antes de su fijación.

Cestodes: las larvas de cestodes pueden hallarse libres o encapsuladas en la 
cavidad del cuerpo, adheridas a los mesenterios, al hígado o la musculatura. 
En general, son larvas tetratirideas del género Mesocestoides. Se los extrae de 
su sitio de infección con pinzas de punta fina.

Los cestodes adultos se encuentran en la luz del intestino delgado. Es posible 
que, en especies de gran longitud, las últimas proglótides se desprendan y 
queden libres en la luz intestinal por lo que puede llevar a confusión a la 
hora de contabilizar los individuos existentes. Para subsanar esto, el número 
de individuos de cestodes que se contará como total de parásitos, será el 
número de escólices que se colecten.

Nematodes: en estado larval pueden ser hallados dentro de quistes en la mu-
cosa del estómago (ej. Spiroxys, Brevimulticaecum) o bien, nematodes larvales 
no enquistados y que se encuentran adheridos a la misma por un collar cefá-
lico (ej. Physaloptera). En el primer caso, al igual que con las metacercarias, es 
conveniente realizar dibujos y mediciones previamente a la rotura del quiste 
antes de proceder a su fijación. Las larvas de nematodes enquistadas tam-
bién pueden ser halladas en el tejido hepático. En este caso, debe romperse 
el tejido por medio de pinzas y aislar la larva (ej. Contracaecum, Porrocaecum); 
estas larvas tienen un tamaño considerable y los quistes son más difíciles 
de romper. En general, no presentan forma circular como los hallados en la 
pared estomacal sino más bien formas ovoides o no definidas.
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Un apartado especial merece el tratamiento de las microfilarias, formas lar-
vales halladas en sangre. Estas formas conservan la cutícula de las mudas 
producidas luego del huevo ser eliminado por la hembra (los adultos de los 
filarídeos se encuentran generalmente en la cavidad el cuerpo). Al igual que 
los protozoos sanguíneos se obtienen de una punción cardíaca. Se pueden 
observar fácilmente ya que se mueven activamente en preparados de sangre 
fresca(22).

En estado adulto, los nematodes pueden ser hallados en órganos huecos 
como pulmones, intestino delgado, intestino grueso, vesícula biliar. Cabe 
aclarar aquí, que existen especies de nematodes en donde el macho presenta 
un tamaño mucho menor que el de la hembra por lo que es necesario realizar 
una observación detenida del contenido del órgano con el mayor aumento 
del microscopio estereoscópico.

Acantocéfalos: los acantocéfalos larvales (cistacantos) se encuentran en la pared 
de órganos como estómago e intestino delgado, pero también pueden encon-
trarse en mesenterios. Dentro del quiste, el individuo presenta su probóscide 
invaginada. Como algunos de los principales caracteres taxonómicos se en-
cuentran justamente en la probóscide, esta debe estar totalmente extendida 
para su estudio. Para lograrlo, se coloca el quiste en agua destilada fría o a 
temperatura ambiente y se lo deja morir (aproximadamente 48 horas) moni-
toreándolo bajo la lupa. A medida que el agua ingresa en el acantocéfalo por 
ósmosis, la presión interna aumenta y el individuo evierte su probóscide.

El mismo resultado se obtiene si se deja reposar el quiste en heladera por un 
período de 24 horas (± 4°C) en solución fisiológica. Cualesquiera de estos dos 
métodos presentan dificultad para ser realizados en el campo, por lo que se 
sugiere tratar de romper el quiste como en el caso del resto de los helmintos 
que se encuentran enquistados. La rotura del quiste puede realizarse con la 
utilización de agujas de disección y pinzas de punta fina.

En el caso de los acantocéfalos adultos debe tenerse especial cuidado al 
momento de ser extraídos ya que, en estos, la probóscide (con ganchos) se 
encuentra inmersa en la pared intestinal por lo que, para removerlos y no 
romper esos ganchos hay que ser extremadamente cuidadosos. Una forma 
con la cual se obtienen buenos resultados es cortar una porción del tejido que 
rodea la probóscide y separar luego el acantocéfalo con la ayuda de agujas 
de disección.

A tener en cuenta: en este punto es necesario aclarar que los parásitos halla-
dos en un hospedador deben ser conservados en eppendorf separados según 
el órgano donde han sido colectados. Es decir, de un solo hospedador, al 
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final del examen parasitológico se contarán tantos eppendorfs como órganos 
parasitados se hayan encontrado en el examen. Esto es importante ya que 
los parásitos, generalmente, ocupan un sitio específico en el hospedador y, 
colocar todos los parásitos en el mismo recipiente llevaría a una confusión. 
Además, para estudios ecológicos, es necesario contar con el número exacto 
de especímenes por especie y por órgano parasitado.

Fijación: se fijan de igual manera que los helmintos larvales (metacercarias), 
utilizando formaldehído caliente al 10% o alcohol 70%. La fijación de los ces-
todes debe ser inmediata debido a que su tegumento se descompone rápida-
mente.

Anélidos:

Oligoquetos: este grupo de invertebrados se encuentran ocupando los uréte-
res de los anfibios por lo que, para su colecta, deben examinarse estos túbu-
los y extraer a los individuos mediante pinzas o pinceles. Una vez extraídos, 
se los coloca en una cápsula de Petri con solución fisiológica para luego pro-
ceder a la fijación.

Fijación: se fijan en formaldehído al 5-10% o en otros fijadores histológicos 
como Bouin(18). En este último caso se calienta el líquido de Bouin y se coloca 
al ejemplar, que previamente se ha dispuesto entre un portaobjetos y un cu-
breobjetos. Luego, los oligoquetos pueden conservarse en alcohol 70%(18,72).

Artrópodos:

Pentastómidos: en los anfibios, los pentastómidos se encuentran dentro de los 
pulmones. Se los colecta con pinzas de punta fina. Debido a su naturaleza, 
estos individuos no se rompen fácilmente, pero, de todas maneras, es im-
portante recordar que estructuras esclerotizadas como ganchos y espículas 
copuladoras serán necesarias para su identificación.

Fijación: son colocados en eppendorf con alcohol 70% a temperatura am-
biente(73,74).

1. b- Renacuajos:

1.b.a. Estudio de los parásitos hallados sobre la superficie del cuerpo:

Sobre la superficie del cuerpo de los renacuajos, al estar en el ambiente acuá-
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tico, es posible hallar los siguientes grupos de parásitos:

·      Helmintos: metacercarias enquistadas debajo de la piel.

·     Anélidos: sanguijuelas adheridas por su ventosa anterior.

·       Artrópodos: crustáceos copépodos que se adhieren por sus maxilípedos al 
cuerpo de los renacuajos.

Al igual que en los anfibios adultos se realiza un examen macroscópico de la 
superficie externa del anfibio y luego, un examen más minucioso del indivi-
duo bajo microscopio estereoscópico.

Extracción y fijación:

Helmintos:
Metacercarias: para la extracción y fijación se procede de igual manera que en 
los anfibios adultos.

Anélidos:
Sanguijuelas: se procede de igual manera que en los anfibios adultos.

Artrópodos:
Copépodos del género Lernaea: si bien es un parásito de ciprínidos, también ha 
sido hallado parasitando a anfibios, generalmente en la zona cercana a la 
cloaca. Los ejemplares se retiran cuidadosamente de los tejidos del hospeda-
dor con la ayuda de agujas y bisturíes.

Fijación: se colocan en alcohol 96%(62,75).

1.b.b. Estudio de los parásitos hallados dentro del cuerpo:

En los anfibios en estado de renacuajo pueden hallarse internamente:

·       Helmintos: monogeneos larvales (oncomiracidios) en las branquias; meta-
cercarias enquistadas en la cavidad del cuerpo y la musculatura de la cola; 
nematodes adultos y, más raramente, digeneos adultos, ambos en el intestino.

En los renacuajos, del mismo modo que en los adultos, se procede al examen 
de la cavidad del cuerpo; para ello, se realiza una incisión ventral desde la 
boca hasta la cloaca y se retiran, en una cápsula de Petri con solución fisioló-
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gica, los órganos del anfibio.

Extracción y fijación:

Helmintos:

Monogeneos: las larvas de monogeneos se ubican en las branquias de los re-
nacuajos. Las branquias deben retirarse del cuerpo del renacuajo y observar-
se detenidamente bajo microscopio estereoscópico. La presencia de mono-
geneos se evidenciará por el movimiento de los mismos. Los especímenes 
deben desprenderse cuidadosamente del filamento branquial y colocarse en 
cápsulas de Petri que contengan agua del medio en donde se encontraban 
los renacuajos. Para el estudio de su morfología, algunos ejemplares deben 
estudiarse in vivo (lo que no siempre puede realizarse en el campo por no 
contar con microscopio óptico)(20).

Digeneos: las metacercarias son generalistas en cuanto a ubicación en el cuer-
po de los renacuajos; pueden presentarse en la cavidad celómica o en dis-
tintos órganos (de acuerdo al estadío del renacuajo), como así también, en 
la musculatura de la cola. Los digeneos adultos son raramente hallados en 
renacuajos; cuando están presentes se ubican en el intestino de los mismos.

Nematodes: los nematodes hallados en renacuajos pertenecen al género Gyrini-
cola (Orden Oxyurida). En este género el dimorfismo sexual es marcado y el 
macho presenta un tamaño sumamente pequeño por lo cual, en renacuajos con 
alto contenido de algas filamentosas su visualización se encuentra dificultada.

Fijación: se procede de igual manera que en el caso de los helmintos hallados 
en anfibios adultos. En el caso de los nematodes se los fija con formaldehído 
al 10%; las metacercarias y los monogeneos larvales pueden fijarse con for-
maldehído al 5%, o bien, con alcohol 70%. En todos los casos deben ser pre-
viamente calentados. En el caso de los monogeneos larvales, puede usarse 
también una solución de picrato-amonio y glicerina (proporción 3:1) como 
fijador ya que este medio deshace las partes blandas del espécimen conser-
vando solamente las esclerosadas (importantes para el estudio taxonómico). 
Para ello se coloca el ejemplar en un portaobjeto con unas gotas de la solución 
y luego se sella el preparado con bálsamo o barniz de uñas transparente(20).

Debido a su extensión, el intestino de los renacuajos debe examinarse por 
segmentos; la longitud de cada segmento dependerá del contenido que po-
sea el individuo; a mayor cantidad de contenido intestinal, segmentos más 
cortos.

Posteriormente, al igual que los helmintos hallados en anfibios adultos se los 
conserva en los respectivos eppendorf rotulados para continuar su estudio 



4.9 Registro de parásitos 287

en el laboratorio.

2. En el laboratorio

Equipamiento: a partir del momento en que se dispone de los parásitos en 
el laboratorio, el instrumental necesario para su estudio será todo aquel re-
lacionado principalmente con la coloración, aclaramiento y montaje de los 
mismos (líquidos colorantes, instrumentos de vidrio, diafanizadores, bálsa-
mo de Canadá, etc.), y para el estudio propiamente dicho de los ejemplares 
lo cual se realiza con microscopio óptico con ocular micrométrico y cámara 
clara.

En esta instancia y con el objetivo de facilitar la observación de estructuras 
para su posterior determinación, a los parásitos hallados se les realiza tra-
tamientos siguiendo técnicas convencionales para cada grupo taxonómico. 
Algunos, como los platelmintos, deben ser coloreados con hematoxilinas o 
algún preparado de ácido carmínico; en otros, se realizan tratamientos para 
su estudio histológico (el caso de especímenes enquistados en órganos deter-
minados). Previamente, es necesario lavar los ejemplares eliminando todo el 
fijador, para lo que se realizan varios cambios de alcohol 70%.

A continuación, se detallan las técnicas de laboratorio comúnmente em-
pleadas, según el grupo de parásitos. Algunos manuales de microscopia y 
protocolos de estudio de helmintos presentan las fórmulas de las soluciones 
utilizadas(20,76). En el Anexo II se encuentra el detalle de las empleadas en esta 
sección.

Protozoos:

Hemoparásitos: se tiñen mediante la técnica May-Grünwald Giemsa (ver 
Anexo II). Para ello, el frotis realizado mediante la técnica descripta con an-
terioridad, una vez seco, se cubre con una mancha de colorante sobre una re-
jilla de tinción y se deja allí durante 20-40 minutos. Luego, se enjuaga suave-
mente con agua corriente y se deja secar nuevamente en posición vertical(22).

A tener en cuenta: los frotis deben ser observados con mayor aumento (40x) 
y los preparados de sangre con objetivos de inmersión (100x) para la detec-
ción de parásitos intracelulares(51).

Enteroparásitos: la muestra previamente fijada se enjuaga con agua de grifo 
por varios minutos; luego se le coloca mordiente de alumbre de hierro al 4% 
y se lo enjuaga nuevamente. Posteriormente, se tiñe con hematoxilina de 
Heidenhain al 0,5% durante toda la noche (aquí el preparado se volverá com-
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pletamente negro). Para eliminar el exceso de hematoxilina utilizar alumbre 
de hierro; aquí comienzan a diferenciarse las estructuras y esta diferencia-
ción deberá ser controlada a través de microscopio. Finalmente, enjuagar 
con agua corriente al menos por dos horas y luego, deshidratar a través de 
una serie de alcoholes (70%, 96%, absoluto), aclarar con xileno y montar en 
bálsamo. Si bien estos pasos pueden llegar a ser complejos, el resultado es 
que nos proveen de material fijado permanentemente, que facilita su uso (ya 
que los parásitos están montados) y economiza lugar(22,51).

Helmintos:

Monogeneos: para la observación de sus estructuras esclerotizadas, tales 
como hamuli y ganchos, estos se montan en medios como Gray y Wess u 
Hoyer, que permiten el montaje rápido de especímenes sin colorear. El pro-
cedimiento consiste en colocar una pequeña gota de agua en un portaobje-
tos, transferir el monogeneo, remover el exceso de agua con papel de filtro y 
reemplazar por medio de montaje. Cubrir luego con el cubreobjetos y llevar 
a estufa por 24 horas. Para colorear los especímenes, se utiliza el Tricrómico 
de Gomori (ver Anexo II) y se montan en bálsamo de Canadá.

Digeneos y cestodes: estos platelmintos se comprimen ligeramente entre cu-
breobjetos y portaobjetos y se sumergen en alcohol 96% por aproximada-
mente 24 horas antes de la coloración. Esto se realiza, sobre todo, con espe-
címenes de mayor tamaño como los digeneos de los géneros Haematoloechus 
y Gorgoderina.

El siguiente paso consiste en la coloración. Entre los colorantes comúnmente 
utilizados se encuentran las hematoxilinas y el Carmín clorhídrico diluido 
en alcohol 96% (ver Anexo II).

A tener en cuenta: si los ejemplares aún se conservaban en el formaldehído 
fijador, antes de iniciar la coloración deben ser lavados (al menos 2 veces con 
alcohol 70%). Los mejores resultados en cuanto a la tinción de especímenes 
se obtienen sobretiñéndolos y luego diferenciándolos (decolorándolos poco 
a poco), hasta alcanzar el color deseado.

Cuando se colorea con Carmín, el tiempo de tinción es variable y depende 
del tamaño del ejemplar. El proceso requiere el pasaje de los ejemplares a tra-
vés de recipientes (cápsulas o placas de Petri) con la ayuda de un pincel fino, 
lo ideal es trabajar con uno o dos ejemplares por muestra. Luego de la colo-
ración, los ejemplares se diferencian con un pasaje por clorhidrato de etanol 
con el objetivo de eliminar el exceso de tinte, y se deshidratan mediante un 
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pasaje por una serie alcohólica creciente (alcohol 70%, alcohol 80%, alcohol 
90%, alcohol absoluto). En cada serie de alcohol deben permanecer aproxi-
madamente 15 minutos. La Figura 4.9.3 esquematiza un tren de tinción para 
carmín clorhídrico.

Luego de la deshidratación, los individuos son diafanizados en xilol, creoso-
ta de la Haya o en eugenol. Para ello, se colocan los individuos en una cápsu-
la conteniendo el diafanizador por un período de tiempo variable.

A tener en cuenta: los tiempos de permanencia en cada paso del proceso 
pueden variar, ya que dependen por ejemplo del fijador utilizado, la especie 
de helminto, del tamaño de los ejemplares, del tiempo que tenían los mismos 
en el conservante, entre otros factores.

Es importante subrayar que, si bien la creosota es un buen diafanizador, se 
sugiere no utilizarla por su acción cancerígena.

El último paso consiste en montar los especímenes en bálsamo de Canadá 
natural en preparaciones permanentes que son secadas en estufa. El tiem-
po de secado puede variar entre 2 y 15 días dependiendo del tamaño del 
ejemplar y se recomienda monitorear aproximadamente cada dos días y re-
tirar cuando el preparado se encuentre completamente seco. El bálsamo de 
Canadá es un medio resinoso que da durabilidad al preparado y además 
proporciona mayor transparencia, incrementando su índice de refracción(20).

Los estadios larvales de digeneos son tratados de forma similar a los adultos.

Nematodes: para su tratamiento en el laboratorio los nematodes no se colo-
rean, en cambio son diafanizados en lactofenol de Amman o en alcohol gli-
cerinado (ver Anexo II) para facilitar la observación de estructuras internas. 
Luego se los estudia como preparaciones húmedas transitorias (Figura 4.9.4). 
Este proceso consiste en colocar una gota de diafanizador en un portaobjetos, 
colocar en la gota al ejemplar y luego un cubreobjetos por encima. En algunos 
casos, para observar estructuras importantes para la taxonomía de los nema-
todes (por ejemplo, la ubicación de las papilas labiales y cefálicas) es necesario 
realizar un preparado de la región anterior en vista apical. Para ello, con la 
ayuda de un bisturí u hoja de afeitar se corta transversalmente el extremo 
anterior del individuo y se prosigue con la preparación habitual teniendo 
en cuenta que en el preparado en cuestión la región oral debe quedar hacia 
arriba (in face view)(77).

Acantocéfalos: los especímenes de gran tamaño, que no pueden ser montados 
entre porta y cubreobjetos, se tratan en forma similar a los nematodes, rea-
lizándose preparados transitorios en alcohol glicerinado para observar sus 
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estructuras internas. Los especímenes de menor tamaño pueden colorearse 
con Hematoxilina de Mayer o Carmín clorhídrico en forma similar a la utili-
zada para platelmintos.

Figura 4.9.3. Pasos para la coloración
de Platelmintos y Acantocéfalos y su
posterior montaje (para detalles ver
el texto).
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A tener en cuenta: para la tinción y procesamiento de helmintos, los mejores 
resultados se obtienen si se realizan inmediatamente después de la recolec-
ción y fijación. Todos los cambios de fluidos durante el proceso de coloración 
deben realizarse utilizando pipetas Pasteur limpias y para evitar su hidrata-
ción con la humedad del ambiente, los frascos o cápsulas con soluciones no 
deben permanecer abiertos más del tiempo absolutamente necesario. Ade-
más, es importante que en ningún momento los individuos queden “en seco” 
durante el procesamiento; no deben dejarse al aire.

La Tabla 4.9.1 muestra un resumen de los pasos que deben seguirse para el 
estudio de los helmintos, desde la fijación hasta la conservación de cada uno 
de los grupos, según el estadio en el que fue hallado.

Anélidos:

Oligoquetos: para el estudio de estos organismos pueden realizarse prepa-
rados transitorios con alcohol glicerinado. En lo posible, se trata de que los 
especímenes queden situados lateralmente para de esta forma poder obser-
var las quetas tanto dorsales como ventrales. Si se tratase de especímenes 
maduros (se observa la presencia de clitelo) no será posible determinarlos 
sin examinar la genitalia. Para ello, se sigue un protocolo de tinción que in-
volucra un colorante, como por ejemplo el carmín clorhídrico, y un medio 
de montaje que puede ser bálsamo de Canadá. Siempre con la precaución de 
que los especímenes queden ubicados en posición lateral(18).

Hirudíneos: las sanguijuelas se colorean para finalmente montarse como 
preparados permanentes. El colorante utilizado en este proceso puede ser 
el paracarmín de Mayer, Carmín Borax o hematoxilina de Hams por 12-94 
horas. Para diferenciarlas, se las coloca luego en una solución de etanol 1% 
HCI-70% hasta que la epidermis de la sanguijuela quede libre de colorante y 
luego se neutraliza en una solución de 1% NH4OH – 70% de etanol. La eosi-
na se usa habitualmente como contratinción. Los especímenes teñidos deben 
deshidratarse en concentraciones progresivamente más altas de etanol, acla-
rarse en salicilato de metilo, y montarse en un medio de pH neutro(19). Para 
detalle de las soluciones ver el Anexo II.

Artrópodos:

Ácaros y dípteros: como preparación para su identificación taxonómica, los 
ácaros y estados inmaduros de dípteros se aclaran en lactofenol de Amann, 
luego se los lava en agua corriente y se montan entre portaobjetos y cubre-
objetos utilizando medio de Berlese modificado, siendo Hoyer o Faure los 
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más utilizados (ver Anexo II). Algunos ácaros que presentan poca querati-
nización no se aclaran, luego de fijados directamente se montan en el medio. 
El período de aclarado puede extenderse aproximadamente entre 1 y 15 días 
a temperatura ambiente. Una vez montados, es conveniente su secado en 
estufa a 50 °C(78).

Las larvas de garrapatas, por su parte, se limpian en una solución acuosa de 
hidróxido de potasio al 20% y se montan en medio de Hoyer como preparados 
semipermanentes, que serán luego estudiados mediante microscopía óptica(56).

Pentastómidos: los pentastómidos se limpian primero con una solución de 
ácido láctico al 85% y se realiza una observación mediante microscopía óp-
tica; también pueden aclararse con líquido de Hoyer. Se diseccionan luego 
para la extracción de las estructuras esclerotizadas (ganchos, fulcro, espícu-
las copuladoras) que serán montadas entre porta y cubreobjetos en la misma 
solución con el fin de medir y fotografiar(10).

A tener en cuenta: el medio de Hoyer es muy tóxico y se debe tener cuidado 
cuando se usa. Evitar el contacto con la piel, utilizar guantes siempre que sea 
posible o lavarse las manos inmediatamente después de su utilización.

Observación al Microscopio electrónico de barrido (MEB)
Para estudios de ultraestructuras se realizan observaciones al Microscopio 
Electrónico de Barrido. Las técnicas utilizadas para la preparación de los orga-
nismos pueden sufrir alguna modificación que dependerá del grupo con el que 
se quiera trabajar. En general, una vez limpios, los especímenes se deshidratan 
en una serie de alcoholes y acetonas y son secados por el método de punto crí-
tico con CO2. Las muestras luego se montan en una lámina metálica de cobre o 
aluminio con cinta bifaz y posteriormente se los metaliza con un baño de oro-
paladio u oro para finalmente observarse y fotografiarse en vacío(30,79).

Medidas, fotografías y dibujos
Por lo general y por su pequeño tamaño, las medidas de los especímenes 
se dan en micras (μm), salvo otra indicación; y son tomadas con ayuda de 
un ocular micrométrico en un microscopio óptico, o bien sobre dibujos rea-
lizados con la cámara clara (Figura 4.9.4). La cámara clara es un elemento 
indispensable en el estudio de los parásitos. Este accesorio nos permite una 
recreación exacta de la muestra que observamos ya que conserva las pro-
porciones y medidas originales. Una de las características importantes de la 
cámara clara es que permite realizar dibujos en distintos planos (moviendo 
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el micrométrico) los que luego podrán unirse para presentar un dibujo com-
pleto del ejemplar. Las microfotografías son tomadas con cámaras oculares 
en microscopios ópticos.

Identificación de los parásitos
Para la identificación de los protozoos hemáticos pueden consultarse trabajos 
recientes, principalmente realizados en Brasil, que tienen en cuenta tanto da-

Figura 4.9.4. Estudio de los helmin-
tos parásitos en anfibios. (a) Dibujo 
de los ejemplares mediante el uso 
de cámara clara. (b) Ejemplar de di-
geneo adulto coloreado con carmín 
clorhídrico. (c) Ejemplar hembra de 
nematode sin colorear. (d) Ejempla-
res de helmintos en sus respectivos 
medios de conservación; platelmin-
tos y acantocéfalos montados en 
portaobjetos con bálsamo de Cana-
dá con sus respectivas etiquetas a la 
izquierda de la plancha; ejemplares 
de nematodes con sus respectivas 
etiquetas en eppendorf con líquido 
conservante a la derecha de la plan-
cha. (e) Ejemplares de platelmintos y 
acantocéfalos listos para ser guarda-
dos en sus respectivas cajas de por-
taobjetos. (f) Extremidad posterior 
de un nematode macho tratado con 
lactofenol de Amann. (g) Extremi-
dad anterior de un nematode seña-
lando las principales características 
morfométricas que se registran en la 
extremidad anterior de los mismos. 
Fotos: a, c-g: C. E. González; b: M. I. 
Hamann

* espículas
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tos morfológicos como moleculares(80-82); para la identificación de protozoos 
entéricos se cuenta con trabajos realizados asimismo en anfibios neotropica-
les(83,84). Para Argentina específicamente, pueden consultarse investigaciones 
realizadas tanto en anfibios larvales como adultos(48-51). Si bien estos trabajos 
no son estrictamente claves de identificación, proporcionan información que 
puede ser de ayuda para determinar especies o familias. 

En cuanto a helmintos, pueden consultarse para el grupo de los monoge-
neos, catálogos de especies de Sudamérica que proporcionan asimismo figu-
ras detalladas y lista de hospedadores(85), trabajos en relación a su filogenia 
y clasificación(86,87), como así también trabajos que describen especies a partir 
de hospedadores de Argentina(88-90). Para el resto de los grupos de helmin-
tos existen claves clásicas de identificación para digeneos(91-95), cestodes(96), 
nematodes(97-99) y acantocéfalos(100,101). Para la identificación de metacercarias 
pueden consultarse estudios descriptivos de estos estadios hallados en anfi-
bios argentinos(58,102).

Para los anélidos, pueden utilizarse diferentes guías para identificar oligo-
quetos acuáticos(103,104) o trabajos más específicos dentro de este grupo, como 
por ejemplo para la familia Naididae(105). Para las sanguijuelas, en Argentina 
se cuenta con algunas revisiones para ambientes dulceacuícolas(106-108), aun-
que también pueden consultarse trabajos referidos a su diversidad Neotro-
pical(109) y global(110).

Finalmente, para artrópodos, existen trabajos de revisión muy completos y 
que abarcan diagnosis, distribución, ecología e importancia sanitaria tanto 
de garrapatas(111-113) como de ácaros(114). En cuanto a los pentastómidos se 
cuenta con trabajos recientes que abarcan la diversidad de este grupo en 
distintos grupos de vertebrados(115-117).
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ANEXO I

   Número de Protocolo:         

HOSPEDADOR:

LUGAR:    COORDENADAS: 

FECHA:    PESO:

LONGITUD:    SEXO: 

ESTADIO DE GOSNER: 

Método de eutanasia:

A- SUPERFICIE EXTERNA DEL CUERPO: 

B- EXAMEN INTERNO:

Cavidad del cuerpo:

Musculatura:

Mesenterios:

Cerebro:

Zona faríngea:

Pulmones:

Estómago:

Intestino delgado:

Intestino grueso:

Vesícula biliar:

Riñones:

Cloaca: 

OBSERVACIONES: 
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ANEXO II

Fijadores más usados: Colorantes más usados: 

* Formaldehído al 10% * May-Grünwald Giemsa 

Formaldehído al 40%: 10 partes Glicerol: 40ml 

Agua destilada: 90 partes Alcohol metílico: 65ml 

Giemsa en polvo: 1g 

* Formaldehído al 5% (para metacerca-

rias) 

Se diluye en solución buffer 3:97 

Formaldehído al 40%: 5 partes 

Agua destilada: 95 partes * Carmín Clorhídrico 

Carmín: 5ml 

* Alcohol 70% Ácido clorhídrico: 5ml 

Agua destilada: 5ml 

* A.F.A. Alcohol 90%: 200ml 

Etanol 95%: 50 partes 

Formaldehído 40%: 6 partes * Tricómico de Gomori 

Ácido acético glacial: 4 partes Cromotropo 2R: 0,6g 

Agua destilada: 40 partes Fast green FCF, Light gree o Anilina 

blue: 0,3g 

Ácido fosfotúngstico: 0,8g 

* Fleming Ácido acético glacial: 1ml 

Ácido crómico al 1%: 15 partes Agua destilada: 100ml 

Ácido ósmico al 2%: 4 partes 

Ácido acético glacial: 1 parte * Hematoxilina de Mayer

Agua destilada: 1000ml 

* Bouin

Solución saturada de ácido pícrico: 15 

partes 

Formaldehído 40%: 5 partes 

Ácido acético: 1 parte 

Sulfato alumínico potásico o sulfato alu-

mínico de amonio: 50g 

Hematoxilina cristalizada: 1g 

Yodato de sodio: 0,2g 

Ácido cítrico: 1g 

* Líquido de Schaudinn (cloruro de mer-

curio saturado)

Hidrato de cloral: 50g 

Cloruro de mercurio: 100ml 

Etanol absoluto: 50ml * Hematoxilina de Heidenhain 

Ácido acético glacial: 7,5ml  Hematoxilina cristalina: 0,5g

Alcohol 96%: 10ml 

Agua destilada: 90ml 
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Diferenciadores: Medios de montaje: 

* Etanol 70ºGL – Clorhídrico 0,5% * Bálsamo de Canadá 

Etanol 70º: 199 ml 

Ácido clorhídrico: 1 ml * Berlese modificado: 

H2O destilada: 50ml 

Diafanizadores: Hidrato de cloral: 50g 

* Xilol Glicerol: 20ml 

* Creosota de Haya Goma arábiga: 30g 

* Eugenol 

* Lactofenol de Amann * Hoyer 

Fenol derretido (ácido carbólico): 3 partes Hidrato de Cloral: 100g 

Ácido láctico: 1 parte Goma arábiga en cristales: 15g 

Glicerina: 10ml 

Agua destilada: 25ml 

Glicerina pura: 2 partes

 

* Alcohol glicerinado 

Alcohol 70%: 90 partes 

Glicerol: 10 partes 

* Gray y Wess 

Alcohol polivinílico (PVA 71-24) en pol-

vo: 2g 

Acetona 70%: 7ml 

Glicerina: 5ml 

Ácido láctico: 5ml 

Agua destilada: 10 ml
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Entre los responsables de la declinación global de anfibios, las enfermedades 
han sido reconocidas como uno de los factores importantes en todo el mun-
do(1-12). Los agentes etiológicos que las causan son numerosos y entre los más 
comunes podemos mencionar a los virus, bacterias, ácaros, gusanos, mohos 
y hongos. En esta sección nos centraremos en las técnicas para la identifica-
ción de la presencia e infección por hongos en los diferentes estadios de la 
ontogenia de anfibios.

Batrachochytrium dendrobatidis -Bd- (Reino Fungi: Clase Chytridiomycetes: Or-
den Rhyzophydiales) fue, hasta hace dos décadas, conocido sólo como pará-
sito de plantas, algas, protistas e invertebrados. La especie que afecta a los 
anfibios fue descripta en el año 1999, siendo el primer caso conocido en el que 
un quitridio afecta a un vertebrado(13,14). Este hongo se caracteriza por afectar 
el estrato superficial (córneo y granuloso) de la piel de los anfibios anuros(15,16). 
Las lesiones en la piel generalmente son leves, y la hiperqueratosis se presenta 
como el cambio más evidente. Algunos ejemplares pueden desarrollar hiper-
plasia irregular, desorden en las células de la epidermis, espongiosis, erosiones 
y ulceraciones ocasionales(15,16). Este tipo de alteraciones interfieren con varias 
funciones epiteliales de los anfibios, incluyendo la circulación y mantenimien-
to de agua y sales, la respiración y su rol como barrera contra las toxinas y 
agentes de infección(17). Por otro lado, estas modificaciones en las funciones 
epiteliales repercuten en el comportamiento de juveniles y adultos, generando 
aletargamiento, adelgazamiento por falta de alimentación y disminución en el 
brillo de la piel. Sin embargo, existen especies de anfibios que pueden actuar 
como reservorios de Bd sin presentar signos de infección y, en la mayoría de 
los animales infectados en estado silvestre no se han observado estos signos 
clínicos o el periodo de manifestación de los mismos suele ser muy corto limi-
tándose a algunos individuos que luego morirán(17).

Antecedentes de técnicas de detección de 
Batrachochytrium dendrobatidis

Las primeras técnicas utilizadas para la evaluación de presencia del hongo 
quitridio en anfibios fueron observaciones de los ejemplares bajo lupa (Fi-
gura 4.10.1 y Figura 4.10.2) y cortes histológicos de piel (Figura 4.10.3)(16-20). 
La visualización de mudas de piel bajo lupa se propone teniendo en cuenta 
que un signo clínico observado en la quitridiomicosis es la muda excesiva 
de piel de la superficie epidérmica. La piel mudada a menudo procede del 
abdomen, las extremidades y los pies(16,21,22), y en su observación bajo lupa se 
pueden identificar procesos de hiperqueratosis y presencia de zooesporan-
gios. Este tipo de metodología resulta accesible, ya que proporciona medi-
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ciones cuantitativas de Bd y aumenta la confianza en la detección de estudios 
histológicos(20). Complementariamente a la observación bajo lupa, durante 
los primeros años del descubrimiento de Bd, usando técnicas histológicas, 
se incrementó exponencialmente el número de registros de Bd en diferentes 
regiones y especies de anfibios a nivel mundial(23,24,25). Con este panorama 
y complementariamente a los estudios histológicos, se propusieron nuevas 
técnicas de detección. Adicionalmente, la técnica histológica o de observa-
ción de mudas de piel permitió hacer análisis en especímenes de colección 
conservados tanto en alcohol como en formol cuando se planteó en análisis 
retrospectivo de la infección(26).

Sin embargo, y pese a que la histología y la observación bajo lupa se convir-
tieron en métodos ampliamente utilizados, se comenzaron a encontrar pun-
tos débiles en estas técnicas para el estudio de Bd relacionados a:

(1) sensibilidad: la superficie observada resulta demasiado pequeña en re-
lación a la superficie total del individuo estudiado, lo que puede generar 
muchos falsos negativos(27);

(2) especificidad: deja abierta la posibilidad de falsos positivos por similitud 
de las esporas de Bd con las de otros hongos y/o por el posible sesgo del 
observador;

(3) invasión: para la técnica histológica se requiere una muestra de piel por lo 
que se debe sacrificar el individuo(28) o recurrir a la amputación de dedos(27,29);

(4) insumo de tiempo: la técnica histológica requiere un tiempo prolongado 

Figura 4.10.1.  Diagnóstico directo, se 
observan las partes bucales querati-
nizadas de un individuo no infecta-
do (a) y uno infectado con despig-
mentación (b) observación en lupa 
(c) y en microscopio óptico (400X) 
(d). Escala: (a) 0,42 mm; (b) 0,46 mm; 
(c) 2,5 mm y (d) 20 μm. Fotos: María 
Luz Arellano.
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de procesado de la muestra, y una vez montada en los portaobjetos, un tiem-
po adicional de observación en el microscopio.

Cuando se comienza a trabajar con Bd este tipo de técnicas resulta accesible a 
los investigadores, si se cuenta con un laboratorio de histología el trabajo se 
hace fácil, pero aún si no se cuenta con el laboratorio es un servicio sencillo 
de tercerizar con técnicos especializados o con laboratorios de histología.

Si bien se ha sugerido que la quitridiomicosis en individuos post metamór-
ficos y adultos gravemente infectados se puede diagnosticar fácilmente por 
observación directa de signos clínicos como desprendimiento epidérmico 
anormal, enrojecimiento de las superficies ventrales y cambios de compor-
tamiento tales como letargo y pérdida del reflejo de pronación(18), los indi-
viduos que presentan estas últimas etapas de la infección rara vez se en-
cuentran en ambientes naturales. Esto es debido tanto al corto período de 
sobrevida, como a la rapidez con la que son eliminados del ambiente, ya sea 
por descomposición o por depredación por otros animales. 

Figura 4.10.2.  Preparados húmedos, 
se observa muda de piel con zoos-
porangios vacíos (flechas) en Boana 
pulchella (a), Pseudopaludicola falcipes 
(b), Odontrophrynus americanus (c) 
y partes bucales de Rhinella fernan-
dezae (d) (nótese los queratodontes 
-estrella-).Escalas:(a) 16μm 200X, (b) 
24μm 100X, (c) 18μm 400X y (d)10μm 
400X.  Fotos: María Luz Arellano.
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En zonas de humedales con aguas turbias, muy vegetadas y con clima cá-
lido, los individuos muertos duran muy poco en el ambiente antes de su 
descomposición. Incluso si los ejemplares se encuentran entre camalotales o 
juncales es muy difícil visualizarlos. Por el contrario, algunas regiones pre-
sentan cuerpos de agua transparente, climas más fríos y poca vegetación en 
los cuerpos de agua y alrededores, lo que permite visualizar con más facili-
dad si hay individuos muertos o moribundos en el ambiente (Figura 4.10.4).

Considerando estas diferencias, y las dificultades en algunos ambientes para 
evaluar la salud de los individuos a simple vista en campo, las pruebas para 
detección de Bd en anfibios silvestres requieren de análisis de laboratorio de 
muestras tomadas de individuos aparentemente sanos. Esto genera contro-
versias, ya que se deben sacrificar individuos aparentemente sanos para eva-
luar una posible infección por el hongo con técnicas histológicas que resultan 
altamente invasivas o deletéreas.

Para contrarrestar estas técnicas invasivas utilizadas originalmente, se co-
menzaron a realizar estudios de presencia de Bd por medio de técnicas mo-
leculares (amplificación por PCR:30, 31) mediante hisopado de la piel de los 
individuos. Este tipo de técnica resolvió los inconvenientes de la observación 
bajo lupa o de las técnicas histológicas relacionados a:

(1) sensibilidad: con el hisopado se puede cubrir toda la superficie piel don-
de se concentra el hongo en cada individuo a analizar;

(2) especificidad: el análisis molecular sólo resulta positivo ante la presencia 
de Bd y no de otro hongo o agente etiológico similar;

Figura 4.10.3.  Cortes histológicos 
de sección de piel de Leptodactylus 
luctator sin señales de Bd (a) y con 
zoosporangios en diferentes grados 
de desarrollo (b y c) -flechas-. Corte 
de parte bucal de larva sin señales 
de Bd (d) y con zooesporangios en 
los queratodontes (e y f) -flechas-. 
Escala: (a) 0,15mm 200X, (b) 20μm 
400X, (c) 15μm 400X, (d) 70μm 200X, 
(e) 35μm 200X y (f) 30μm 400X. Fo-
tos: (a-e) Romina Ghirardi y (f) María 
Luz Arellano.
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(3) invasión: solo se frota un hisopo sobre el individuo a analizar y se lo libe-
ra inmediatamente en su ambiente (no es necesario sacrificarlo);

(4) insumo de tiempo: en un laboratorio equipado adecuadamente no se re-
quiere demasiado tiempo para el procedimiento. Una vez que el laboratorio 
recibe la muestra, ésta puede ser procesada y analizada en el mismo día si 
el laboratorio se encuentra adecuadamente equipado y preparado para ello, 
a diferencia de la observación bajo lupa o con técnicas histológicas, que una 
vez procesada la muestra se debe continuar con la observación minuciosa en 
lupa o microscopio.

A pesar de que las técnicas moleculares son más costosas, poseen la ventaja 
de ser practicas no letales y muy poco invasivas para los individuos en rela-
ción a la toma de muestra, por lo que se volvieron muy populares y utiliza-
das en todo el mundo.

Con el avance de las técnicas moleculares de PCR tradicional, y con el ob-
jetivo de cuantificar la infección en los individuos afectados, se comienza a 
utilizar la técnica de PCR cuantitativo (qPCR adultos:27,32,33; qPCR larvas:(34) 
con mejoras en la capacidad analítica de la prueba al poder cuantificar la 
infección(35).

Con la mejora de las técnicas de detección de Bd, se han desarrollado aná-
lisis moleculares para identificar la presencia de zoosporas liberadas en el 
ambiente por individuos infectados. Este tipo de análisis moleculares se 

Figura 4.10.4.  Laguna Hueso (a), 
en Parque Nacional Laguna Blanca 
(Neuquén). Se marca con un círculo 
la pirca de piedras donde se registra-
ron ejemplares de Atelognathus pata-
gonicus muertos y moribundos, con 
signos típicos de quitridiomicosis (b 
- d). Fotos: (a y d) Ma. Gabriela Pe-
rotti, (b y c) Javier A. López.
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adecuaron a muestras de suelo y agua para la detección de Bd(36,37,38) y en 
muestras de ejemplares de colecciones de museo(39). La misma técnica de 
análisis molecular ha sido puesta a punto para estudios experimentales con 
individuos infectados en un medio acuático(40). Este tipo de análisis añade 
información novedosa, ya que no sólo se puede evaluar la infección de los 
individuos, sino también estudiar la periodicidad de la liberación de zoos-
poras al medio(40).

Mediante la aplicación complementaria de todas las técnicas antes mencio-
nadas, actualmente el estudio de la presencia de Bd en anfibios y en el am-
biente se puede realizar en muestras de diversos orígenes y en casi todas las 
regiones del mundo.

Descripción de los métodos de registro e  identificación 
de Bd
1. Registro en campo

1.a. Diagnóstico directo

El diagnóstico de Bd mediante la observación directa de los anfibios en cam-
po es una tarea difícil. En la mayoría de los animales infectados no se ob-
servan signos clínicos específicos muy evidentes. En el caso de las larvas, 
es posible observar a simple vista o bajo lupa individuos infectados por la 
presencia de despigmentación de la capa epidérmica del disco oral, la pre-
sencia de dientes acortados o la pérdida de los mismos (Figura 4.10.1)(17). 
Sin embargo, estos nos son signos específicos de Bd, y muchas veces depen-
diendo del estadío puede ser un proceso natural por inicio de metamorfosis. 
Por otro lado, en los juveniles y adultos, el periodo de manifestación de los 
signos suele ser corto y se limita a los anfibios que pronto morirán. Como 
signos clínicos observables a simple vista, en las infecciones graves a veces 
pueden notarse alteraciones macroscópicas de la piel, que consisten en una 
muda anómala (más frecuente de lo normal y en trozos más pequeños) y eri-
tema, pero estos signos clínicos no son específicos de la quitridiomicosis. Por 
otro lado, entre las alteraciones del comportamiento, predominan aquellas 
vinculadas a movimientos lentos y descoordinados, posturas de sedestación 
anómalas, espasmos tetánicos, pérdida del reflejo de erguido y parálisis(17) 
así como aletargamiento, adelgazamiento por falta de alimentación y dismi-
nución en el brillo de la piel (Figura 4.10.4).

Como muchas veces el diagnóstico directo resulta difícil, sino imposible de 
realizar, se describen a continuación las técnicas de diagnóstico más frecuen-
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tes utilizadas, que incluyen colecta de muestras y trabajo en laboratorio, des-
de lo menos a lo más invasivo.

1.b. Colecta de muestras

1.b.i. Toma de muestra de piel (raspado, frotis o mudas)

El examen de raspados o frotis de piel es un método rápido y sencillo para 
identificar Bd y puede realizarse con muestras frescas, congeladas o fijadas(41). 
La piel mudada se levanta o se raspa sobre el ejemplar (mediante una hoja de 
bisturí o una espátula de plástico estéril) y se extiende sobre un portaobjeto 
con 1 o 2 gotas de agua o de solución salina, se cubre con un cubreobjetos y 
se examina la preparación con un microscopio óptico(17,42).

Para obtener las mudas, otra opción es colocar individuos vivos en recipien-
tes individuales con agua y esperar 24hs. Luego de transcurrido ese período, 
se toma la piel desprendida, se la fija en formol 10% para posterior observa-
ción bajo microscopio óptico(20).

1.b.ii. Hisopado para análisis moleculares

Los individuos a ser hisopados deben ser cuidadosamente manipulados con 
guantes de manera individual. Cuando se está pasando el hisopo estéril, se 
debe aplicar cierta presión, sin lastimar al animal.

En caso de tratarse de individuos “sucios” (por ej. cubiertos de barro) se reco-
mienda, previo al hisopado, quitarles cuidadosamente la suciedad con agua 
procedente del propio lugar donde se encuentra el individuo a muestrear o 
en su defecto con agua destilada. 

- En las larvas se debe pasar un hisopo, de 5 a 8 veces, en la zona del disco 
oral. Debe insertarse el hisopo en la boca y hacerlo girar varias veces para 
obtener muestra de los aparatos bucales(17,34,42,43).

- En los juveniles y adultos se debe pasar el hisopo aproximadamente 30 
veces sobre el individuo de la siguiente manera:

10 veces sobre la superficie inguinal (5 en lateral derecho- 5 en lateral iz-
quierdo).

10 veces en patas delanteras (5 en derecha y 5 en izquierda).

10 veces en patas traseras (5 en derecha y 5 en izquierda).

Una vez hisopado el individuo (larva, juvenil o adulto), se debe secar el hiso-
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po al aire (ventilando en círculos en el aire unas 4 o 5 veces), y luego colocarlo 
en el tubo, con la cabeza hacia el fondo del tubo y teniendo la precaución de 
que el hisopo no toque la tapa del mismo. Las muestras pueden ser guarda-
das a una temperatura ambiente por hasta 72 hs (evitando las temperaturas 
extremas y la luz solar directa), aunque es óptimo mantener las muestras 
frescas y colocarlas tan pronto como sea posible en heladera a 4 °C.

El almacenamiento de las muestras en etanol al 70% no se recomienda para 
el procedimiento de PCR convencional ni de qPCR (excepto si el laboratorio 
cuenta con una centrífuga al vacío). Por este motivo es importante contactar-
se, previamente al muestreo, con el laboratorio que realizará el estudio. Para 
más información ver Pessier y Mendelson(42).

1.b.iii. Colecta de agua filtrada para análisis moleculares

Para la determinación de Bd en “baños” de agua, los individuos con sospecha 
de infección colectados en el campo se deben colocar en recipientes individua-
les estériles de polipropileno con 150 ml de agua del ambiente. El agua del 
“baño” puede analizarse directamente tras una inmersión de 15 minutos (si 
hay tiempo se puede dejar a los individuos 24 hrs en el baño) o como alternati-
va, puede filtrarse el agua del baño y guardar los filtros secos (por ejemplo, fil-
tros de 0.45 μm2 a temperatura ambiente o a 4 °C) hasta que sean analizados(17).

1.b.iv. Toma de muestra para ADN ambiental (agua y sedimento)

Para la toma de muestra de ambiente, se sugiere seguir las técnicas de Miaud 
y col.(44), Barnes y col.(37) y Spitzen-van der Sluijs y col.(45). Para ello se deben re-
colectar 250 ml de agua superficial y realizar una filtración en el lugar usando 
una bomba de vacío manual y cinco filtros de 1 μm (Membranas Nuclepore 
Track-Etch®, Whatman, Maidstone, Reino Unido), con una submuestra de 50 
ml de agua filtrada en cada uno. Para la toma de muestra de sedimento se su-
giere seguir las técnicas de Branelli y col.(46). Para ello se debe colectar una por-
ción de sedimento del fondo del cuerpo de agua (aproximadamente a 0,5 m de 
la orilla). Tanto los filtros de agua como las muestras de sedimento deben ser 
llevadas al laboratorio en hielo y conservadas a -20 °C hasta su procesamiento.

1.b.v. Toma de muestra de dedos

Esta técnica se utiliza tanto para cortes histológicos como para análisis mole-
culares. En campo se colecta al animal y se le corta una falange del dedo para 
el examen(23) y los anfibios pueden ser liberados sin necesidad de sacrificar 
al animal. Esta no es una técnica muy utilizada por cuestiones éticas e incer-
tidumbre sobre la supervivencia de los individuos liberados una vez hecha 
la escisión(42).
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En el caso de que ninguna de las opciones anteriores sea posible para tomar 
la muestra y liberar a los individuos, se debe proceder a la colecta de los 
ejemplares para su posterior análisis en laboratorio.

1.b.vi. Colecta de individuos

La colecta de individuos para análisis de Bd se debe realizar siguiendo los 
protocolos estándares de muestreo para larvas y adultos descriptos en OIE(17) 
y Pessier y Mendelson(42) teniendo los recaudos necesarios para evitar la con-
taminación cruzada por Bd.

- Si el objetivo final de la colecta es observación en lupa o realización de 
cortes histológicos, los individuos deben ser eutanizados siguiendo técnicas 
estándares (ver el apartado correspondiente en este manual) y fijados en for-
mol 10% para su posterior procesamiento.

- Si el objetivo final de la colecta es determinación de Bd por técnicas mole-
culares y los ejemplares deben ser trasladados al laboratorio para la toma de 
muestras pero luego pueden ser restituidos a su hábitat, se deben mantener 
vivos en recipientes individuales hasta que se les realice el hisopado.

En el caso de necesitar un diagnóstico individual, los individuos juveniles 
o adultos deben ser manipulados prestando especial atención para que no 
se contaminen entre ellos. Para esto cada individuo debe ser manipulado/
colectado con guantes de nitrilo, y los guantes deben ser renovados para la 
manipulación/colecta de cada nuevo ejemplar. En caso de encontrarse en un 
sitio con muchos individuos, se pueden utilizar bolsas de nylon para captu-
rarlos. Se debe utilizar la bolsa a modo de guante para realizar la captura de 
cada uno de los individuos, manteniéndolos en la misma hasta el momento 
de proceder a realizar el hisopado.

En el caso de estar realizando una evaluación a nivel poblacional o de sitio, 
y de no tener opción de mantenimiento individual, se pueden colectar los 
ejemplares en recipientes compartidos. En este caso, se evalúa sólo la presen-
cia del hongo en el ambiente, sin poder cuantificar la carga en cada ejemplar 
colectado.

2. Trabajo de laboratorio

La determinación de presencia de Bd en el laboratorio se puede realizar por 
diferentes técnicas que requieren el reconocimiento de la morfología del 
hongo según con qué instrumento se observe.
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2.a. Cómo identificar al Bd en los anfibios

2.a.i. Reconocimiento de Bd mediante observación en lupa

En las preparaciones húmedas por raspado, frotis o mudas, normalmente 
se observan esporangios (5-13 μm) intracelulares de forma entre redonda y 
ovalada formando agrupaciones (Figura 4.10.2). En la piel mudada, el esta-
dio más frecuente es el de esporangios vacíos viejos, aunque también es fre-
cuente hallar esporangios que contienen zoosporas. Los tubos de descarga 
(asociados a los zoosporangios), de los cuales salen zoosporas, suelen apun-
tar perpendicularmente a la superficie de la piel y, por tanto, son pequeños 
círculos, tal vez difíciles de diferenciar. La observación de septos internos 
dentro de los esporangios aumenta la confianza en el diagnóstico. Los nú-
cleos de las células de la epidermis son de tamaño similar al de los espo-
rangios, pero pueden diferenciarse por sus membranas irregulares y poco 
definidas, y por su aspecto plano, granular y gris(17).

2.a.ii. Reconocimiento de Bd mediante observación en microscopio en un preparado 
histológico

Existe numerosa literatura detallada que describe las características morfo-
lógicas del hongo Bd(13,16,21). Ver Figura 4.10.3 para observar distintos cortes y 
estadíos de Bd en la piel, y a continuación, se describirán brevemente algu-
nas de las características que podrían resultar más útiles:

El talo suele medir entre 7 a 20 μm en la sección histológica. Habitualmente 
se pueden identificar cuatro formas:

Etapa pequeña uninucleada

Forma multinucleada punteada con citoplasma microvacuolado.

Zoosporangio maduro que contiene múltiples y discretas zoosporas esféri-
cas basófilas (2 a 3 μm).

Talo vacío (éstos 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 eta-
pas de vida de un organismo protozoario. Las funciones prácticas más útiles 
para un diagnóstico morfológico definitivo son:

La presencia de talos vacíos que presenten evidencia de septación interna. 
Estos son los restos de “talos coloniales” característicos de Bd.

Se observan talos con tubos de descarga prominentes que le dan al talo una 
apariencia de “frasco”.
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2.b. Preparación húmeda de frotis, raspado o muda

En general, las muestras de preparación húmeda como frotis, raspado o 
muda se pueden teñir con Azul algodón de lactofenol (Parker Ink®) y 10% 
KOH(47) o Rojo Congo(48) para ayudar a visualizar las paredes de talos de Bd. 
En este tipo de montaje en fresco las muestras cutáneas pueden ser además 
esparcidas en un portaobjetos de microscopio, secadas en aire y pintadas con 
tintes hematológicos tales como Wright’s o Wright-Giemsa (Tambien Diff-
Quick). Se obtiene una monocapa uniforme de células epidérmicas querati-
nizadas. Inicialmente se utiliza el objetivo de 100 aumentos para examinar 
una zona y a continuación el de 400 para confirmar la presencia de espo-
rangios. Los esporangios intracelulares, de forma entre redonda y ovalada, 
forman agrupaciones en el interior de las células hospedadoras(17).

- En las larvas se pueden realizar observaciones en lupa de la región bucal 
para evaluar además la coloración de la capa epidérmica del disco oral (Fi-
gura 4.10.1). Se deben seleccionar larvas comprendidas entre los estadios 30 
y 41 de Gosner(49) debido a que la despigmentación causada por la quitridio-
micosis en general no es evidente hasta el estadio 30(50) y las estructuras bu-
cales de las larvas comienzan a modificarse y a perderse a partir del estadio 
41 como consecuencia de los cambios que se producen durante la metamor-
fosis(49). La observación en fresco se realiza mediante disección del disco oral, 
de trozos de las filas de “dientes” o de las capas dérmicas, sección que luego 
se dispone en un portaobjetos, se adiciona 1 o 2 gotas de agua o solución sa-
lina y se recubre con un cubreobjetos. Mediante esta técnica de visualización 
directa se pueden detectar agrupaciones de esporangios(17) que interrumpen 
el patrón de mosaico de las células epiteliales escamosas.

- En los juveniles y adultos se puede observar las mudas de piel, en las que 
se pueden ver ulceraciones y uno o más esporangios que interrumpen el pa-
trón de mosaico de las células epiteliales escamosas como se describió más 
arriba (Figura 4.10.2).

2.c. Preparación de cortes histológicos

Para el análisis de presencia de Bd mediante técnicas histológicas hay que 
tener en cuenta el estadío de desarrollo en el que se encuentra el individuo 
(larva, juvenil, adulto) y decidir en función a eso, la parte del cuerpo que se 
seleccionará para el corte y el proceso de elaboración del taco histológico y 
la tinción que se utilizará.

2.c.i. Región del cuerpo a seleccionar para los cortes histológicos
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- En larvas se deben realizar cortes histológicos de una sección de la región 
bucal (disco oral) que incluya la zona queratinizada de los dentículos y el pico 
córneo. Pueden ser cortes transversales o longitudinales (Figura 4.10.3)51.

- En juveniles y adultos se deben seleccionar parches de piel de los muslos y 
zona inguinal o dedos como muestra. Esto es debido a que el hongo no está 
distribuido uniformemente en la superficie del cuerpo, sino que se encuentra 
con más frecuencia en el estrato córneo presente en los dedos y la porción 
ventral del cuerpo (particularmente en los muslos y la zona inguinal), siendo 
menos frecuente en la zona dorsal(15,16,52). En infecciones severas, los esporan-
gios también pueden detectarse en la superficie dorsal. En infecciones leves, 
los dedos son el sitio con mayor probabilidad de infección (Figura 4.10.3).

2.c.ii. Preparación de los tacos y montaje de las muestras

Para las técnicas histológicas el tejido debe ser conservado en etanol 70% 
para ser procesado siguiendo el protocolo histológico clásico para Hema-
toxilina y Eosina (H&E). Para ello, las muestras deben ser fijadas (si es una 
falange e incluye el hueso, además debe ser descalcificada), deshidratadas en 
graduaciones crecientes de alcohol e incluidas en parafina. Posteriormente, 
se debe confeccionar el taco histológico y se debe cortar en secciones de 5 a 
7 μm con un micrótomo. Los cortes deben ser montados sobre los portaob-
jetos, rehidratados, teñidos con H&E y deshidratados nuevamente para su 
montaje definitivo usando medios de montaje sintéticos, y su posterior ob-
servación en el microscopio óptico(53).

2.c.iii. Observación en microscopio

Empleando un microscopio óptico y siguiendo el procedimiento propuesto 
por Berger y col.(18) y Pessier y col.(16) se debe buscar evidencia de Bd en el 
material histológico a través de la observación y detección de esporangios y 
esporas en sus distintos grados de desarrollo, infectando el epitelio córneo y 
granuloso de la piel del anfibio (ver descripción de Bd en punto 2.a.ii de esta 
Sección y la Figura 4.10.3).

2.d. Métodos de determinación basados en anticuerpos

La inmunihistoquimica usando anticuerpos policlonales contra Bd puede 
ser utilizada para mejorar la sensibilidad de la histología, sobre todo en las 
infecciones subclínicas(54). Sin embargo, los anticuerpos que se utilizan re-
accionan de manera cruzada con varios hongos, por lo que hay que prestar 
especial atención a estas técnicas(55) y usarlas combinadas con microscopía 
óptica y electrónica como complementos. En este sentido, además, este mé-
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todo no se encuentra ampliamente disponible y ya no es tan utilizado dada 
la alta disponibilidad de los diagnósticos PCR(42).

Como una breve referencia a la técnica para la determinación de Bd se deben 
incubar cortes con anticuerpo secundario conjugado a inmunoperoxidasa 
(IPX), lo cual dará lugar a una tinción roja-marrón de agrupaciones de Bd 
entre las células epiteliales (teñidas mediante tinción de contraste con hema-
toxilina de Lillie-Mayer5) (ver detalles en el manual de OIE17). Si no se está 
seguro de tener la parte superficial de la piel -que es donde se encuentra 
Bd- la combinación de la inmunotinción de Bd con la tinción de queratina 
tricrómica de Hollande ayuda a determinar si un resultado negativo pue-
de deberse a la pérdida de la capa de queratina(56). El método de la tinción 
combinada da lugar a un color azul/púrpura en el caso de Bd, naranja en la 
queratina y pre-queratina, y verde en el colágeno y otros tejidos conjuntivos 
sub-epidérmicos (ver detalles en manual de OIE17).

2.e. Análisis moleculares

2.e.i. Protocolo para muestras provenientes de hisopados

Para el análisis molecular, primeramente se procede a realizar la extracción 
de ADN de los hisopos que hasta el momento se encuentran refrigerados. El 
hisopado puede provenir de individuos vivos o de individuos de coleccio-
nes herpetológicas.

En hisopados provenientes de individuos vivos, la extracción de ADN pue-
de realizarse fácilmente mediante la utilización del kit comercial Qiagen® 
(DNeasy Blood & Tissue). Una vez obtenidas las muestras de ADN, se reali-
zan 6 diluciones seriadas 1/10 a partir de la muestra (control positivo) para 
la construcción de una curva que permita la evaluación de la qPCR y deter-
minación de concentración de muestras incógnitas. Es importante destacar 
que el número de puntos de las diluciones es relativo a los márgenes de 
búsqueda de carga de Bd que pueden tenerse ya estimados.

Los protocolos a seguir para el análisis de ADN mediante técnica de qPCR, 
dependen exclusivamente del laboratorio al que se envía la muestra, o del 
equipo del que se dispone para el análisis según las técnicas estándares de 
Boyle y col.(27) y Garland y col.(57). A continuación se brinda un protocolo como 
ejemplo: como primer actividad, se resuspenden y diluyen todos los reactivos 
según el protocolo de referencia. Se realizan los cálculos de reactivos para pre-
parar una mix para la cantidad de tubos a analizar, de manera de evaluar 5 
puntos de la curva standard por triplicado, controles negativos por triplicado 
y las muestras problema.
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Previo a la preparación de la mix, las mesadas y material de trabajo se lim-
pian con NaClO al 5%. Se descongelan las alícuotas de los reactivos utiliza-
dos, y se toma el recaudo de proteger la sonda de la luz mediante la utiliza-
ción de un envoltorio de papel aluminio.

Se colocan 20 μl de mix en cada pocillo de la placa, luego se añade 5 μl de la 
muestra correspondiente (punto de la curva estándar, muestra problema o 
control según corresponda),  mientras que en los pocillos negativos se coloca 
5 μl de agua libre de nucleasas. Posteriormente, se realiza un termociclado 
de 95 °C durante 20 segundos, luego 50 ciclos de 90 °C durante 1 segun-
do seguido de 60 °C durante 20 segundos en termociclador StepOnePlus® 
(Applied Biosystems).

En hisopados provenientes de individuos de colecciones herpetológicas fi-
jados en formol y conservados en alcohol, la técnica para extracción de ADN 
y amplificación puede sufrir algunas variaciones. Es una técnica que se está 
poniendo a punto. Actualmente se están utilizando dos kits de extracción di-
señados específicamente para muestras fijadas con formol: el sistema DNA 
IQ de Promega® (Madison, WI, EE. UU.: DNA IQ) y DNA FFPE de Ma-
chery-Nagel® (Bethlehem, PA, EE.UU.: MN). Estos dos kits se seleccionaron 
inicialmente para realizar pruebas basándose en comparaciones de costos, 
facilidad de uso y recursos disponibles de algunos laboratorios. La técnica 
de DNA IQ aprovecha la carga eléctrica del ADN al capturar y separar ADN 
en un soporte magnético de 2 o 12 posiciones (un soporte magnético para 
tubos). La técnica de MN utiliza columnas giratorias de membrana de sílice 
para aislar y purificar el ADN. El rendimiento de la muestra de MN está 
limitado por la capacidad y el número de microcentrífugas disponibles para 
el investigador. 

Luego, el ADN extraído se analiza mediante qPCR según las técnicas es-
tándares de Boyle y col.(27) y Garland y col.(57) con algunas optimizaciones 
menores (para mayores detalles ver Richards-Hrdlicka58 y Adams y col.59).

En este sentido, es importante destacar que según los estudios realizados 
hasta ahora, es poco frecuente que las muestras conservadas en un mismo 
recipiente se contaminen entre sí. Complementariamente, los métodos de 
extracción de ADN y determinación de presencia de Bd en ejemplares de 
colecciones herpetológicas, pueden proporcionar una dimensión temporal 
que ayudaría a generar predicciones más poderosas sobre cómo el Bd puede 
afectar a una especie o población hospedadora en las diferentes regiones del 
planeta.
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2.e.ii. Protocolo para análisis a partir de agua filtrada

Para obtener muestras de ADN de Bd en agua, los individuos colectados 
en el campo se deben colocar en recipientes individuales de polipropileno 
con 150ml de agua estéril (o proporcional, dependiendo del tamaño del ani-
mal, de manera de asegurarse de que el 90% del cuerpo del ejemplar quede 
sumergido para recoger las zoosporas liberadas)43. Luego de 24 hs, tiempo 
máximo que se ha observado que las zoosporas permanecen activas(13), se 
recogen 50 ml de agua de cada recipiente (agitando previamente el agua para 
evitar el asentamiento de las zoosporas). El agua recogida se filtra repetida-
mente utilizando una jeringa de 5 ml (Misosa®, Ansan, Corea del Sur) y un 
filtro de jeringa de 0,2 μm, con filtro de botella estériles(40) o un papel de filtro 
de 0,45 μm2 (17). Sobre la muestra de filtrado, el ADN de Bd se amplifica me-
diante la técnica de PCR anidada(40).

2.e.iii. Protocolo para análisis a partir de agua y sedimento para ADN ambiental

Los filtros se procesan y analizan con los métodos utilizados para hisopos 
(ver detalles en la presente Sección, punto 2.c.i). Las muestras de sedimento 
deben ser secadas (preferentemente mediante liofilización por 48 hs). Luego, 
la materia orgánica seca debe ser homogeneizada y separada en alícuotas de 
0,25 gr y esas muestras conservadas en frío a -20 °C hasta la extracción del 
ADN.

Una particularidad de estas extracciones es que las muestras de ADN am-
biental no se diluyen previo al análisis de qPCR. Y para los resultados, las 
cantidades se expresan en totales (copias de ADN cada 100 ml agua o cada 
0,25 g de sedimento, por ejemplo). Los resultados son luego transformados a 
Log10 para poder comparar las diferentes muestras(38).

2.e.iv. Protocolo para análisis a partir de dedos

Para la extracción de ADN de Bd a partir de muestras de dedos, se utiliza el 
dedo entero (en caso de individuos pequeños) o el dedo fraccionado (en caso 
de dedos grandes). Si es necesario fraccionar, mediante el uso de un bisturí 
estéril se sacan tiras de piel del dedo, colocando 1 mg de piel en el tubo y se 
añade a razón de un 10% (p/v) del volumen de PrepMan Ultra como máxi-
mo, para evitar una sobrecarga del sistema de homogeneización; se aumenta 
el volumen de PrepMan Ultra si es necesario. Se coloca la muestra directa-
mente en el tubo con perlas de zirconio y PrepMan Ultra como se ha descrito 
para los hisopos(17) para homogeneizar la muestra, y se procede luego con el 
mismo protocolo que para los hisopos.
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Recomendaciones y Sugerencias
Para todos los estudios vinculados a detección de un agente etiológico cau-
sante de una enfermedad, las recomendaciones más importantes tienen que 
ver con la limpieza de los materiales y espacios de trabajo, relacionado al 
hecho de evitar contaminación de las muestras. Además, en la búsqueda de 
este agente en muestreos a campo, las recomendaciones están orientadas ha-
cia la manipulación adecuada de los individuos, la toma de muestra de ma-
nera correcta y los protocolos más adecuados para que la misma llegue a su 
lugar de conservación sin estropearse. A continuación se puntean una serie 
de recomendaciones orientadas a colaborar con la tarea de los investigadores 
que pretenden estudiar Bd en anfibios.

Limpiar los materiales de colecta y de manipulación de los individuos entre 
cada ejemplar (ver Caja de Texto 4.10.1 para soluciones desinfectantes).

Si se utiliza una red para la captura, se debe tener el recaudo que el quitridio 
puede adherirse a la red, por lo tanto desinfecte la red entre cada colecta.

Existen preocupaciones acerca de la toxicidad potencial de los guantes de 
látex para los renacuajos debido a que ciertas sustancias que poseen actúan 

Caja 4.10.1 - Protocolos de desinfección de materiales de campo y 
laboratorio(17,34,61)

Propósito Desinfectante Concentración Tiempo

Desinfección equipo tipo qui-
rúrgico (pinzas, tijeras, etc.) e 
instrumental de 
laboratorio (básculas, calibra-
dores)

Cloruro de Benzalconio 2 mg ml-1 1 min.

Etanol 70% 1 min.

Desinfección equipo de 
colecta y recipientes de 
colecta

Hipoclorito de sodio (La-
vandina doméstica)

4% 15 min.

Secar completamente > 3 hs.

Calor 60 °C 30 min.

Calor 37 °C 8 hs.

Permanganato de potasio 1% 10 min.

Esterilización con RUV 1 min.

Desinfección de botas/wader Hipoclorito de sodio (La-
vandina doméstica)

4% 15 min.

Secar completamente > 3 hs.

Desinfección de prendas o 
telas usadas en el campo

Agua caliente > 60 °C 30 min.
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como alergenos. Es recomendable utilizar guantes de nitrilo para la manipu-
lación. Mayor detalle de las pautas para minimizar estos riesgos se encuen-
tran disponibles en el trabajo de Greer y col.(60).

No mantener al sol las muestras para análisis moleculares, conservarlas a 
la sombra y en lo posible en un lugar fresco hasta su traslado al laboratorio.

Los hisopos pueden mantenerse secos a temperatura ambiente (de hasta 23 °C) 
hasta su refrigeración. 

Cuando se trasladen las muestras en vehículo corroborar que no queden en 
un lugar que se caliente demasiado.

En el caso de muestrear en condiciones demasiado húmedas, se puede co-
locar el hisopo en etanol al 95% (para evitar proliferación de otros hongos), 
pero de ser este el caso se recomienda previamente contactarse con el labo-
ratorio que analizará las muestras de ADN ya que en caso de enviarlas de 
ésta manera se debe contar con un speed vacuum para su procesamiento. En 
caso de no contar con el mismo, no se recomienda el envío en etanol ya que 
se podría perder parte de Bd en caso de estar presente en el hisopado.

La agrupación o prueba por lotes de hisopos cutáneos de múltiples animales 
puede realizarse, y se recomienda juntar un máximo de cinco muestras (aun-
que las débilmente positivas pueden obviarse). Sólo se recomienda juntar 
los hisopos en los estudios de población cuyo objetivo sea obtener datos de 
presencia/ausencia en la población o sitio de muestreo(43).

Caja 4.10.2 - Pertinencia de los métodos descriptos en esta sección 
para la vigilancia, la detección y el diagnóstico de Bd
La clasificación está basada en el éxito de los protocolos en las investigaciones a lo largo del tiempo y 
en diversas regiones del mundo en relación a sensibilidad, especificidad, disponibilidad y costo (para 
mayores detalles véase el Manual Acuático de OIE17). AR: Altamente Recomendado; R: Recomendado; 
RS: Recomendado en algunas situaciones; NR: No recomendado.

Técnica Vigilancia Dirigida Diagnóstico 
Confirmatorio

Larva Juvenil Adulto

Diagnóstico directo RS RS RS NR

Preparación húmeda (frotis, raspado o muda) R R R R

Técnicas histológicas R R R RS

Métodos de determinación basados en 
anticuerpos

RS RS RS R

Análisis moleculares AR AR AR AR
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Los métodos preferidos para el almacenamiento de muestras dependerán 
del tipo de prueba que se realizará. Por ejemplo, el método qPCR Taqman® 
funciona mejor con muestras de hisopos secados al aire, pero algunos labo-
ratorios que realizan métodos PCR convencionales prefieren hisopos conser-
vados en etanol. Lo mismo sucede con los hisopos, en relación a las opciones 
de punta (algodón, polietileno, polipropileno) o mango (plástico, madera). 
Siempre se debe consultar previamente al laboratorio que realizará los aná-
lisis como almacenar muestras después de la recolección.
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Técnicas para el registro de anfibios en ambientes 
contaminados

El monitoreo de anfibios tiene como objetivo evaluar la presencia, riqueza, 
abundancia y distribución de poblaciones, ensambles, comunidades y gre-
mios de especies de anfibios y estimar la dinámica de variabilidad de las 
mismas en un período temporo-espacial determinado(1). Para eso, el inves-
tigador a cargo del monitoreo puede valerse de diversos métodos y herra-
mientas como los registros visuales directos, fotográficos, filmaciones, gra-
baciones, entre otros(2,3).

A continuación, se resumen una serie de consideraciones a tener en cuenta 
en los diversos métodos para el muestreo de anuros de áreas contaminadas 
(en especial sectores agroindustriales).  

4.11.1a. Previo a la salida de muestreo a campo

• Elaborar un diseño experimental/de muestreo detallado y que se adecúe 
a los objetivos del trabajo. 

• Seleccionar los sitios de muestreo en base a las hipótesis y objetivos de su 
investigación. Definir cuáles serán los sitios “control/es”, con los que se 
contrastarán los resultados obtenidos en los sitios de interés. 

• Considerar el relieve y la escorrentía (porque puede ser un sitio que, si 
bien no tenga aplicación directa de compuestos químicos tóxicos, esté 
aguas abajo de un sector agrícola, ganadero, etc.)
Para la selección de los sitios a muestrear, se pueden utilizar fotografías 
aéreas e imágenes satelitales actualizadas.

• Georeferenciar los sitios de muestreo mediante el uso de sistemas de po-
sicionamiento por satélite (GPS).
En caso de que la investigación requiera realizar muestreos en varios 
sitios, se debe lograr simultaneidad en los mismos, para lo que es nece-
saria una adecuada planificación y organización (operativas, logísticas, y 
presupuestarias). 

• Adecuar el muestreo no sólo a la estacionalidad reproductiva, sino tam-
bién a la fenología de las especies más abundantes, y cronograma de 
aplicación de agroquímicos y otros contaminantes en los distintos sitios 
a evaluar. 
Determinar el periodo temporal de muestreo, acorde a sus objetivos (pe-
ríodo reproductivo de las especies, temporada de aplicación de plagui-
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cidas, fenología de los cultivos, vertidos de efluentes industriales, etc.)   

• Recolectar muestras en forma simultánea en los sitios alterados o conta-
minados y en el/los sitios control/es o de referencia. 

• Seleccionar el método de muestreo más adecuado acorde a las herramien-
tas disponibles y a los ejemplares que desea recolectar (adultos o larvas). 

• Confeccionar una lista detallada del material y herramientas necesarios 
para la salida a campo: planilla de campo, mapas, GPS, brújulas, linter-
nas, cámaras fotográficas y filmadoras, grabadores, recipientes y bolsas 
adecuados para tomas de muestras ambientales (suelo, agua, vegetación, 
etc.) y todo el instrumental considerado necesario para el completo re-
gistro de datos.  
Verificar la disponibilidad de los mismos previo a la salida al campo, 
podrá evitar registros incompletos (Tabla 4.11.1).

  

4.10.1b. Durante la salida de muestreo a campo

Si bien existen numerosas técnicas para el muestreo y registro de anfibios, 
que ya han sido explicadas en la Sección 3 Técnicas de relevamiento de la 
diversidad de anuros del presente manual, en Argentina, se destacan a con-
tinuación algunas que toman relevancia en ambientes contaminados tanto 
para adultos como para renacuajos.

Adultos 

Muestreo con trampas de caída(4) (véase5-8). Esta técnica en los últimos 15 años 
ha sido modificada reemplazando el formaldehído para una fijación in situ 
por trampas húmedas con esponjas y agua natural. En la Figura 4.11.1A se 
ejemplifica una trampa de caída viva instalada en un cultivo de soja, y un 
ejemplo de la disposición de las mismas (Figura 4.11.1B).  

Los relevamientos de Encuentros visuales y de Transectas Auditivas (véase 
Sección 2 Diseño de muestreo) son comunes de utilizar en ambientes conta-
minados para la búsqueda activa de anuros. En ese caso la colecta se realiza 
de forma manual, y de acuerdo al modo de vida de la especie radica el grado 
de dificultad en la colecta.  

Puestas de huevos y larvas

Relevamientos de sitios de reproducción(9) es una metodología aplicable para el 
relevamiento de renacuajos y puestas de huevos de anuros (véase Sección 
3 Técnicas de relevamiento de la diversidad de anuros). Para la búsqueda 
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de puestas de huevos, se tiene en cuenta el modo reproductivo y aquellas 
características ecológicas de la especie que el investigador conoce que nos 
facilitará la búsqueda. También se debe tener en cuenta el momento en que 
se realizará las prospecciones (épocas calurosas, días posteriores a grandes 
lluvias), lagunas inmersas en campos cultivados y arrozales (contaminación 
por plaguicidas y nutrientes), vera de la ruta (contaminación por hidrocarbu-
ros), lagunas con deriva de efluentes industriales o productos farmacéuticos, 
entre otros. 

Limnocorrales(10) (Figura 4.11.2). Constituyen un tipo de mesocosmos, que se 
construyen e instalan en cuerpos de aguas que contenga la profundidad ade-
cuada. Estos se utilizan para monitorear renacuajos que fueron expuestos in 
situ en ambientes contaminados luego de un tiempo de exposición determi-
nado por el investigador (véase11-13). De acuerdo al tipo ecomorfológico de 
los renacuajos seleccionados como bioindicadores en el estudio, se utilizarán 
limnocorrales enterrados en el sedimento (especies bentónicas, Figura 4.11.2 
A-B), o flotantes para especies nectónicas, Figura 4.11.2C-D).  

A continuación se mencionan los principales parámetros que deben conside-
rarse  durante los muestreos: 

• Recolectar muestras de agua, sedimento y registrar parámetros ambien-
tales para una mejor posterior caracterización del ambiente (ejemplifi-
cados en la Tabla 4.11.1) y evaluar parámetros fisicoquímicos del agua 
(conductividad, turbidez, amonio, nitritos, nitratos, otros). Las muestras 
se recolectan en material de vidrio oscuro, y se colocan en una conserva-
dora refrigerada hasta el traslado al laboratorio para su posterior análi-
sis. Para facilitar la medición de estos parámetros, se recomienda la uti-
lización de kits comerciales y medidores de campo por su sencillez en 
la manipulación, fiabilidad y adaptabilidad a las condiciones de campo. 

Figura 4.11.1. Trampas de caída viva 
instalada en un cultivo de soja, con 
una esponja húmeda en el fondo de 
la trampa (A); esquema de disposi-
ción de las mismas en el ambiente 
(B). Foto: M. A. Attademo.



4.11 Relevamientos en ambientes contaminados 330

• Se deberá analizar los residuos, analitos activos y/o metabolitos de los 
contaminantes tanto en el sedimento como en el agua. Se podrá recurrir 
a Servicios a Terceros de HPLC (Cromatografía Líquida y Gaseosa) dedi-
cados a la temática. Sin estos datos es imposible llegar a una conclusión 
o conocer el efecto concentración-respuesta biológica.

• Las muestras ambientales tomadas deben conservarse en freezer a  -20 °C y 
rotularse adecuadamente, según el objetivo y derivación a servicios especia-
lizados de medición.

• Realizar registros fotográficos y auditivos de las condiciones del sitio de 
muestreo siempre que sea posible, así como también todas aquellas ob-
servaciones que considere pertinentes durante el muestreo. 

Los requerimientos y recomendaciones para la toma de muestras biológicas 
dependerá del tipo de estudio al que estén destinadas, pero en general se 
deben considerar los factores que influyen en la preservación de las mismas: 
refrigeración o adecuada fijación, condiciones de asepsia, influencia de anes-
tesia.  En la Tabla 4.11.2 se mencionan algunos de los tipos de muestras que 
pueden colectarse en el campo y las principales consideraciones a tener en 
cuenta para cada una de ellas.

Figura 4.11.2. Tipos de limnocorra-
les de acuerdo al tipo eco-mofológi-
co  de los renacuajos utilizados para 
el monitoreo en ambientes agrìcolas. 
Imagen (A) y esquema (B) de un 
limnocorral enterrado en el sustrato 
dentro de un cultivo de arroz; Ima-
gen (C) y esquema (D) de un limno-
corral flotante   instalado en un culti-
vo de soja. Fotos: M. A. Attademo y 
esquemas tomados de Attademo et 
al.(13)



4.11 Relevamientos en ambientes contaminados 331

Provincia/Localidad Fecha

Coordenadas Altitud

Hora de inicio                                                       Hora final Forma de recorrido

T° ambiente
T° agua
Humedad

Profundidad agua

pH:

Observador/es

Actividad:
diurna/nocturna/crepuscular

Tipo de ambiente Amenaza/contaminación
/degradación

Turbiedad (disco de Sechi) Descripción del 
ambiente: 
%arbóreo ( ) 
%arbustivo ( ) 
% herbáceo ( )

Ecorregión

Ejemplares

N° Género/
especie

Estado/
estadío (A, 

J, R, M)

Tipo de muestreo Captura/
fotografía 

N°

Observación 
general

1

2

Tabla 4.11.1. Ejemplo de planilla 
para el registro de datos a campo 
en lugares degradados y contami-
nados.

Biomarcadores en estudios ecotoxicológicos con 
anfibios

Los biomarcadores pueden definirse como las diversas respuestas biológicas 
o cambios mensurables a nivel bioquímico, fisiológico, morfológico o histo-
lógico de los sistemas biológicos en respuesta a xenobióticos o a un estresor 
ambiental(14).  De esta manera, se busca relacionar el estado de salud de un 
individuo expuesto a un tóxico con la intensidad de los cambios registrados 
en el biomarcador, considerando el desmejoramiento en su condición fisioló-
gica en función de la concentración del contaminante. Las respuestas de los 
organismos que se obtienen a través del análisis de biomarcadores también 
pueden interpretarse como señales de alerta confiables del grado de deterio-
ro de un ambiente determinado(15).  En general, se busca que un parámetro 
presente la suficiente sensibilidad, especificidad y precocidad en su respues-
ta para su empleo como biomarcador(16). Pero como no siempre son específi-
cos(14), la utilización de distintos tipos de marcadores permite un análisis más 
exhaustivo, preciso e integrado sobre la acción de los contaminantes. 

Existe una gran diversidad de tipos de biomarcadores y criterios para clasi-
ficarlos.
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Tipo de Muestra Obtención Consideraciones

Sanguínea Se puede obtener del plexo 
venoso lingual, vena abdo-
minal ventral o caudal, o por 
punción cardíaca en indivi-
duos de 2 a 10 g. 

Para renacuajos, la obtención 
de sangre requiere el sacrifi-
cio de los mismos. La mues-
tra se obtiene desde la región 
branquial o cardíaca.

• El volumen de extracción 
dependerá del tamaño 
del espécimen. Téngase 
en cuenta que el total de 
sangre equivale aproxi-
madamente al 10% de la 
masa corporal del orga-
nismo, y el máximo ex-
traíble es de hasta el 50% 
del volumen total. 

• Utilizar jeringas heparini-
zadas. 

• Inmediatamente posterior 
a la extracción y homoge-
neizado, realizar frotis y 
colocar la muestra en capi-
lar sanguíneo (refrigerar).

• Para el estudio de paráme-
tros bioquímicos, decantar 
la muestra hasta la forma-
ción del coágulo y centri-
fugar para obtener suero. 
Mantener en refrigeración

Orina A partir de masajes en la re-
gión cloacal.

• Recipiente colector limpio. 

• Análisis dentro de las 24 
hs. En caso de no ser po-
sible, congelar la mitad 
de la muestra y al resto 
adicionarle una gota de 
formalina al 10%.

Biopsia Previa anestesia, obtener 
muestra de parte sana y afec-
tada del tejido (en caso de 
que sea posible), y suturar la 
herida.

• Utilizar el fijador más 
conveniente acorde al te-
jido. Considerar propor-
ciones muestra-fijador 
y tiempo de fijación. En 
general, se emplea forma-
lina al 10% (a razón de 10 
ml por 1 cm de muestra), 
durante 24 hs.

Necropsia Se obtienen muestras hasta 
12 hs posteriores a la muerte 
del espécimen (conveniente-
mente, refrigerado).

• Fijación inmediata de te-
jidos y órganos no afecta-
dos por la necrosis.

Tabla 4.11.2. Principales tipos de 
muestras de material biológico que 
pueden obtenerse para estudios eco-
toxicológicos, con breve mención su 
obtención y aspectos a tener en cuen-
ta durante la colecta como a poste-
rior. Fuente: Lajmanovich, R.C. & 
Chávez Soriano, L.A. (Presentación: 
Técnicas diagnósticas para anfibios).
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Bacteriológica o micológica Se hisopa la región de inte-
rés o se extrae líquido o por-
ción de tejido en condiciones 
lo más estériles posibles. De-
pendiendo del análisis o las 
especies microbiológicas de 
interés, se requieren medios 
comerciales específicos.

• No utilizar fijadores.

• Transportar en bolsas 
de polietileno o frascos 
estériles.

• Transportar con refrige-
ración.

Según si es requerido o no el sacrificio del organismo para la determinación, 
se distinguen los biomarcadores destructivos y no destructivos, respectivamente.

Según el nivel de organización biológica al que corresponde el parámetro de 
estudio, se definen biomarcadores moleculares, citogenéticos, bioquímicos, fisio-
lógicos, histológicos, morfológicos, etológicos, entre otros(17-19). Al considerar que 
las respuestas biológicas tienen lugar a raíz de la interacción del agente es-
tresor con biomoléculas en un dado sitio o célula blanco del organismo(17,20), 
la evaluación de los efectos tóxicos desde la escala molecular hasta niveles 
de organización superiores que representen la totalidad del organismo, per-
mite una mejor comprensión e inferencia sobre la toxicidad del agente y su 
mecanismo de acción(10,21,22,23) (Figura 4.11.3), incluyendo variaciones ontoge-
néticas para el caso de larvas.  

Según el tipo de información que brindan, pueden diferenciarse: 

Biomarcadores de exposición: pueden tratarse de compuestos exógenos (o me-
tabolitos) dentro del organismo que refleja la exposición de éste a un xeno-
biótico. El análisis se realiza en fluidos corporales (sangre y orina, fundamen-
talmente). En el caso de tóxicos acumulativos, la dosis interna puede también 
reflejar la cifra de agente tóxico almacenado en uno o varios compartimentos 
corporales. Bernard y Lauwerys(24) dividen los biomarcadores de exposición 
en dos subgrupos: selectivos y no selectivos, basándose en la especificidad 
de las pruebas de detección. Los biomarcadores selectivos se basan en la me-
dida directa del tóxico o sus metabolitos en fluidos biológicos (ej.: plomo en 
sangre) y los no selectivos constituyen un grupo de indicadores inespecíficos 
de exposición (ej. tioésteres en orina como indicadores de exposición a sus-
tancias electrófilas y, por tanto, reflejo de la absorción de sustancias muta-
génicas y cancerígenas; metalotioneínas en hígado, páncreas y riñon como 
biomarcadores de exposición a metales; véase Figura 4.11.4).

Biomarcadores de respuesta (o efecto tóxico): son indicativos de cambios bioquí-
micos en un organismo que producen un daño de salud o potencial como 



4.11 Relevamientos en ambientes contaminados 334

resultado de la exposición a xenobióticos. Incluyen modificaciones en la 
composición celular sanguínea, alteraciones en actividades enzimáticas (ace-
tilcolinesterasa), aparición de aductos del ADN (Figura 4.11.4), incrementos 
localizados de ARNm, aumento de determinadas proteínas, e incluso apari-
ción de anticuerpos específicos (autoanticuerpos) contra un xenobiótico. 

Biomarcadores de susceptibilidad: refieren a la sensibilidad organismo-específi-
ca y la capacidad individual de responder al agente.

La mayoría de los estudios ecotoxicológicos se realizan únicamente en la 
etapa larval de los anfibios, por los siguientes motivos: (1) su desarrollo en 
ambientes acuáticos, y el hecho de que los contaminantes ingresan a los 
sistemas por el agua, (2) la disponibilidad de un mayor número de indivi-
duos en comparación a las  etapas adultas (requerido para la estimación de 
la significancia estadística de los efectos que se analizan)(25), y (3) la mayor 
facilidad con la que estos organismos pueden mantenerse en condiciones 
experimentales. A los efectos de medir las respuestas de parámetros bioló-
gicos específicos frente a una única variable (contaminante), las condiciones 
controladas y restrictivas de los ensayos permiten además atribuir inequívo-
camente las variaciones en las respuestas de los organismos al factor que se 
modifica entre los tratamientos.  

Figura 4.11.3. Paradigma de las 
mediciones en ecotoxicología y su 
relevancia ecológica Modificado de 
Chapman(23)
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Por lo tanto, se sabe mucho menos sobre los impactos de los contaminantes 
en los anfibios adultos y en condiciones naturales(26), donde el contaminante 
en estudio se integra a una innumerable cantidad de factores que integran el 
ecosistema con los que posiblemente pueda interactuar. Si bien los impactos 
conocidos en la etapa larval son fundamentales para alertar sobre los efectos 
y alentar a una mayor regulación al respecto(25), no debe descuidarse la com-
plejidad de los ambientes naturales que los organismos habitan, y magnitud 
en la que los efectos puedan agravarse al considerar la combinación de con-
taminantes a los que están sometidos. 

Como para la mayoría de los biomarcadores no existen valores basales para 
la fauna silvestre, para su valoración es necesario la evaluación de controles 
(ejemplares de las mismas especies que no estén sometidos a los compuestos 
cuyos efectos se desea conocer). Para la estimación del riesgo ecotoxicológi-
co, también resulta útil la comparación con estudios previos que reportan 
las respuestas de otras especies al contaminante en cuestión, o de efectos de 
contaminantes similares en taxón en estudio.  

En la Tabla 4.11.3 se sintetizan los principales biomarcadores empleados en 
estudios ecotoxicológicos de Argentina, con breve mención de una varie-
dad de compuestos que se han registrado en distintos cuerpos de agua, sus 
efectos sobre larvas y anuros adultos como la metodología empleada para 
determinarlos y sus respectivos autores. 

Figura 4.11.4. Ejemplos de biomar-
cadores de exposición y efecto. Ni-
veles de metalotioneínas adaptados 
de Falfushynska et al.(27); cometa: 
Curi et al.(28); eritrocitos (GR): C.L. 
Colussi.
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Tabla 4.11.3. Resumen de los prin-
cipales biomarcadores utilizados 
en estudios ecotoxicológicos en 
Argentina. Para cada parámetro, 
se detalla:  las metodologías y/o 
herramientas empleadas para su 
análisis (OD: observación directa; 
OL: observación bajo lupa estereos-
cópica; AD: análisis digital; MMG: 
Tinción May-Grünwald-Giemsa; 
HE: Tinción Hematoxilina-Eosina; 
AT: Tinción con Azul de Toluidina; 
EFM: espectrofotometría; HPLC: 
Cromatografía líquida de alta efi-
cacia); los compuestos específicos o 
muestras ambientales para los que 
fueron estudiados (* refiere a aque-
llos estudios a campo, en los cuales 
la composición de las mezclas que 
contienen los contaminantes no se 
conoce en su completitud/exactitud 
debido a la propia naturaleza de la 
muestra); la etapa de la vida del or-
ganismo en la que se estudió (E.V.), 
definida según el criterio de los au-
tores en cada trabajo (A: adulto; J: 
juvenil; M: metamórfico; L: larva; E: 
embrión, y la referencia bibliográfica 
correspondiente.
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Consideraciones finales 

Para concluir, resulta importante mencionar que, si bien existe una clasifi-
cación relativamente consensuada acerca de los tipos de biomarcadores que 
pueden aplicarse al estudio ecotoxicológico de anfibios, las respuestas de los 
organismos no deben ser interpretadas como efectos de una única índole. 
Como se ha mencionado a lo largo de la sección, las respuestas biológicas pu-
eden explicarse a diferente escala biológica, y esta visión “holística” resulta 
fundamental para comprender de la mejor manera posible los mecanismos a 
través de los cuales los contaminantes afectan a los sistemas biológicos. 
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A pesar de que el interés por la biodiversidad ha tomado mayor dimensión 
en las últimas décadas, su conservación no resulta todavía una prioridad en 
la agenda social y política. En este sentido, existen claras evidencias sobre el 
deterioro de los ambientes naturales y pérdida de especies, impactos nega-
tivos que han aumentado severamente en el último medio siglo. Diferentes 
trabajos advierten sobre el comienzo de una masiva extinción de especies 
producida por causas antropogénicas, la denominada sexta extinción(1-7), que 
en conjunto con el calentamiento global, el mal uso y distribución de los re-
cursos naturales, constituyen los mayores retos ambientales a los que ha de 
enfrentarse la humanidad durante los próximos años(8-10).

Si bien la necesidad de conservar los recursos, sobre todo aquellos que re-
dundan en un beneficio económico, se ha planteado reiteradamente a lo lar-
go de la historia, recién en la década del '80 se consolida como una ciencia 
multidisciplinaria que hoy se denomina Biología de la Conservación(11-13). 
También conocida como “ciencia de la crisis”, es una disciplina que trasciende 
el campo académico y plantea la necesidad de brindar soluciones a proble-
mas concretos de conservación, como, por ejemplo: cómo y dónde conservar 
y manejar las áreas protegidas, cómo detener la pérdida de la biodiversidad 
y de hábitats, cómo recuperar especies y poblaciones en riesgo de extinción. 
Frente a estos interrogantes, se presentó la necesidad de debatir cómo esta-
blecer prioridades, cuestionar la eficiencia de los espacios ya protegidos y 
elaborar nuevas herramientas para mejorar los diagnósticos frente a la toma 
de decisiones.

Debido a la complejidad y tiempo necesario para conocer las interacciones 
entre especies, el funcionamiento de los ecosistemas y su historia evolutiva, 
la Planeación Sistemática surgió como una de las ramas de la Biología de 
la Conservación  para brindar un protocolo claro que permite, mediante la 
identificación de sitios o áreas prioritarias, proponer redes de áreas protegi-
das que aseguren a largo plazo el mantenimiento de la biodiversidad y de los 
procesos que la sustentan(14,15), buscando de esta manera hacer más eficientes 
los escasos recursos destinados a conservación. Si bien este proceso en sí, no 
garantiza conservar la biodiversidad, constituye el marco fundamental sobre 
el cual se deben constituir las acciones de conservación(15).

Conceptualmente, las áreas prioritarias para la conservación son represen-
taciones espaciales del territorio, que incluyen particularidades ambientales, 
biológicas, físicas, sociales, económicas, culturales y políticas determinadas, 
y necesarias para lograr los objetivos y metas planteadas. Algo muy impor-
tante a tener en cuenta en este ejercicio de planificación es que las áreas iden-
tificadas deben presentar necesariamente un riesgo inminente o ser vulne-
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rables a un proceso natural, antrópico o ambos, que pongan en riesgo su 
permanencia. De esta manera se puede distinguir entre otros términos re-
lacionados (pero no homólogos) como áreas claves, aptas, potenciales, rele-
vantes o importantes para la conservación.

En este esquema estructurado en distintos pasos (ver más adelante) que se 
presenta desde una planeación sistemática, se establecen objetivos explícitos 
con el fin de resolver un problema de optimización de manera cuantitativa. 
Para esto, los conceptos de complementariedad, irremplazabilidad y vulne-
rabilidad, son claves. Con esto se pretende buscar la máxima representati-
vidad de los elementos de interés y cumplir con las metas de conservación 
mediante diferentes soluciones al menor costo posible (eficiencia). 

Complementariedad: Representa el concepto clave sobre el que se basa la 
planeación sistemática para la conservación. Este método de optimización 
consiste en la elección de áreas prioritarias que conjuntamente posean la ma-
yor diversidad biológica o elementos elegidos como sustitutos posibles. Se 
basa en fórmulas matemáticas que minimizan o maximizan ciertas condicio-
nes, maximizando en este caso la representatividad de los atributos elegidos 
como sustitutos (número de especies focales, especies raras, amenazadas, 
endémicas, poblaciones, porcentaje de distribución, comunidades, procesos 
ecológicos, ambientes) y minimizando la superficie acumulada. El procedi-
miento se inicia con el área (celda) que contiene a la mayoría de los sustitutos 
elegidos o elementos únicos, luego se los elimina de la matriz y de forma 
secuencial, con estos datos reducidos, se vuelve a elegir el área más rica y se 
repite el procedimiento de eliminar los sustitutos o elementos ya representa-
dos y eligiendo el área más rica, hasta llegar a representar a todos los susti-
tutos o elementos con varias soluciones igualmente eficientes y económicas 
en términos de la superficie necesaria.

Irremplazabilidad o unicidad: mide el valor de conservación de un sitio y el 
grado en que este puede o no ser reemplazado por otro, o por combinaciones 
de otros sitios, teniendo en cuenta la cobertura que ofrece de los sustitutos 
elegidos en relación con los objetivos y metas de conservación definidos.

Vulnerabilidad: probabilidad o inminencia de destrucción o pérdida del 
ambiente que presenta un área seleccionada. 

Existen distintos programas computacionales para la selección complemen-
taria de áreas prioritarias para la conservación que incorporan diferentes al-
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goritmos como WorldMap, C-Plan, CPLEX, Marxan, ResNet, greedy algori-
thm, Target, LQGraph, MultCSync, ConsNet, FOCALIZE y ZONATION(16-24). 
Sin embargo, el único que identifica soluciones óptimas de áreas prioritarias 
es el algoritmo CPLEX (ver25).

Los algoritmos utilizados en el proceso de priorización de áreas para la con-
servación se pueden dividir en tres grupos: 

- Algoritmos óptimos o exactos: ofrecen la solución más eficiente (económi-
ca) para minimizar el área y maximizar la representación de los sustitutos de 
biodiversidad (CPLEX).

- Algoritmos heurísticos: la selección final no necesariamente es la óptima, 
pudiéndose obtener un conjunto subóptimo de áreas. Utilizan parámetros o 
reglas determinados por el usuario que pueden determinarse, inclusive, de 
manera jerárquica como la complementariedad, rareza, amenazas, endemis-
mos (ej. ResNet, greedy algorithm). 

- Algoritmos metaheurísticos: Se aplican a problemas que no tienen un algo-
ritmo específico que resulten en una solución eficiente. Al no ser tan rígidos, 
utilizan reiteradamente algoritmos heurísticos para mejorar la selección y 
aproximarse a una óptima (ej. Marxan o ConsNet). Entre los metaheurísticos 
más eficientes se encuentran el reconocido o templado simulado, la búsque-
da tabú, y los algoritmos genéticos(15,22,26).

En términos de la eficiencia de representatividad, los algoritmos de optimi-
zación son preferibles a los heurísticos(16-18,25).

Procedimientos para la selección de áreas priorita-
rias para la conservación

En primera instancia se debe comprender que un proceso de priorización se 
realiza con la finalidad de responder a un problema de optimización, en el 
que las áreas finalmente seleccionadas deben ser eficientes, viables y apli-
cables para su permanencia y manejo en términos económicos, políticos y 
sociales. Este planteo es necesario debatirlo e integrarlo, sobre todo aquellos 
que realmente se interesen por trabajar en biología de la conservación. Si 
bien  es necesario poner la evidencia científica a disposición de las políticas 
públicas y los tomadores de decisión, si esta premisa no se incorpora, el ca-
mino entre la investigación y su real implementación quedará truncado.  

La bibliografía donde se discuten los procedimientos necesarios para identi-
ficar áreas prioritarias para la conservación es abundante(14,15,17,27-41). 
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De forma simplificada, se pueden encontrar dos grupos metodológicos, los 
cualitativos (experiencia de los expertos) y los cuantitativos (aproximaciones 
estadísticas) que no son excluyentes. Por el contrario, la planificación siste-
mática se desarrolla mejor cuando los especialistas locales participan activa-
mente en la planeación(14).

Métodos cualitativos: Prevalece la opinión de los expertos. Históricamente, 
este método se ha utilizado para la selección de áreas naturales protegidas 
(ANP). Sin embargo, como el campo de la planeación estuvo mayormente 
dominado por técnicos y gestores, se han registrado diferentes deficiencias 
y problemas relacionados con los sistemas de ANP. Uno de los principales 
está relacionado con la falta de representatividad de la biodiversidad en ge-
neral y de las diferentes ecorregiones, debido a que las ANP han sido selec-
cionadas sobre la base de criterios diversos, no necesariamente basados en 
maximizar la representatividad de especies y ecosistemas, y/o la persisten-
cia de sus poblaciones. Algunos criterios frecuentemente utilizados para de-
terminar áreas para conservación, han sido: el atractivo paisajístico; los usos 
recreativos; la compensación por daños ambientales; la disponibilidad de 
tierras fiscales; zonas económicamente poco rentables; condiciones desfavo-
rables para el asentamiento humano; áreas con escasa intervención humana; 
la presencia de especies amenazadas; la riqueza de vertebrados; la presencia 
de comunidades vegetales casi desaparecidas o con gran presión de uso y la 
representatividad de las subunidades biogeográficas(6,14,33,42-45). Como varios 
de estos criterios son oportunísticos, no necesariamente los sistemas de ANP 
protegen de manera representativa toda la diversidad regional, y en algu-
nos casos se ha reportado que los espacios conservados existentes no poseen 
mayor representatividad en su biodiversidad que la obtenida mediante una 
selección al azar de una superficie similar a la protegida por dicho sistema(46). 
Otro cuestionamiento que surge es la subjetividad de los expertos para la 
definición de las áreas, aumentando la incertidumbre y el margen de error 
al no ser criterios repetibles y consistentes. Por otro lado, las ventajas están 
dadas por ser un método simple, rápido, muy flexible y relativamente sen-
cillos de aplicar. 

Métodos cuantitativos: Consisten en diferentes aproximaciones estadísticas, 
algoritmos y parámetros técnicos-científicos que ayudan a mejorar sustan-
cialmente a cumplir con los principios de representatividad (muestra sig-
nificativa de la variabilidad biológica), persistencia (supervivencia a largo 
plazo de las especies, mantener poblaciones viables y procesos naturales) y 
economía (ver la definición de eficiencia antes mencionada). Con este méto-
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do se logra reducir la incertidumbre, presentando la propiedad de ser trans-
parentes (comprensión del proceso de selección), universales, estandariza-
dos y repetibles, criterios esenciales para que la planificación sea sistemática. 
Actualmente existe gran cantidad de software que permiten integrar infor-
mación ambiental, biológica, física, social, económica, cultural y política de 
manera cuantitativa. A su vez se pueden generar modelos predictivos de 
los diferentes elementos de la biodiversidad, a diferentes escalas espacio-
temporales. Estos métodos poseen varias limitaciones y críticas por parte 
de la comunidad científica a seguir: (1) presuponer que las especies están en 
equilibrio con las variables ambientales ingresadas; (2) ausencia de interac-
ciones interespecíficas (depredación, competencia, polinización, parasitismo, 
etc.); (3) ausencia de componentes espaciales (por ejemplo, ocasionalmente 
la correlación espacial resulta de la existencia de asociaciones entre varia-
bles independientes) y componentes temporales (factores históricos, barreras 
geográficas actuales o pasadas, procesos de extinción o dispersión); (4) difi-
cultad para generar predicciones confiables para especies generalistas; (5) 
sesgos de muestra; (6) dependencia de la escala espacial utilizada; y (7) los 
resultados varían entre los algoritmos (ver47,48 para una revisión). 

Una de las grandes críticas de este método es que rara vez los resultados son 
contrastados en el territorio dificultando la aplicabilidad de los mismos, que-
dando muchas veces remitidos al ámbito académico. Por otro lado, a pesar 
que los datos sobre los patrones de distribución espacial de las especies en 
la actualidad son abundantes y accesibles, y los software cada vez son más 
potentes, pocas veces son chequeados y depurados aumentado los errores 
de comisión, falsos positivos o sobrepredicción (elementos que no pertene-
ciendo a una clase aparecen en ella) o errores de omisión o falsos  negativos 
(elementos que perteneciendo a esa clase no aparecen en ella por estar erró-
neamente incluidos en otra).

La mejor experiencia se presenta cuando ambos métodos se conjugan en uno 
mixto, es decir la base de datos a utilizar, es chequeada por expertos, los 
algoritmos ajustados a la realidad del territorio y las áreas prioritarias pro-
puestas son discutidas por diferentes actores involucrados en su ejecución.

Si la intención va más allá de solo presentar los resultados e interesa pensar 
en una planificación sistemática, tendiente a su implementación efectiva, se 
puede resumir de manera general todo el proceso en los siguientes pasos 
(para más detalles ver14,15): 

1) Identificación de los actores sociales involucrados en la conservación del lugar: 
Los tomadores de decisión, comunidades, terratenientes, expertos regiona-
les, los que disponen de recursos para el proceso y su ejecución. 
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2) Compilación, evaluación y depuración de datos sobre biodiversidad y socioeco-
nómicos: Registros georeferenciados de especies, revisión exhaustiva de bi-
bliografía sobre distribución espacial de las especies, revisión de colecciones 
biológicas, parámetros ambientales, datos socioeconómicos (uso y valor de 
la tierra), confección de nuevos inventarios de especies, catalogar aquellas 
especies focales, raras amenazadas y endémicas (Ver recomendaciones en: 
Confección de base de datos).  

3) Identificación de los sustitutos o subrogados de la biodiversidad: Especies, ele-
mentos del paisaje, tipos de hábitat, etc. Necesariamente, esto involucra 
aceptar el supuesto de que su riqueza o abundancia está relacionada (RE-
LACIÓN COMPROBADA) con la presencia de un gran número de especies 
de otros taxones conocidos y su protección promoverá la conservación de 
todo o gran parte del sistema (ver49-53). Actualmente, la manera de aumentar 
la eficiencia de los sustitutos es trabajar con indicadores multitaxonómicos. 

4) Establecimiento de los objetivos y las metas de conservación: Definición de crite-
rios explícitos medibles y susceptibles de evaluarse para la representación de 
los subrogados en las áreas prioritarias: riqueza, diversidad, rareza, endemis-
mos y vulnerabilidad de especies, número y tamaño específico de poblacio-
nes,  porcentaje o cobertura espacial de los ensambles o categorías ambientales, 
sociales, económicos y políticos. Establecer criterios de diseño como conecti-
vidad, tamaño, dispersión, alineación, forma y replicación. Cuando se llega a 
este punto, el propósito para la priorización debe ser claro y consistente. 

5) Revisión de áreas de conservación preexistentes: A pesar de los cuestiona-
mientos sobre el sistema de ANP, los elementos representados en ellas no se 
deberían descartar. Sí bien no existen inventarios sistemáticos y completos 
para muchos grupos taxonómico para  la mayoría de las ANP de Argentina, 
lo ideal es comenzar por un análisis de vacíos y omisiones en conservación 
de la biodiversidad con los datos disponibles.  Este proceso determina los 
elementos que están ausentes, o representados de manera insuficiente en el 
sistema de ANP, y con base en ello se identifican nuevas áreas prioritarias. 

6) Priorización de nuevas áreas: En esta etapa se complementan los objetivos y 
metas de conservación propuestos. En este punto resulta central aplicar el crite-
rio de complementariedad antes mencionado e incorporar criterios de diseño. 

7) Análisis de riesgos, vulnerabilidad y persistencia de la biodiversidad: En esta 
etapa se pueden desarrollar diferentes modelos matemáticos para estimar 
la viabilidad poblacional y garantizar la continuidad de los procesos ecoló-
gicos. También se puede evaluar la vulnerabilidad de las áreas detectadas a 
los factores externos. 
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8) Repetición y ratificación del proceso de priorización desde la etapa 6.

9) Selección multicriterio de las áreas según la factibilidad de implementación: Den-
tro de un proceso de optimización pueden resultar diferentes soluciones 
igualmente efectivas. En esta etapa se analiza la viabilidad de cada solución 
con diversos criterios (usos del suelo, criterios biológicos, diseño y ubicación 
de las áreas) y se eligen las mejores soluciones.  

10) Implementación del plan de conservación: Decidir la categoría de conserva-
ción que se pretende adjudicar a cada área, preponderando en la ejecución 
aquellas que presenten mayor número de amenazas.   

11) Reevaluación periódica del sistema de áreas: Monitorear la efectividad del 
plan y las acciones propuestas para sostener los criterios por lo cual fueron 
seleccionadas. Establecer umbrales de alarma.

Se puede agregar la necesidad de precisar claramente la escala geográfica 
donde se desarrollará el ejercicio de planeación. De esto dependerá el tipo 
de información que se logre obtener y la certeza brindada. Escalas biogeo-
gráficas grandes dan una idea de cuáles son las regiones donde focalizar los 
esfuerzos. Trabajar con unidades espaciales más pequeñas, permite instru-
mentar estrategias de conservación más concretas y adoptadas a nivel del 
paisaje.

Para detectar las áreas prioritarias para la conservación, cumplir con las 6 
primeras etapas resulta fundamental, sobre todo definir de manera explícita 
los objetivos y las metas. Estas etapas representan el punto de partida para 
promover políticas públicas basadas en evidencia científica y destinar mejor 
los recursos financieros para su implementación. 

En Argentina durante las dos últimas décadas, el ejercicio de priorización 
mostró notables avances a través de numerosas publicaciones. Sin embargo, 
la selección de áreas para conservar todavía se rige por criterios oportunís-
ticos.

Dentro del ámbito herpetológico la mayoría de los sustitutos elegidos fueron 
los escamados (serpientes y lagartos), registrándose pocos aportes sobre an-
fibios. En este sentido, esta ausencia  representa una oportunidad de estudio 
para uno de los grupos más amenazados a nivel mundial.
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Caja 4.12.1 - Bases de datos

Javier Nori1 & Eduardo Etchepare2

 

Las bases de datos de registros de ocurrencia de biodiversidad constituyen la materia pri-

ma a partir de la cual, entre otras cosas, es posible generar hipótesis de distribuciones de 

especies u otras entidades taxonómicas. En estas, los datos primarios sobre biodiversidad 

corresponden a información que describe ocurrencias. Son datos crudos que describen en 

su forma básica y lo menos interpretada posible, lo que ha sido observado o recolectado, 

cuándo y dónde sucedió(54). Estos datos crudos primarios pueden estar acompañados por 

información adicional que proporcionan un mayor detalle. En general las bases de datos 

se presentan en forma de matriz o tabla en la cual cada celda represente un campo de 

información, cada fila representa a un registro de ocurrencia y cada columna representa 

información de distintas variables asociadas a cada registro (e.g. especie, familia, localidad 

de presencia, latitud, longitud, etc.). 

Para la confección de la base de datos se puede recurrir a diferentes fuentes: (1) datos 

obtenidos del trabajo en campo, (2) resultados de la colecta directa que se encuentran de-

positados en las colecciones biológicas, (3) bases de datos en línea, (4) revisión exhaustiva 

y critica de la literatura específica y (5) datos proporcionados por colaboradores. 

En la actualidad existen inmensas bases de datos en repositorios online que son suma-

mente utilizadas. Un ejemplo es Global Biodiversity Information Facilities (www.gbif.

org), una organización internacional y una red de investigación financiada por gobiernos 

de todo el mundo, destinada a proporcionar a cualquier persona, en cualquier lugar, ac-

ceso abierto y gratuito a datos sobre cualquier tipo de forma de vida que hay en la Tierra. 

En el caso de usar dichos repositorios, se hace indispensable la existencia de información 

extra asociada a cada dato, la cual permita hacer un “depurado” de los datos y utilizar sólo 

aquellos registros más confiables. Existen protocolos recientes y aceptados en el ámbito 

científico como el propuesto por Maldonado et al.(55). Entre esta información extra se debe 

valorar, por ejemplo: 

Fuente del registro: Es necesario valorar si el dato primario corresponde a un registro 

de colección herpetológica o a una observación humana sin material de referencia. 

Colectores y Curadores: Esto permite en muchos casos tener una idea certera sobre el 

grado de experticia de las personas que tomaron y curaron el registro en cuestión. 

Colección que alberga el material de referencia: Si bien es arbitrario, esto puede dar 

una idea sobre la actualización taxonómica del registro en cuestión, y el acceso al material 

de los expertos en el grupo. En términos generales, es más confiable utilizar registros que 
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provienen de colecciones cercanas a los expertos en los grupos taxonómicos analizados. 

Año y persona encargada de determinación taxonómica: Esto da una idea bastante 

certera sobre la validez y grado de actualización del status taxonómico de información 

utilizada.

Los datos proporcionados por colaboradores se refieren a formar una red de personas (ej: 

guardaparques y pobladores de áreas cercanas al sitio de muestreo) previamente entrena-

das en la toma y captación del dato. Es decir, se los capacita en cómo capturar un ejemplar 

en el caso de ser necesario (y sin correr riesgos), cómo tomar una fotografía, cuáles son los 

caracteres de importancia taxonómica que debe incluir la foto y datos adicionales necesa-

rios para hacer el registro más confiable como: horario de actividad, lugar, coordenadas 

geográficas, etc. Esta red constituye una ayuda adicional muy valiosa, pero con mucho 

margen de error en el caso de no prestar particular atención a lo antes mencionado. 

A su vez, en este entrenamiento previo, los colaboradores pueden ser capacitados para 

conservar ejemplares que puedan encontrar muertos de manera accidental como son los 

atropellados en rutas y caminos. En este sentido, los celulares constituyen una buena 

herramienta, permitiendo a los colaboradores capturar imágenes de buena calidad e in-

corporar información en el mismo archivo como coordenadas geográficas, fecha y hora de 

la toma. Adicionalmente, se puede suministrar a los voluntarios escalas gráficas para ser 

utilizadas al momento de tomar la foto. Estos datos, pueden incluirse en la base de datos, 

siempre y cuando se confíe en la resolución de la imagen, cuenten con los requerimientos 

necesarios, y en la base de datos depurada se especifique su origen (datos adicionales). 

Uno de los problemas son los cambios en la clasificación taxonómica de las especies, que 

al no tener el material testigo no se podrá seguir utilizando este dato si los caracteres 

taxonómicos necesarios para diferenciarlos no pueden distinguirse en la imagen. 

Sea cual fuere la fuente de datos, la confección final de la base de datos debe ser sometida a 

un proceso de integración, depuración, actualización y verificación de los registros reco-

pilados. En este sentido y en función de la información asociada a cada registro, es posible 

hacer una interpretación de la calidad del mismo.  Por ejemplo, para constatar y validar 

la existencia de un registro, en muchos casos estos están asociados a una evidencia directa 

(especímenes, archivos sonoros, imágenes, tejidos, huellas, etcétera) que constituyen el 

respaldo físico y que se alberga en colecciones biológicas, lo que garantiza que esa eviden-

cia física perdure a largo plazo. En otros casos, existe evidencia indirecta (observaciones) 

realizadas y documentadas por especialistas lo que genera un registro, siendo el soporte 

de los últimos de menor calidad y ampliamente criticados en el ámbito científico(56).

La calidad de un registro no depende sólo de su respaldo, sino además de la cantidad y 

precisión de la información asociada al mismo. En este sentido es importante aclarar que 

un dato puede ser de alta calidad para un propósito, pero de baja calidad para otro. Por 
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ejemplo, si un usuario quiere conocer qué especies se distribuyen en un municipio dado, 

los registros de ejemplares que contengan información sobre la región geográfica (país, 

estado, municipio) donde fueron recolectados u observados, son aptos para su uso y serán 

utilizados para generar el listado de especies presentes en el municipio. Si dicho usuario 

requiriera mayor precisión para ubicar los sitios de presencia de la especie en el munici-

pio, los registros de ejemplares que no cuenten con una coordenada geográfica no serán 

aptos para utilizarse.

Por otra parte, ordenar de manera precisa la información ahorra tiempo al momento 

de utilizarla. Por ejemplo, en el proceso de validación  de los datos, se puede encontrar 

de manera frecuente errores en las determinaciones taxonómicas, errores nomenclatu-

rales, asignación de nombres que han sido sinonimizados, errores en los nombres de las 

localidades de colecta, falta de referencia geográfica y de información para asignar una 

georreferencia. 

Cuando se finaliza la validación, un gran número de datos serán descartados, sin embar-

go se contará con una base de datos robusta, confiable y con un nivel de precisión que 

permitirá utilizarla en diferentes estudios con distintos objetivos. 

Una recomendación para el momento de la confección de la base de datos es incluir la 

mayor cantidad de columnas posibles (familia, género, género y especie, coordenadas geo-

gráficas, localidad, municipio, provincia, país, colectores, origen de los datos colectados, 

foto, observación, bibliografía, colección, etc.).

Algunos cuestionamientos que se presentan al integrar información de distintas fuentes, 

es que los datos pudieron ser obtenidos mediante métodos no estandarizados y con esfuer-

zo variable (encuentros ocasionales, muestreo sesgados por el colector o la finalidad del in-

ventario, correlación espacial, datos de museos de referencia que acaparan la información 

de un área, etc.), lo que puede provocar que determinadas especies, poblaciones y regiones 

geográficas sean sobrerrepresentadas, con una elevada cantidad de registros, y otras su-

brepresentadas. En este sentido, se pueden aplicar diferentes técnicas para determinar sí 

los registros se encuentran concentrados en una localidad. Poder cuantificar el número 

de ejemplares colectados por localidad o fecha, dará una idea sobre el esfuerzo de muestreo 

en un área geográfica determinada; esto se puede acompañar por un diagrama de distri-

bución de frecuencias. A su vez, se puede simplificar unificando la unidad de análisis a 

celdas, por ejemplo. Por otro lado, existen diferentes métodos de estimación del número 

de especies que indican la completitud de un inventario que pueden ayudar a determi-

nar cuan completa está la base de datos en una región determinada(57,58). Finalmente, se 

puede evaluar la distribución geográfica de todas las especies mediante la construcción 

de mapas de distribución con diferentes softwares GIS y prestar atención a los registros 

“outlier”, es decir a aquellos que sobresalen de manera anormal y extrema de la muestra 
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o del patrón de distribución general. En particular el programa de uso libre QGIS (www.

qgis.org), permite construir mapas de calor mediante el algoritmo densidad de núcleo o 

mapa de calor e identificar sitios de concentración de registros y sitios con vacíos de infor-

mación que ayudará a dirigir los esfuerzos para obtener una base de datos representativa. 

Un ejemplo donde se utiliza frecuentemente una base de datos es la construcción de 

modelos de nicho ecológico; para esto la precisión de la localización geográfica resulta de 

suma importancia. Dada la naturaleza correlativa de estos modelos, unos pocos kilóme-

tros de error en la localización de un registro en un ambiente climáticamente heterogéneo 

(como un sitio de pendiente pronunciada), podría generar serios problemas en el ajuste y 

la salida de nuestro modelo(59). Lógicamente esto es relativo a la heterogeneidad del am-

biente habitado por la especie, así en un ambiente llano y climáticamente homogéneo un 

error de pocos kilómetros podría no generar serios problemas de ajuste en nuestro modelo. 

Así, resulta de suma importancia que el modelador valore en función del ambiente en que 

se modela y la especie en cuestión, la precisión geográfica requerida en su base de datos.

Del mismo modo, la existencia de material de referencia de un dato resulta de suma im-

portancia en torno al modelado de nicho ecológico. La principal importancia de la existen-

cia de este material depende de la posibilidad de revisarlo, y así poder constatar / validar 

/ actualizar el status taxonómico de ese dato. Siendo que los modelos de nicho ecológico 

son prácticamente en su totalidad realizados a nivel de especie, es importante tener la 

posibilidad de validar el status taxonómico de la especie en caso de ser necesario. En este 

sentido, resulta importante también la presencia de material genético de referencia aso-

ciado al ejemplar, lo cual también podría darnos certezas sobre el status taxonómico de la 

especie en caso de ser necesario.  En el caso de anfibios y reptiles de Argentina, esto resulta 

importante por la cantidad de arreglos taxonómicos, que se generan anualmente(60,61).

Finalmente, la base de datos puede utilizarse en una gran variedad de análisis, por eso 

debe ser siempre dinámica, actualizada y continuamente sometida al proceso de valida-

ción, desarrollo que se puede acompañar con la consulta a especialistas en taxonomía y 

distribución espacial de determinados grupos taxonómicos.

1 Instituto de Diversidad y Ecología Animal (IDEA-CONICET) and Centro de Zoología Aplicada, FCEFyN, Universidad Nacional de Córdoba, 
Rondeau 798, Córdoba, Argentina.

2 CONICET. Facultad Regional Concordia. Universidad Tecnológica Nacional. Salta 277. Concordia, Entre Ríos, Argentina.
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Como su nombre lo indica, la ciencia ciudadana (CC) relaciona dos concep-
tos: la investigación científica y la participación ciudadana(1). Este enfoque 
implica la intervención de voluntarixs no profesionales en la recopilación 
de datos con fines científicos(1-4). Los proyectos de CC no solo benefician a 
lxs científicxs que obtienen datos de grandes extensiones geográficas duran-
te largos periodos de tiempo, sino que también lxs participantes adquieren 
conocimientos sobre los organismos que observan a la vez que se compro-
meten y sensibilizan sobre diversas problemáticas ambientales(5,6). Aunque 
la CC es considerada frecuentemente como una metodología de aparición 
reciente, hace más de doscientos años, disciplinas como la arqueología, la 
astronomía y la biología, han construido conocimiento nutriéndose de obser-
vaciones y datos colectados por “científicxs ciudadanxs”(3,7,8). Sin embargo, la 
característica principal que diferencia a la CC moderna de su forma histórica 
es que se trata de una actividad accesible a una amplia mayoría y no solo a 
un grupo selecto(3). En las últimas dos décadas, la relativa facilidad de acce-
so a internet y el desarrollo de aplicaciones para dispositivos móviles han 
incrementado la visibilidad y potenciado los proyectos de CC, lo cual se ha 
visto reflejado en el creciente número de artículos científicos que emplean 
esta herramienta(9,10). Probablemente, uno de los primeros proyectos de CC 
haya sido el Christmas Bird Count en el 1900 en los Estados Unidos, para el 
cual voluntarixs se reunían con el fin de realizar censos de aves(3,8). De esta 
manera, muchos proyectos iniciaron con el simple objetivo de colectar infor-
mación a una mayor escala espacio-temporal y a bajo costo. Sin embargo, en 
la actualidad, los usos y aplicaciones que se pueden alcanzar con el enfoque 
de CC se han expandido y diversificado(3,10,11).

Con el objetivo de generar una descripción más completa del campo de la 
CC, Wiggins y Crowston(12) examinaron una amplia variedad de proyectos 
y los agruparon en cinco categorías que se distinguen básicamente por la 
aplicación y el alcance de los datos recabados. De esta manera, pueden dis-
tinguirse aquellos proyectos aplicados en investigación, en conservación, en 
acción, en educación y virtuales(12). En los proyectos aplicados a la inves-
tigación, los voluntarixs proporcionan a lxs investigadorxs grandes canti-
dades de datos que contribuyen a los objetivos de las investigaciones y al 
seguimiento y gestión de los recursos naturales a largo plazo. Por su parte, 
los proyectos aplicados en conservación abordan cuestiones relativas a la 
gestión del medio ambiente, fomentando la tutela de los ciudadanos y la 
sensibilización a través de proyectos educativos. Los proyectos aplicados en 
acción fomentan la intervención de los participantes en problemáticas loca-
les, utilizando la investigación científica como herramienta para apoyar la 
agenda ambiental. Este tipo de CC emplea metodologías “bottom up”, para 
las cuales los proyectos no son concebidos ni planificados por científicos, 



4.13 Ciencia Ciudadana 365

si no por ciudadanos. En los proyectos aplicados a la educación, el foco no 
está puesto en la recolección de datos sino en trabajar y en sensibilizar a la 
sociedad desde el enfoque de la CC(13,14). De esta manera, educadores, estu-
diantes y científicos llevan a cabo en conjunto, proyectos de CC que tienen 
como primer objetivo difundir y concientizar a lxs participantes sobre al-
guna problemática ambiental. Finalmente, los proyectos virtuales tienen un 
objetivo similar al de los aplicados en investigación, con la diferencia de que 
la producción y validación del conocimiento científico está mediada princi-
palmente por la participación en línea.

Se han desarrollado proyectos de CC aplicados a la investigación que mo-
nitorean una amplia diversidad de organismos(15). Como se mencionó an-
teriormente, algunos de los más antiguos y conocidos a nivel mundial son 
aquellos que se focalizan en aves como eBird(16), la United States Breeding 
Bird Survey(17) y Christmas Bird Count(18). A pesar del éxito de las contribu-
ciones a la ornitología, el uso de CC en herpetología ha sido limitado(15). Las 
razones que explican este fenómeno pueden ser deducidas con facilidad. Por 
un lado, la mayoría de las especies de anfibios y reptiles no son carismáti-
cas, son crípticas y desconocidas para el público general, y muchas otras son 
temidas y despreciadas(19,20) limitando la participación ciudadana en estos 
proyectos(15,21). Particularmente, los anfibios son difíciles de detectar para un 
público no experto ya que la mayoría de las especies tienen actividad noctur-
na y sus picos de actividad se relacionan a momentos de lluvias. Sin embar-
go, existen varios proyectos de ciencia participativa que registran datos de 
biodiversidad a escala global e incluyen a los anfibios entre un gran número 
de taxa (e.g. iNaturalist) y también es incipiente el uso de enfoques de CC 
para recabar información sobre anfibios y reptiles específicamente(15,22-25).  Un 
ejemplo concreto es el Global Amphibian BioBlitz creado en 2011 a través 
de la plataforma iNaturalist, y que hasta la fecha ha registrado más de 4500 
especies de anfibios en todo el mundo.

Gran parte de los programas de CC que recolectan datos a nivel de espe-
cies, tienen como objetivo identificar la distribución, la abundancia y ten-
dencias poblacionales(26-29). De esta forma, numerosas experiencias alrededor 
del mundo han aplicado esta metodología en modelados de distribución de 
especies nativas(30-35) y exóticas(36,37). Además, la CC ha realizado importantes 
contribuciones en el marco de investigaciones orientadas a explorar el efecto 
de modificaciones antrópicas sobre anfibios como causantes de declinacio-
nes poblacionales y extinciones(38). Por ejemplo, varios trabajos han explora-
do el efecto de las rutas y caminos en las poblaciones de anfibios basándose 
en datos obtenidos de proyectos de CC(39-42). Asimismo, se han utilizado estas 
fuentes de datos para indagar acerca del efecto de la modificación del há-
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bitat(38), cambios en el uso de la tierra(43) y la prevalencia de enfermedades 
emergentes sobre poblaciones de anfibios(44). También la CC puede ser uti-
lizada para abordar conflictos de coexistencia entre humanos y fauna(19,45) y 
como una poderosa herramienta en proyectos de conservación(7,13,46-51).

Para el planeamiento de programas de CC existe una extensa literatura la 
cual facilita las etapas de diseño e implementación(2,14,52) que además permi-
te maximizar los resultados y obtener datos de calidad(1,53). Varios de estos 
autores acuerdan en la necesidad de corroborar la calidad y exactitud de los 
datos a través de protocolos estandarizados de verificación. En este sentido, 
Baker y colaboradorxs(54) realizaron un análisis exhaustivo de los distintos 
esquemas de verificación empleados en proyectos de CC y presentan alter-
nativas novedosas para la verificación de datos.

Antecedentes en Sudamérica

El enfoque participativo de la CC ha tenido un escaso desarrollo y aplicación 
en Sudamérica hasta la primera década del 2000(3). Siguiendo la tendencia 
global, la amplia mayoría de los proyectos de CC o estudios que incorpo-
raron datos provenientes de ciencia participativa en Latinoamérica se fo-
calizan en especies carismáticas (mamíferos y aves)(55,56). Recientemente, el 
lanzamiento y promoción de plataformas que promueven la participación 
ciudadana en la recolección de datos y registros a nivel regional (e.g. Argen-
tiNat; Ecoregistros, iNaturalist) han logrado alentar la búsqueda e inclusión 
de registros de biodiversidad, entre ellos, anfibios.

Durante los últimos años surgieron en Sudamérica proyectos focalizados en 
este grupo de vertebrados que involucran a la CC con objetivos educativos, 
de investigación y de conservación. En la Reserva Nacional de Junín (Perú) 
el Grupo Rana (https://www.gruporana.org/) implementa un programa de 
CC para obtener registros de dos anfibios amenazados: la Rana de Junín y la 
Wancha de Junín (Telmatobius macrostomus y Telmatobius brachydactylus, res-
pectivamente) centrando sus actividades en la educación ambiental, inclu-
yendo salidas de campo para estudiantes locales y adultos de comunidades 
campesinas(57). En Chile se está empleando esta metodología en varios pro-
yectos. Uno de ellos lo impulsa la ONG Ranita de Darwin (https://www.ra-
nitadedarwin.org/observa-ranas) con un proyecto de CC llamado “Observa 
Ranas” que busca recopilar información de los anfibios chilenos invitando a 
la comunidad a inscribirse como científicxs voluntarixs y proporcionar sus 
registros utilizando una página web. El proyecto de investigación Rana Afri-
cana (Xenopus laevis) (https://www.instagram.com/proyectoranaafricana/) 
es otro ejemplo, aunque el foco está puesto en una especie exótica.
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En Argentina esta metodología ha sido escasamente explorada como una 
herramienta para el muestreo de anfibios(30) y en la actualidad solo tres 
proyectos de CC se encuentran activos. El proyecto Rana Andina Austral 
(https://www.instagram.com/proyectoranaandinaaustral/) ha impulsado 
un programa de CC con el objetivo de reunir registros de la Rana Andina 
(Telmatobius contrerasi), una especie que no es detectada en el país desde el 
año 2005. Otra iniciativa de CC vigente está a cargo de Save the Frogs Bue-
nos Aires (https://www.facebook.com/buenosairesstf/) bajo el nombre de 
“Anfibios de la Ciudad de Buenos Aires” cuyo principal objetivo es motivar 
el registro de especies de anfibios en las reservas y areas verdes de la Ciudad 
Autónoma de Buenos Aires. Además, se busca promover en la ciudadanía la 
valoración de la anfibiofauna de la Ciudad de Buenos Aires, reconocer sitios 
de importancia para la conservación de anfibios, y aportar a la realización de 
inventarios y monitoreos en sitios de importancia. En este caso, el proyecto 
“Anfibios de la Ciudad de Buenos Aires” realiza el relevamiento a través de 
la plataforma de iNaturalist (https://www.inaturalist.org/) donde lxs usua-
rixs (observadorxs), previamente registrados, cargan desde la página web 
o aplicación móvil observaciones directas (fotos y audios). La información 
que se recaba de cada registro incluye fotografías, videos o audios, jerarquía 
taxonómica, nombre del lugar donde se realizó la observación (se puede car-
gar manualmente con datos de georreferenciación), fecha y hora del registro, 
origen del individuo (silvestre o cautiverio), estadios (adulto, juvenil, larva o 
huevo), sexo y comportamiento del individuo. Hasta el momento, la iniciati-
va cuenta con 29 observadores de los cuales 15 han aportado en los últimos 
dos años más de 80 registros confirmados (12 especies, 7 géneros y 4 familias 
de anuros) en el área de la Ciudad de Buenos Aires. Regularmente los miem-
bros del proyecto realizan charlas con la finalidad de difundir y enseñar a 
usar la aplicación móvil. El intenso trabajo a través de las redes y las notas de 
divulgación resultan herramientas claves para generar el compromiso de los 
ciudadanos y motivarlos a participar (Maruscak, com. pers.). Adicionalmen-
te, en el 2020 a través de un trabajo colaborativo entre la escuela Northfields 
y Save the Frogs Buenos Aires se generó un proyecto de observación y regis-
tro llamado “Anfibios de Tigre y Escobar” que motivó el registro de anfibios 
de la zona por parte de los estudiantes de la institución(58).

En el marco de la iniciativa COANA (https://www.coana.com.ar/) el proyec-
to “Gigante de las Pampas”(59) coordina el tercer programa de CC focalizado 
en una especie de anfibio, vigente hasta el momento en Argentina (ver Sec-
ción 6.3 Gigante de las Pampas). 
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Caja 4.13.1 - Publicación y comunicación de resultados negativos

Dado que las normas internacionales de publicación en revistas/libros científicos prio-

rizan resultados novedosos y positivos, resulta limitada la información proveniente de 

investigaciones o proyectos con abordajes de CC que no resultaron exitosos(60). En este 

sentido, cuando los proyectos de CC no logran los resultados esperados, las experiencias 

no son publicadas ni en revistas científicas ni en ningún otro formato, limitando amplia-

mente la información disponible sobre experiencias no replicables, personal necesario, 

herramientas de comunicación, grupos objetivo y grupos de investigación involucrados. 

Resulta necesario comenzar a desarrollar nuevas formas de comunicar los resultados de 

las experiencias de CC, ya sean positivos o negativos, para propiciar escenarios posi-

bles en que los proyectos de CC puedan desarrollarse. A nivel global, pueden utilizarse 

sistemas de información de ciencia abierta y participativa(60) como la Open Science Fra-

mework (https://osf.io/) y a nivel regional la Red Iberoamericana de Ciencia Participativa 

(http://cienciaparticipativa.net/) que ofrecen un espacio alternativo para hacer visibles 

nuestros trabajos y experiencias. 

Tips para un proyecto de CC exitoso en Argentina

Muchos trabajos han publicado valiosa información y recomendaciones ge-
nerales para llevar a cabo un proyecto de CC exitoso. Para ello se recomienda 
ampliamente consultar los siguientes autores: Conrad y Hilchey(53); Vohland 
y colaboradorxs(52); Rutten y colaboradorxs(61). Sin embargo, se observa una 
crítica falta de publicaciones con herramientas para mejorar la participación 
y establecer programas de CC en los países en vías de desarrollo(62). Haciendo 
una breve revisión de lo publicado hasta el momento y sumando lo apren-
dido por experiencia, se presenta una breve lista de tips orientados a la im-
plementación de programas de CC para el estudio de anfibios en Argentina.

• Complemento de formatos para la obtención de datos. Como se expu-
so anteriormente, el limitado acceso a internet en muchos lugares del 
mundo y de nuestro país en particular, obliga a incorporar herramien-
tas alternativas a las más ampliamente utilizadas como las aplicaciones 
móviles y las plataformas web(63). En este sentido, la implementación de 
encuestas presenciales puede incrementar sustancialmente la eficacia de 
la estrategia de CC en áreas con baja accesibilidad a internet(62).
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• Promoción de los proyectos de CC a través de actividades educativas y 
de comunicación. La motivación y predisposición de la ciudadanía a las 
propuestas de CC son un factor clave para el éxito de los proyectos. A la 
hora de plantear la estrategia de un programa de CC se debe contemplar 
en el diseño, una importante inversión de recursos humanos y tiempo en 
la promoción de la iniciativa con los miembros de la ciudadanía. Aunque 
es posible que los fondos destinados a las actividades de comunicación 
sean significativamente menores a los costos que implica una campaña 
de campo, debe ser considerada una inversión monetaria para impresión 
de cartelería, folletería y visita a localidades remotas. Fundamentalmen-
te en las primeras etapas del proyecto, estas actividades de comunicación 
resultan importantes para dar a conocer el proyecto en aquellas localida-
des de mayor interés(14,46). Para ello, se pueden utilizar diversos medios 
de comunicación, desde comunicados de prensa y artículos de revistas, 
hasta folletos y presentaciones(14). La articulación con entidades educati-
vas y el desarrollo de talleres o cursos resulta esencial para generar un 
vínculo más estrecho con la comunidad. Esto se ve potenciado aún más 
en comunidades campesinas o aborígenes donde la escuela tiene un rol 
primordial como punto de congregación y encuentro de la población. La 
estrategia de reclutamiento de científicxs ciudadanxs puede ser general 
o dirigida a algún grupo específico dentro de la comunidad(46). En este 
último caso, es importante que los métodos de comunicación se ajusten 
a la audiencia deseada(14).

• Herramientas de Marketing. Logos, slogans, juegos y productos pueden 
atraer y mantener la participación de lxs ciudadanxs sobre todo en pro-
gramas de CC que trabajan con especies no carismáticas(64,65).

• Reclutamiento/Identificación de replicadores locales. La evidencia in-
dica que la identificación, apoyo y compromiso de actores locales es un 
factor clave para el éxito de una estrategia de CC(66). En el caso de co-
munidades pequeñas y aisladas (e.g. con baja accesibilidad a internet), 
la identificación de actores clave de la sociedad que puedan replicar las 
actividades del programa de CC, es fundamental para mantener en vi-
gencia las actividades, generar lazos con las comunidades y alentar la 
participación de lxs pobladorxs. Los mejores ejemplos de actores clave 
son lxs docentes, funcionarixs públicos locales y naturalistas aficiona-
dos. Adicionalmente, si éstxs colaboradorxs reciben capacitaciones y el 
entrenamiento necesario pueden, eventualmente, desenvolverse en mo-
nitoreos continuos de las especies apoyando las tareas de campo de lxs 
investigadorxs. 
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• Intercambio constante con lxs participantes. Ningún programa de CC 
llevado a cabo en territorio será exitoso si no se logran vínculos estre-
chos y sostenidos en el tiempo con las comunidades. La generación de 
vínculos sólidos incluye, entre otras cosas, la posibilidad de brindar una 
respuesta rápida y efectiva a las consultas que surjan de lxs ciudadanxs 
participantes.
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Las colecciones biológicas o de historia natural pertenecen, en general, a ins-
tituciones estatales o privadas como: universidades, museos, institutos del 
CONICET. Ambos estamentos deben garantizar la perpetuidad, resguardo 
y conservación de los acervos depositados en ellas. Asimismo, las coleccio-
nes deben ser de carácter público o privado, pero sí, estar a disponibilidad 
de quienes la requieran, como investigadores, docentes, profesionales, es-
tudiantes, entre otros. Estas condiciones (perpetuación y carácter público), 
se promueven en todo el ámbito de la investigación. Tal es así, que muchas 
revistas científicas y sus editores solicitan de forma explícita que el material 
voucher (o testigo), colectado y/o fotografiado provenga o sea depositado en 
alguna colección de referencia para su resguardo y conservación antes de 
la aceptación y publicación del manuscrito. De esta manera se asegura la 
disponibilidad de los datos y del material testigo, para futuros estudios. En 
Argentina, se cuenta con Colecciones Herpetológicas debidamente institu-
cionalizadas, donde se puede realizar el depósito de los ejemplares o mate-
rial voucher. Algunas colecciones se reseñan en la Tabla 5.1.1.

Además del material per se, las colecciones salvaguardan diferentes tipos de 
datos asociados al ejemplar, como por ejemplo, las grabaciones de cantos de 
anuros, datos ecológicos, geográficos y taxonómicos. Tal es así, que hoy se 
puede acceder a fonotecas que disponen de archivos de audio, oscilogramas 
y espectrogramas de individuos de numerosas especies. Más recientemente, 
se ha impulsado a que las colecciones biológicas incluyan el voucher fotográ-
fico para aquellas especies, que sólo se encuentran en una alta categoría de 
amenaza, impidiendo esto su colecta. De este modo, es posible suplantar el 
ejemplar testigo observado, con varias fotografías que permitan un alto de-
talle taxonómico del ejemplar, para una correcta clasificación. Es importante 
destacar, que el material fotográfico, es sólo para casos especiales; que, en 
condiciones normales, no suplanta de ninguna manera al ejemplar voucher 
colectado. Además, los datos que acompañan a estos registros fotográficos 
son lo suficientemente completos para asegurar la confiabilidad y calidad del 
registro incorporado, aumentando así su valor de referencia. Por mencionar 
algunos ejemplos: la Colección Bioacústica del Laboratorio de Genética Evo-
lutiva perteneciente al Instituto de Biología Subtropical (CONICET-UNaM) 
con su acrónimo LGE-B de la provincia de Misiones, posee una fonoteca 
donde se pueden incorporar cantos de anfibios. La Colección Herpetológica 
Lic. Blanca Beatriz Alvarez de la Universidad Nacional del Nordeste (acróni-
mo: UNNEC), en la provincia de Corrientes; posee una colección de avistajes 
(acrónimo: UNNEC-A), donde incorpora imágenes fotográficas asociadas 
con una gran cantidad de datos como la georreferenciación, medidas mor-
fométricas y datos ambientales de los individuos fotografiados. Asimismo, 
complementando la misma colección, la Fonoteca Zoológica de la Universi-
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lógicas en Argentina. Información 
sobre características de sus acervos 
custodia.
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dad Nacional del Nordeste (acrónimo: FZ UNNE) también permite el ingre-
so, a su acervo, de registros de audio de artrópodos y vertebrados.

A pesar de la importancia que tiene la incorporación de material biológico 
en una colección de referencia, no es del todo habitual recibir capacitación en 
esta área en las carreras universitarias vinculadas con esta práctica. A menu-
do, durante las primeras experiencias de campo realizadas por estudiantes o 
investigadores en sus etapas iniciales se pueden cometer errores con los trá-
mites y autorizaciones previas que hay que realizar, en los procedimientos 
para colectar ejemplares y en los detalles a tener en cuenta. Un aspecto que 
nunca se debe dejar de considerar respecto al material biológico que se está 
colectado, es que constituye un Patrimonio Provincial, Nacional y de la Hu-
manidad. Es por ello que la preparación y el diseño de un estudio comienza 
mucho antes que la salida al campo, y resulta fundamental considerar los 
trámites administrativos. Seguramente, una primera experiencia se adquiere 
al presentar los planes de trabajo y/o proyectos de investigación ante un Co-
mité de Evaluación y/o de Ética; quienes someterán a análisis cada una de 
las secciones del escrito, incluida la metodología. 

Previamente a la logística que toda campaña requiere, es muy importante 
considerar los requisitos legales existentes y la necesidad de contar con los 
trámites aprobados para los permisos de colectas de las Provincias, Áreas 
Protegidas Provinciales y/o Privadas y/o Áreas Protegidas Nacionales. Asi-
mismo, se debe considerar los requisitos específicos para la gestión de las 
guías de tránsito, necesarias para trasladar el material biológico colectado 
entre provincias, en el caso que así fuera.  

En esta sección, se presentan comentarios y/o sugerencias específicas para 
ser tomadas en cuenta en la planificación de los estudios y la elaboración de 
proyectos, que involucren la colecta o utilización de ejemplares. Además, se 
detallan los trámites, procedimientos, métodos y técnicas adecuadas que se 
necesitan para que una colección de referencia pueda dar ingreso al material 
biológico de estudio. Acondicionar de la mejor manera posible todo el mate-
rial y las muestras colectadas con los datos correspondientes, es una ayuda 
invaluable para las personas vinculadas con el manejo y la custodia de las 
colecciones biológicas; dado que esto agiliza todo el proceso de incorpora-
ción. 

Todo recurso extraído de la naturaleza puede ser considerado como un apor-
te a la conservación de la biodiversidad; por lo que es importante optimi-
zar cada ejemplar para el estudio de diversos temas (parasitología, genética, 
taxonomía, anatomía, histología, citogenética, etc.), pudiendo así ser utiliza-
do por varios investigadores.
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Requisitos para ingresar material a las colecciones de 
referencia
Permisos de Colecta

La normativa sobre fauna silvestre se incluye en la Ley Nacional 22.421 Con-
servación de la Fauna Silvestre. Aquí se indican los dos primeros artículos de 
esta ley en el Anexo 5.1.1. La misma se puede encontrar de manera completa 
en: Normativa de fauna silvestre. En Argentina, cada provincia es autónoma 
y autárquica en la toma de decisión para reglamentar el uso y manejo de sus 
recursos naturales, pudiendo adherirse de esta manera a la totalidad de la 
Ley 22.421, o sólo en algunos artículos; o también elaborar sus propias leyes 
provinciales. Es por ello que la reglamentación de los Permisos de Colecta 
Científica puede presentarse como Resoluciones Ministeriales, Disposicio-
nes o Ley Provincial. Las dependencias que regulan la colecta científica pue-
den variar de provincia en provincia, pudiendo nombrar algunos ejemplos 
como la provincia de Tucumán: Dirección de Flora, Fauna Silvestre y Suelos 
que pertenece al Ministerio de Desarrollo Productivo; Misiones: Ministerio 
de Ecología, Recursos Naturales, Renovables y Turismo; Mendoza: Secre-
taría de Ambiente y Desarrollo Sustentable que se encuentra dentro de la 
Dirección de Recursos Naturales Renovables. 

En cuanto a la Administración de Parques Nacionales (APN), organismo pú-
blico encargado de mantener el Sistema Nacional de Áreas Protegidas, se en-
cuentra sectorizada por delegaciones regionales: Noroeste, Noreste, Centro, 
Patagonia y Patagonia Austral. Actualmente, poseen un sistema de gestión de 
permisos y trámites administrativos, llamado Gestión de Permisos de Inves-
tigación (GePIn; ver Anexo 5.1.2). Se debe tener en cuenta que el tiempo del 
trámite dependerá de cada seccional regional de APN, área protegida y/o de 
cada provincia. Por lo tanto, es fundamental iniciar lo más temprano posible la 
presentación de los requisitos solicitados, antes de avanzar en la planificación 
de una campaña o salida al campo. Es difícil realizar un resumen general de 
esta diligencia, ya que las variantes son muy diversas. Más abajo se listan los 
requisitos generales que se solicitan en la mayoría de las dependencias; ade-
más de comentarios y recomendaciones sobre situaciones que se han presen-
tado a lo largo de las experiencias de estos trámites en el país. 

Lista de Requisitos:

Datos del Responsable.

Copia de DNI.

Nota de solicitud de colecta científica y/o formulario de solicitud (ver Anexo 
5.1.3). 
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Nota de aval de institución a la que pertenece el investigador o grupo de 
trabajo (ver Anexo 5.1.4).

Copia de proyecto/plan de trabajo.

Lista de ejemplares a colectar (género y especie) con cantidades.

Fechas probables de campaña.

Localidades o área geográfica a muestrear.

Lista de colectores (con DNI, dirección, cargo, institución a la que pertenecen 
y CV abreviado).

Los permisos emitidos por todas las dependencias poseen un tiempo de vi-
gencia de uno o dos años. En muy pocos casos, algunos organismos suelen 
emitir las autorizaciones con plazos coincidentes con el tiempo de ejecución 
del proyecto y/o plan de tesis.

Es fundamental adoptar un trabajo multidisciplinario con las personas en-
cargadas de la ejecución de dicho trámite en las diferentes entidades, com-
partiendo los conocimientos de manera recíproca. La información comparti-
da de ambas partes facilitará las futuras diligencias. Resulta valioso realizar 
algunas recomendaciones prácticas sobre situaciones que pueden surgir du-
rante las campañas y que son importantes de atender.

Al finalizar un viaje de campo es posible que sea necesario gestionar las 
guías de tránsito para poder circular entre diferentes provincias con material 
biológico; por lo tanto, es recomendable coordinar con el organismo involu-
crado, la hora de regreso de la campaña para poder informar los ejemplares 
colectados y poder obtener dichas guías. Muchos herpetólogos realizan sus 
muestreos a lo largo de la Cordillera Argentina, donde muchas de las pro-
vincias del sector cordillerano poseen sus capitales a varios kilómetros de 
allí. En esta situación, se debe considerar que quizás haya que realizar varios 
kilómetros de desvío de las rutas previstas de campaña, para efectuar la so-
licitud de la guía de tránsito y, el posterior retorno al recorrido programado. 
Una estrategia muy bien generada en algunas provincias patagónicas se basa 
en poseer oficinas ubicadas en otros sectores provinciales; las mismas dispo-
nen de autorizaciones para la emisión de guías de tránsito para salir de la 
provincia. Este tipo de estrategias son sumamente valoradas, por favorecer a 
la logística que las campañas requieren.

Con respecto a la lista de ejemplares a recolectar, cuando se pretende es-
tudiar una o varias especies definidas, es sencillo completar este ítem que 
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solicitan los permisos. Sin embargo, cuando se trabaja con relevamiento de 
la diversidad de especies, muchas veces no podemos adelantar con exactitud 
qué especies vamos a encontrar, ni mucho menos la cantidad de individuos. 
Es posible guiarse con publicaciones que realizan síntesis generales de la 
diversidad en regiones o provincias para incluir las especies en la lista solici-
tada como la Categorización del Estado de Conservación de la Herpetofauna 
de la República Argentina(1), que permitirá estimar de manera general las es-
pecies que pueden estar presentes en el área de estudio. Se aconseja realizar 
una aclaración (en el pié de la lista) que en caso de encontrar alguna especie 
que no esté incluida en la lista, se dará aviso de inmediato a la repartición 
nacional o provincial correspondiente. 

Las fechas tentativas de campañas y las localidades o áreas geográficas a 
muestrear o monitorear son, por lo general, condición obligatoria a ser in-
cluidas en detalle dentro de las notas o formularios de permisos de colecta. 
Resulta muy claro que, en diferentes áreas geográficas, como con diferen-
tes especies de anfibios, son muchos los factores que intervienen tanto en 
la programación de las fechas de campaña como así también en la selección 
del área a muestrear, por lo que puede resultar muy difícil o casi imposible 
planificar con tanta precisión una fecha exacta o la dimensión del área a vi-
sitar. En los casos que las autoridades de control lo permitan, se puede optar 
por considerar como fechas de campaña, un rango de 5 a 7 días mensuales, 
para todos los meses del año. Para especies que, por datos bibliográficos o 
experiencia previa, sabemos en qué meses se encuentran en su máxima acti-
vidad, se mantiene el rango de días, pero se especifican los meses. Por ejem-
plo: “se realizarán las campañas entre los días 6 al 10 de los meses de: septiembre, 
octubre, noviembre, diciembre, enero, febrero y marzo”. Para el caso de las áreas 
geográficas, se pueden colocar todos los departamentos de la provincia o 
las localidades que rodean el sitio específico de muestreo. Se sugiere hacer 
una mención, especificando que las fechas y los lugares detallados, estarán 
sujetos a las condiciones climáticas y a la accesibilidad de los caminos, entre 
otros imprevistos de logística.

En algunas provincias, se solicita la compra de una estampilla que debe ad-
quirirse en otra repartición pública alejada. La misma va con la documenta-
ción requerida, permitiendo recién así el ingreso de los formularios a través 
de mesa de entradas.

Se tiene conocimiento que algunos estamentos solicitan de manera indispen-
sable que el investigador, o grupo de trabajo, dé aviso previo a los viajes. 
Algunas de las razones se deben a que ponen a disponibilidad personal para 
acompañamiento dentro de las áreas visitadas, como así también, para faci-
litar la accesibilidad de los lugares de estudio.
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Se presentan situaciones muy particulares donde algunos estamentos, en 
convenio con universidades o institutos que poseen Comités de Ética con re-
glamentos sobre el cuidado de animales en laboratorios, solicitan a los inves-
tigadores que el plan o proyecto esté aprobado por las mismas. Asimismo, 
requieren la realización de cursos sobre manipulación de animales de labo-
ratorio -que muchas veces son de otro orden taxonómico- incluso cuando el 
plan posee solamente trabajo de campo.

Métodos de preparación de material biológico: fijación y 
conservación
Los estudios sobre la preparación del material biológico han ido evolucio-
nando y adoptando diversas técnicas. En Argentina, y a través de las publi-
caciones de Scrocchi y Kretzschmar(2), quienes aportaron sus conocimientos 
y experiencias a la herpetología  de este país; sentaron las bases sobre la me-
todología de fijación y conservación de ejemplares para colecciones. Con el 
avance en nuevos insumos, las técnicas de base se encuentran en continuo 
perfeccionamiento e innovación.    

Esta sección comienza aclarando que fijar no es lo mismo que conservar. El 
formol (o formaldehído) es un fijador y el alcohol, un conservante. Son dos 
compuestos químicos diferentes, por lo que no se recomienda usar de ma-
nera inversa (formol para conservar – alcohol para fijar), salvo en casos es-
peciales.

La fijación adecuada de los ejemplares colectados se debe realizar con for-
mol al 10%; para su posterior conservación en alcohol 70%. Siguiendo con la 
importancia de optimizar el material colectado para diversos estudios, en el 
proceso de fijación se debe tener en cuenta el orden, método y tipo de fijación 
para cada técnica. Más adelante, en este mismo apartado, se irán detallando 
algunas situaciones con ejemplos, de modo que se pueda apreciar de manera 
correcta cada paso del proceso. 

Preparación de líquido fijador y conservante 

Aunque parezca un cálculo matemático sencillo y fácil de realizar, para al-
gunas personas no lo es. Esto es cuestión de costumbre y práctica, y realizar 
las preparaciones a “ojímetro” ¡no!, de ninguna manera. Por varias razones, 
primero y principal podemos arruinar la muestra y el ejemplar, que costó 
dinero, tiempo y la vida de un individuo; en segundo lugar, se desperdicia 
químico y en tercer lugar, exponemos nuestra salud a vapores más concen-
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trados. Antes de dar las proporciones y algunos tips de preparación de los 
químicos, se hace hincapié en esto: ¡todo recipiente debe estar debidamente 
rotulado! El rótulo debe indicar la sustancia que contiene y el porcentaje al 
cual está diluida o preparada.

Anécdota

Herpetólogo de la provincia de Corrientes y becario doctoral, preparando el equipo de 
campaña para realizar sus muestreos en la región fitogeográfica del Chaco Seco, más 
específicamente Fuerte Esperanza, Dpto. Gral. Güemes, Provincia de Chaco. En el labo-
ratorio de uso común entre varios docentes, investigadores, técnicos, pasantes y alumnos; 
el becario se dirigió al armario de los químicos y separó el formol en su recipiente original, 
procediendo a su preparación al 10% en un envase descartable. Al día siguiente empren-
dió su viaje de unos 480 km aproximadamente, realizó todo el trabajo metodológico de 
muestreo y su posterior extracción y fijación de muestras para estudios de biología trófica 
y reproductiva. Ya de regreso al laboratorio, el becario procedió a realizar la técnica histo-
lógica (deshidratación de la muestra, inclusión en parafina, armado de tacos histológicos, 
cortes en micrótomo, desparafinado de las muestras, coloración) que lleva varios días. Ya 
con el producto final, y en el microscopio analizando los cortes, comenzó a observar que 
algo no andaba bien. Las células no poseían sus paredes bien definidas, y no se podían ob-
servar los detalles celulares de las estructuras fijadas, como por ejemplo: el contorno de la 
membrana nuclear; asimismo se detectaron procesos de apoptosis celular. Días siguientes, 
tomó las muestras de contenido estomacal y, nuevamente, algo no estaba bien. Las piezas 
de insectos estaban muy blandas y poco definidas, lo cual dificulta la manipulación y 
determinación de las especies ingeridas. Ya consciente que había un problema de fijación, 
buscó los ejemplares colectados y se encontró que estaban en proceso de descomposición. 
Con varias pruebas a favor de una mala preparación del líquido conservante, buscó el 
recipiente original de Formaldehído y recorrió los laboratorios consultando si alguien 
había utilizado dicho químico. Por supuesto que se dio con la noticia, no sólo que se había 
diluido el formaldehído y NO SE HABÍA ROTULADO, sino que además, se había pre-
parado a “ojímetro”. En conclusión, primero: el becario perdió las muestras estacionales 
de mayor actividad reproductiva de sus colectas; segundo: costó la vida de ejemplares, que 
no pudieron ser optimizados para varios estudios; tercero: se perdió dinero de subsidios 
de proyectos y de estipendios que se aportaron para la realización de la campaña; cuarto: 
se desperdiciaron insumos y químicos de alto costo económico, utilizados para el estudio 
histológico y quinto: tiempo, transcurrieron aproximadamente dos meses de análisis de 
muestras. Se pretende, que con esta situación se pueda observar y valorar la importancia  
de un sencillo rótulo, fácil de hacer y que no se invierte más de 5 minutos en su elabora-
ción. 
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Aclaración: el formol apropiado, que convencionalmente se adquiere en las 
científicas, viene en su presentación de concentración al 40%. Teniendo en 
cuenta lo anterior, cuando se hace referencia a FORMOL PURO, se habla de 
FORMOL 40%. El alcohol de uso farmacéutico, en cambio, posee su presen-
tación de concentración al 96%. En este caso, también se lo llama ALCOHOL 
PURO, aunque el alcohol al 100%, que sería verdaderamente PURO, es lla-
mado ALCOHOL ABSOLUTO. Se tiene que tener mucho cuidado cuando 
se habla de los porcentajes, razón por la cual, se sugiere estandarizar la ter-
minología con todos los integrantes de un laboratorio. De todas maneras, se 
debe colocar la información del porcentaje en los rótulos de envases, que se 
utilicen para recarga o transporte de los químicos. 

Rótulos

El uso de pictogramas en los rótulos y envases, es sumamente importante. 
Por lo tanto, es muy práctico, tener siempre a mano plantillas A4 de papel 
adhesivo, que contenga varios pictogramas ya impresos (Figura 5.1.1).

FORMOL PURO

(40%)

FORMOL

(10%)

ALCOHOL PURO

(96%)

ALCOHOL

(70%)
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El uso de botellas descartables de bebidas gaseosas para la preparación de 
formol, son muy prácticas y herméticas; las mismas poseen un sistema de 
tapa a rosca eficiente que evita derrames, son económicas y resistentes. El 
inconveniente que se tiene con ellas, es que a menudo, también son usadas 
para transportar agua para beber. Es aquí donde surge el problema, debido a 
que el vapor de formol no es detectado de inmediato, como sí lo es el alcohol, 
si no están rotuladas correctamente, se corre el riesgo de ingerir formol por 
equivocación. Por lo tanto, se insiste en tener mucha precaución y siempre 
rotular los envases debidamente. 

Preparación de fijador: Formol al 10% 

Antes de comenzar a utilizar cualquier químico, se deben colocar guantes 
para evitar el contacto con la piel si accidentalmente se producen derrames. 
El proceso de preparación del formol incluye una medida de formol puro 
(40%) en nueve medidas de agua. Se puede utilizar un vaso medidor (vasos 
precipitados, beaker, erlenmeyer o probetas), pero en el caso de no tener dis-
ponible o ante alguna dificultad durante los trabajos en campo, se puede ha-
cerlo con cualquier recipiente; siempre que se mantengan las proporciones. 
Dependiendo del tamaño del recipiente a recargar, podemos utilizar como 
medidores: vasos descartables, frascos de conservas, entre otros. (Figura 
5.1.2). De este modo se puede obtener formol al 10%, al utilizar una medida 
de formol puro (40%) y nueve medidas de agua. Se puede repetir la acción 
hasta llenar el recipiente. 

Figura 5.1.1. Botella de PET rotulada 
detallando el contenido y su porcen-
taje, con el pictograma correspon-
diente. Fotos: A. Chavarría.
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Preparación de conservante: Alcohol al 70% 

La preparación del alcohol, como líquido conservante se realiza con siete 
medidas de alcohol y tres medidas de agua. Los recipientes con medias que 
generalmente encontramos en los laboratorios, ya sean vasos precipitados, 
beaker, erlenmeyer o incluso probetas; son con unidades en mililitros (Figura 
5.1.3). Por lo cual encontramos, por ejemplo: de 250 ml y vienen graduadas 
en: 50, 100, 150, 200 y 250 ml, u otros de 500 ml graduados en 100, 200, 300, 
400 y 500 ml. Se dificulta el cálculo matemático con estos instrumentos. Aun-
que son económicamente costosas, algunos laboratorios poseen probetas de 
1000 ml (Figura 5.1.4). Sin embargo, y en casos excepcionales, se puede re-
currir también a recipientes no convencionales como instrumento medidor.

¿Qué sucede cuando se cuenta con un envase original de 1 lt. de alcohol, 
pero que ya está utilizado y no posee la totalidad del contenido; y se necesita 
preparar alcohol al 70%? Es muy común que suceda esta situación con el 
alcohol, ya que este líquido conservante es utilizado para varias técnicas de 
laboratorio. Aquí sí serán de utilidad los vasos precipitados, probetas, erl-
enmeyer, etc. donde se puede verter el contenido del recipiente de alcohol y 
saber la cantidad exacta tenemos. Una vez obtenido este dato, se realiza una 
ecuación muy sencilla: una regla de tres simple. Se presentan a continuación 
unos ejemplos:

El contenido de la botella de alcohol es de: 670 ml ▶ esta cantidad correspon-
de al 70%, y se desea estimar cuánto será el 30% de agua que se debe agregar. 

Ejemplo 1:

70% _______________  670 ml alcohol

30% _______________ X= 287,14 ml agua

30 X 670 ml / 70 = 287,14 ml 

Figura 5.1.2. Algunas opciones de 
envases, con tamaños y capacidad 
de carga, para tener de referencia a 
la hora de diluir el alcohol o formol. 
Fotos: A. Chavarría.
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Ejemplo 2:

70% _______________ 420 ml alcohol

30% _______________ X= 180 ml agua

Ejemplo 3:

70% _______________ 5,5 lts. alcohol

30% _______________ X= 2, 35 lts. agua

Cama de fijación, fijación, postura del ejemplar y lavado

Para esta tarea se necesitan: servilletas de papel, bandeja de isopor, gasa, pi-
petas, un recipiente hermético, pinza histológica, tijera, jeringa y aguja, plás-
tico para cubrir la superficie donde se va a trabajar, guantes, gafas, formol al 
10% y número de campo con iniciales o acrónimo.

Se aconseja realizar el proceso de fijación bajo campana de laboratorio para 
evitar aspirar los vapores del formol. En el caso de no poseer en el laborato-
rio, es importante ubicarse cerca de ventanas donde haya corriente de aire. 
Cuando esta actividad se realiza en el campo, es muy efectivo hacerlo al aire 
libre y, en lo posible, cerca del acceso a agua potable por si ocurren derrames 
o accidentes con el líquido fijador.

Figura 5.1.3. Vasos precipitados ge-
neralmente usados en los laborato-
rios. Foto: A. Chavarría.
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a- Cama de fijación

En el recipiente hermético, tapizar la superficie con varias capas de gasa o 
servilletas de papel; se pretende que las varias capas permitan retener el lí-
quido fijador y en consecuencia, lograr una buena fijación. Posteriormente, 
se debe bañar la superficie del recipiente cubierto por la gasa, con formol al 
10%; inmediatamente cerrarlo y dejarlo listo para incorporar los ejemplares. 
Se reitera, se aconseja rotular el recipiente hermético con la especificación: 
“Cama de fijación” y con pictograma correspondiente.

Se promueve el uso de gasa que se venden por metro en las tiendas de venta 
de telas, por ser reutilizables, reduciendo además la cantidad de papel con 
fijador que será desechado. Si se acuerda destinar un recipiente hermético 
para el uso sólo de cama de fijación, también se está economizando líquido 
fijador, ya que sólo se van cambiando los ejemplares en proceso de fijación y 
renovando el químico muy de vez en cuando. 

Figura 5.1.4.  Probeta con gradua-
ción de 1000 ml. Foto: S. Palomas.
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Número de campo/Acrónimo

Para la confección de las etiquetas que van sujetas a los ejemplares colectados, se reco-
mienda el uso de papel Tyvek®. Hoy en día, se puede acceder más fácilmente a este tipo 
de producto. Como particularidad, posee una gran resistencia y adhesión de tintas pig-
mentadas. Permiten su inmersión en alcohol, sin alterar la escritura, sólo tener en cuenta 
que este producto posee un lado indicado para la escritura. Se debe tomar el papel con la 
mano y frotarlo suavemente a la sensibilidad de la yema de los dedos, el lado más suave es 
el idóneo para escribir. Con respecto a las tintas pigmentadas, se venden de varias marcas 
y espesores. Se llaman estilógrafos o microfibras descartables, y algunas marcas conoci-
das son Rotring®, Edding® y Pizzini®, entre otras; son por lo general muy buenas. Los 
pigmentos con los que son elaboradas estas tintas son muy resistentes al agua, a la luz 
y, sobre papel Tivek® resistentes exitosamente al alcohol. Los espesores o grosores de las 
microfibras, juegan un rol fundamental a la hora de elaborar rótulos y etiquetas, ya que 
las puntas y grosores más finas, nos permiten más precisión para escritura más pequeña. 
Comúnmente, se utiliza el grosor Nº 0.3 para etiquetas grandes, y Nº 0.2 o Nº 0.1 para 
etiquetas y rótulos pequeños, como así también para números de campo. Sobre la utili-
zación combinada de las microfibras y el papel tyvek®, se ha observado que en ocasiones 
particulares, de mucha humedad en el ambiente o humedad del papel (por estar guardado 
en lugares húmedos), al escribir sobre el tyvek® la tinta se abre y se corre instantáneamen-
te. Hay casos en que no se observa ninguna alteración al momento de la escritura, pero al 
ingresar la etiqueta al alcohol rápidamente, empieza a correrse dentro del líquido. Es por 
estas situaciones que se aconseja:

1- Guardar los papeles en lugares secos, lejos de la humedad.

2- Luego de escribir sobre el papel tyvek®, dejar secar bien la tinta por un rato prolonga-
do. Esto dependerá del lugar donde se encuentre realizando la tarea. Si el ambiente está 
regulado por acondicionadores de aire, con unos cuantos minutos estará listo. En el caso 
de haber humedad en el ambiente, dejar una hora e ir probando.

3- Si se sospecha que el papel tyvek® no estaba almacenado en un lugar idóneo, antes de 
su utilización, exponerlo bajo la corriente de frío de un acondicionador de aire por unos 
minutos. Esto eliminará la humedad que pueda contener el papel tyvek®. 

4- Si no se dispone de mucho tiempo, se puede proceder a utilizar microfibras de grosores 
Nº 0.1 o Nº 0.2, ya que descargan menos cantidades de tinta, evitando así el exceso de 
tinta y una mayor rapidez al secado.

5- Las microfibras cuando son nuevas, suelen provocar grandes descargas de tinta a las 
primeras escrituras, pero luego se normalizan. Por eso, se recomienda no utilizar micro-
fibras nuevas en situaciones de ambientes húmedos. 

b- Fijación

Durante el procesamiento de las muestras, la fijación del ejemplar es el últi-
mo paso. Por ello, antes de manipular químicos, vamos a colocar el número 
de campo en el individuo con las iniciales correspondientes o acrónimo suje-
tos en el miembro posterior, debajo de la articulación (rodilla) (Figura 5.1.5).  
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El método de fijación dependerá si el estudio requiere o no extracción de 
muestra del individuo. El motivo por el cual se hace esta distinción se debe a 
que habrá un proceso de disección involucrado, lo que implica que el líquido 
fijador no será contenido en el cuerpo de la misma forma. 

1. Fijación con extracción de muestras: Generalmente, las disecciones en 
anfibios se realizan en la región ventral, en forma de Y (Figura 5.1.6). 
Una vez extraídas las muestras, se hacen bolitas o pelotitas con papel 
servilleta de diferentes tamaños (Figura 5.1.7) Estas bolitas se colocan a 
modo de relleno en el interior del cuerpo del individuo; y es aconsejable 
acomodar los órganos que persisten para lograr mantener su ubicación, 
y de este modo evitar que se dañen. Luego, se procede a bañar todo el 
interior con formol al 10% (se aconseja hacerlo con una pipeta y dentro de 
la cama de fijación). A continuación, se debe acomodar la piel disecciona-
da cubriendo todo el vientre para permitir una buena postura e imagen 
del ejemplar que será ingresado a una colección biológica de referencia.

2. Fijación sin extracción de muestras: El procedimiento debe realizarse con 
gafas para cubrir los ojos. En este método donde el ejemplar se conserva 
de manera intacta, se realiza una pequeña punción en la base del abdo-
men con una jeringa y aguja mediana a fina para introducir el líquido fi-
jador. Si el contenido cargado en la jeringa es poco, no se saca la aguja del 
ejemplar; se procede a desmontar la aguja de la jeringa para recargar y, 
volver a montar la aguja. Esto evitará que la jeringa se tranque y se suelte 
por presión, esparciendo en forma de lluvia, el químico por la mesa de 
trabajo y por el rostro del operador.

c- Postura del ejemplar

La postura debe ser de “descanso”, y para ello se debe ubicar el ejemplar en la 
cama de fijación acomodando con las pinzas los miembros posteriores y an-
teriores. Con mucho cuidado y suavidad, se aconseja separar bien los dedos, 

Figura 5.1.5.  Número de campo y 
procedimiento de atado en el miem-
bro posterior, a la altura de la rodi-
lla. Ilustración: J. A. Ramírez.
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para permitir una fijación correcta de los mismos, como así también de las 
membranas interdigitales en el caso de las especies que posean. Esto permitirá 
una buena observación y determinación de las especies, ya que tanto los dedos 
con discos adhesivos como las membranas interdigitales son de importancia 
taxonómica para algunas especies. Otro modo de lograr una buena postura 
es tomando el ejemplar con pinzas desde los miembros anteriores e ir apo-
yándolo en dirección posteroanterior. Es una práctica sencilla, que con mucha 
paciencia, se va mejorando la postura de los individuos a fijar (Figura 5.1.8).

Figura 5.1.6.  Disección en forma de 
“Y” para anfibios. Ilustración: J. A. 
Ramírez.

Figura 5.1.7.  Bolitas de papel servi-
lleta para incluir dentro del cuerpo 
del individuo. Foto: S. Palomas.
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Con el ejemplar ya fijado y con la postura correcta dentro de la cama de fi-
jación, se procede a cubrirlo con gasa o papel servilleta para posteriormente 
embeberlo muy bien con formol al 10%. Se debe cerrar el recipiente herméti-
camente y se debe dejar fijando aproximadamente 12 horas. 

Frecuentemente no es necesario inyectar líquido conservante a los ejem-
plares de pequeño tamaño, ya que al estar inmersos en la cama de formol 
se fijan muy bien. Sin embargo, a raíz de promover la optimización de los 
ejemplares para diversos estudios, se aconseja inyectarlos para que el formol 
bañe completamente los órganos y piezas óseas. Estos individuos así inyec-
tados podrán ser utilizados para otros estudios, como se mencionó anterior-
mente. Se sabe que el fijador por excelencia para histología es el Bouin, pero 
una buena fijación con formol, permite utilizar los ejemplares de colecciones 
para complementar estudios histológicos. 

d- Lavado

Se deben extraer primero las bolitas de papel servilleta que fueron incor-
poradas en el interior del ejemplar, e ir depositando los individuos en un 
recipiente con abundante agua. Se debe renovar el agua unas 3 veces como 

Figura 5.1.8. Postura de descanso 
para fijación de ejemplares. Ilustra-
ción: J. A. Rodríguez.
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mínimo, dejando unas cuantas horas entre renovación y renovación. En un 
tiempo atrás, se dejaba el recipiente con los ejemplares bajo un hilo de agua 
corriente constante para ir produciendo un lavado constante. Sin embargo, 
en la actualidad, ya con una conciencia incorporada en la sociedad sobre el 
cuidado de los recursos naturales; es que se opta por realizar procesos de 
renovación de agua. 

Cuando se realizan viajes de campaña de varios días, el equipo y equipaje 
que se transporta es mucho mayor; por ello, se deben reducir los envases 
grandes para transportar líquido conservante (alcohol 70%). De este modo, 
un buen método para transportar los ejemplares hasta el lugar de destino es 
la cama de fijación. Es decir, se puede prolongar el proceso de fijación de los 
ejemplares dejándolos en la cama de fijación por los días que dure la cam-
paña. Ya en el laboratorio, se da inicio al lavado de los individuos para su 
posterior conservación en alcohol 70%. 

Conservación de ejemplares 

La conservación de los ejemplares es mucho más sencilla, y es el paso a se-
guir, luego del lavado de los individuos. Como ya se viene mencionando 
en este apartado, la conservación se realiza con alcohol al 70%. Se aconseja 
utilizar frascos de vidrio para almacenar anfibios; en lo posible se recomien-
da que las tapas sean de metal. Los frascos de mermeladas, pickles, anchoas 
funcionan muy bien como contenedores. Para resguardar las tapas de los 
vapores de alcohol se debe colocar un plástico no muy grueso cubriendo 
toda la boca del frasco, incluso dejando un excedente a modo de “pollerita” 
por fuera de la tapa. Los plásticos transparentes que se usan como mantel o 
para el forrado de libros y cuadernos, llamados cristal o hule son idóneos. 
También se puede economizar utilizando el plástico envoltorio de los packs 
de gaseosas; que puede solicitarse en los supermercados o almacenes antes 
de ser desechados. Finalmente, no se debe olvidar de rotular el frasco con el 
contenido líquido y detallando el taxón incluido.   

Eutanasia

Etimológicamente, la palabra eutanasia proviene del latín euthanasia: que 
significa ‘muerte sin dolor’ y del griego antiguo εὐθανασία /euthanasía: 
‘muerte digna’. En sentido aplicativo: es el “arte de sacrificar o matar anima-
les de forma piadosa, evitando el sufrimiento físico y psíquico”(3). Este autor 
propone que una eutanasia bien realizada es aquella que logra con rapidez el 
estado de inconciencia del individuo hasta alcanzar la muerte. 
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A lo largo de los años, las prácticas de eutanasia en anuros han ido evolu-
cionando paulatinamente a raíz de nuevos estudios sobre la incidencia de 
fármacos en este grupo de vertebrados. Anteriormente, una de las prácticas 
más efectivas eran los métodos físicos como el desmedulamiento y la expo-
sición a bajas temperaturas. La técnica de desmedular sigue siendo una de 
las más efectivas ya que provoca una muerte rápida y sin dolor, sin embargo 
requiere de mucho entrenamiento y práctica por parte de la persona que 
lo realiza. Dado que estos ejemplares serán vouchers de trabajos científicos 
incorporados a colecciones biológicas, los cuales pueden ser utilizados para 
estudios posteriores, es necesario tener en cuenta que en la práctica de este 
método perjudicamos anatómicamente al ejemplar. 

La técnica de enfriamiento y congelación, antiguamente muy utilizada y 
efectiva, recibió muchas críticas por parte de algunos científicos y Comités 
de Ética, los cuales a través de mucha insistencia, prohibieron su uso. La 
principal causa del conflicto hace referencia a la formación de cristales de 
hielo en los tejidos cuando se expone al animal a bajas temperaturas mien-
tras aún está consciente, provocando esto un intenso dolor. Cabe destacar, 
que el argumento sobre la prohibición de esta técnica de enfriamiento y con-
gelación carece de una base empírica. Recientemente, varios científicos han 
realizado numerosas investigaciones sobre esta técnica de eutanasia, princi-
palmente refrescando conceptos sobre la biología térmica y los efectos fisio-
lógicos en respuesta a las bajas temperaturas de los herpetozoos. Aquí, los 
investigadores ponen en duda que estos taxones experimenten dolor alguno 
al enfriamiento, dado que existen especies adaptadas a fuertes variaciones 
térmicas extremas que carecen de receptores de respuesta al frío. De hecho, 
los resultados de los estudios, principalmente basados en nociceptores -re-
ceptores sensoriales del sistema nervioso central, especializados en propor-
cionar información sobre el daño tisular-, evidencian que la asociación del 
dolor con el enfriamiento y congelación no es posible, ya que las bajas tem-
peraturas eliminan la actividad cerebral de los ectotermos. En conclusión, 
cuando los cristales de hielo se forman en los tejidos periféricos, el cerebro 
está casi tan frío como esos tejidos; y por lo tanto, es incapaz de percibir o 
responder a los nociceptores(4). 

Con respecto a los usos de fármacos, técnicas ya más actuales, se puede men-
cionar al metanosulfonato, más conocido como MS222, el cual es uno de los 
anestésicos más utilizados en acuicultura en la Unión Europea y Estados 
Unidos desde su introducción en 1967. Existen publicaciones científicas ar-
gentinas donde se utiliza el MS222; de todas maneras es un fármaco poco 
usado por inconvenientes en la accesibilidad y por costo económico. 
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En Argentina el uso de framacos en la eutanasia de anfibios, ha generado 
resultados muy efectivos, prácticos y económicos. El fármaco utilizado por 
excelencia son los geles tópicos odontológicos a base de benzocaína en dis-
tintos porcentajes que se consiguen en farmacias, son de venta libre y de 
muy fácil aplicación. El intercambio de gases a través de la piel que poseen 
los anfibios favorece directamente la absorción del anestésico, y esto genera 
un efecto eficaz.  Sin embargo, es necesario decir que se ha observado una 
reacción diferente al anestésico entre los distintos géneros de anfibios, etapas 
de vida e incluso condiciones de manipulación y estrés. 

Una de las marcas de anestésicos que más se sabe sobre su aplicación y efec-
to es Muelita® de Laboratorios CABUCHI, que se encuentra en su presen-
tación en gel y líquida en concentraciones de 2%, 5%, 10% y 20% FORTE. 
Es necesario aclarar que en varios casos las concentraciones no son directa-
mente proporcionales al tamaño del individuo, pero si están relacionadas 
con algunas especies. Esto se puede atribuir a que intervienen factores de las 
pieles de algunas especies. Por ejemplo, en el caso de los Microhylidos. Con-
vencionalmente se utiliza Muelita® al 10%, incluso en animales más grandes 
como sapos y escuerzos, pero en los ejemplares de Elachistocleis, se ha tenido 
que recurrir a Muelita® 20% FORTE. En el caso de Dermatonotus muelleri, no 
sólo se utilizó la concentración de 20%, sino que la dosis aplicada tuvo que 
ser mayor. 

Al momento de la captura o traslado, tanto en adultos como juveniles y 
larvas, se corre el riesgo de provocarles estrés. Definitivamente, esto influ-
ye directamente en la aplicación del anestésico. Por ello, se aconseja evitar 
movimientos bruscos o sacudidas de las bolsas plásticas que contienen los 
adultos capturados, o los recipientes con larvas. Además, no debe dejarse 
los ejemplares por tiempo prolongados en las bolsas; si bien, se sabe que 
hay situaciones extremas en que quedan expuestos por mucho tiempo, se 
sugiere abrir las bolsas y renovar el aire (no soplar dentro de la bolsa, ya que 
se introduce nuestro deshecho de la respiración, el dióxido de carbono). Por 
último, colocar un poco de agua en forma de lluvia dentro de la bolsa, si el 
tiempo de traslado es corto. De lo contrario, se ha comprobado que incluir 
un poco del sustrato del lugar de la captura, ayuda a mejorar las condiciones 
del ejemplar. Este sedimento también ayuda a amortiguar los movimientos 
del traslado, evitando así el estrés del individuo. Retomando el tema, y en 
relación a lo antes detallado, algunas especies a causa de la deshidratación, 
suelen absorber agua rápidamente por los parches de la pelvis; provocando 
que al momento de colocar el gel anestésico, tiendan a eliminar agua por 
la cloaca. Cecala et al.(5); proponen que en estas situaciones, los individuos 
podrían absorber más anestesia de la necesaria. Se ha observado que indivi-
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duos de la familia Hylidae, puntualmente en Phyllomedusa sauvagii, siempre 
eliminaron agua por la cloaca. En  Pithecopus azureus, algunas Boana y Trachy-
cephalus venulosus existieron casos, muy pocos, en que no se produjo la elimi-
nación de agua (Palomas S., obs. personal). Se considera, que esta respuesta 
está estrechamente relacionada no sólo con el estrés del ejemplar, sino que 
también son especies más propensas a la deshidratación. 

Aplicación del anestésico

La técnica es sumamente sencilla, se aplica el producto en los parches pélvi-
cos y femorales; de modo que queden bien cubiertos por el gel. Es aquí don-
de los Hylidos mencionados suelen eliminar agua de sus cloacas. Se aconseja 
destinar un recipiente con tapa o bolsa plástica para colocar los individuos 
recién anestesiados, ya que el gel va quedando por las paredes de los conte-
nedores. El tiempo de efecto del anestésico dependerá de muchos factores, 
pero por lo general, es entre 5 y 10 minutos. (Figura 5.1.9)

La falta de información publicada en los trabajos científicos o la omisión de 
la misma, sobre el método de eutanasia utilizado, -por ser un tema “tabú”- 
genera grandes vacíos de información. Publicar las metodologías y expe-
riencias adquiridas sobre técnicas de eutanasia, favorecerá a enriquecer su 
práctica y uso. Además, junto a la información sobre la historia natural, la 

Figura 5.1.9. Aplicación de anesté-
sico en parches pélvicos de anuros.  
Ilustración: J. A. Ramírez.
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diversidad histológica y las adaptaciones evolutivas de los herpetozoos, per-
mitirán avanzar en el conocimiento sobre las variables y atributos fisiológi-
cos únicos de estos animales. De esta forma, los aportes podrán ser conside-
rados al momento de desarrollar e implementar pautas para la elección de 
anestesia y método de eutanasia en estudios científicos con anfibios(6).

Anexo 5.1.1. LEY Nº 22.421

Ordenamiento legal que tiende a resolver los problemas derivados de la depreda-

ción que sufre la fauna silvestre.

Buenos Aires, 5 de marzo de 1981.

En uso de las atribuciones conferidas por el artículo 5º del Estatuto para el Proceso de Reor-

ganización Nacional,

EL PRESIDENTE DE LA NACIÓN ARGENTINA SANCIONA Y PROMULGA CON 

FUERZA DE LEY:

CAPÍTULO I - DE LA CONSERVACIÓN DE LA FAUNA

ARTÍCULO 1º — Declárase de interés público la fauna silvestre que temporal o permanen-

temente habita el Territorio de la República, así como su protección, conservación, propaga-

ción, repoblación y aprovechamiento racional.

Todos los habitantes de la Nación tienen el deber de proteger la fauna silvestre, conforme a los 

reglamentos que para su conservación y manejo dicten las autoridades de aplicación.

Cuando el cumplimiento de este deber causare perjuicios, fehacientemente comprobados, los 

mismos deberán ser indemnizados por la vía administrativa, por el Estado Nacional o los pro-

vinciales en sus respectivas jurisdicciones, de conformidad con las disposiciones que dictarán 

al efecto las autoridades de aplicación.

En jurisdicción nacional, en caso de desestimarse total o parcialmente los reclamos formula-

dos, los interesados podrán recurrir ante el Juez Federal competente, interponiendo y fundan-

do recurso de apelación dentro de los quince (15) días hábiles de notificados de la resolución 

respectiva.

ARTÍCULO 2º — En la reglamentación y aplicación de esta ley las autoridades deberán 

respetar el equilibrio entre los diversos beneficios económicos, culturales, agropecuarios, re-

creativos y estéticos que la fauna silvestre aporta al hombre, pero dando en todos los casos la 

debida prelación a la conservación de la misma como criterio rector de los actos a otorgarse.
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Anexo 5.1.2

GEPIN: NUEVA PLATAFORMA DIGITAL PARA LA GESTIÓN DE PERMISOS 
DE INVESTIGACIÓN EN ÁREAS PROTEGIDAS NACIONALES

Autores: Sánchez M.E., Faure P. y L. Chust. 2021

Desde diciembre de 2020, se encuentra habilitada la nueva plataforma de Gestión 
de Permisos de Investigación (GEPIN), a través de la cual se pueden tramitar de 
forma virtual los permisos necesarios para desarrollar trabajos de investigación en 
áreas protegidas bajo tutela de la Administración de Parques Nacionales. A través 
del Sistema GEPIN, las y los investigadores podrán presentar solicitudes para la au-
torización de un nuevo proyecto de investigación, solicitar renovaciones de proyec-
tos, acceder a permisos previos y documentos emitidos por APN. El procedimiento 
para cada tipo de gestión se encuentra detallado en la plataforma https://sib.gob.ar/
institucional/permisos-de-investigacion, que en líneas generales se resume en los 
siguientes pasos: 

1. Registro del/a investigador/a responsable en el sistema. Se accede al mismo me-
diante una dirección de correo electrónico y una clave privada, completando sus 
datos personales y filiación institucional. Deberá además confirmar en cuáles de 
los proyectos que se encuentran cargados en la base de datos del sistema, que con-
tienen su nombre y/o DNI, participó. Esto permitirá que el sistema compute estos 
proyectos en su historial de usuario GEPIN, haciendo más accesible esa información 
a la hora de querer renovar un permiso de investigación. Antes de iniciar cualquier 
trámite en el sistema, deberá aceptar los términos y condiciones establecidos por la 
APN (Reglamento de Investigación).

2. Solicitud de autorización de investigación. Deberá llenar el Formulario de Solici-
tud de Autorización (o permiso) de Investigación en línea (recordando guardar siem-
pre los cambios). Una vez completo, el sistema lo conducirá a una previsualización 
del formulario, el que deberá imprimir, firmar y subir a la plataforma como docu-
mento obligatorio. Así mismo deberá adjuntar: proyecto de investigación, declara-
ción jurada de contratación de seguro o constancia del mismo, y aval institucional; 
una vez adjuntos, se selecciona la opción “solicitar permiso”. 

3. Evaluación de la solicitud. De acuerdo a las áreas protegidas involucradas, el 
sistema derivará la solicitud, de manera automática, a la Dirección Técnica corres-
pondiente, donde se evaluará y verificará la presentación de toda la documenta-
ción. En caso de existir observaciones, necesidad de ampliación de información, o 
requerimiento de alguna documentación adicional, la Dirección enviará un pedido 
de correcciones a través de la plataforma, a las cuales el investigador podrá respon-
der vía sistema o correo electrónico dependiendo de qué se trate. Cuando toda la 
información se encuentre debidamente completada, el/la investigador/a recibirá un 
correo electrónico, indicando que su Solicitud ha sido Pre Aprobada, es decir que se 
encuentra en condiciones de enviar por correo postal el Formulario de Solicitud fir-
mado y Aval Institucional original a la oficina técnica interviniente en la evaluación. 
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Actualmente se está gestionando ante el organismo competente, que todo el trámite 
pueda realizarse de manera virtual mediante la plataforma de Trámites a Distancia 
(TAD), cuya incorporación será debidamente informada en el Sistema.

4. Emisión de la autorización de investigación. La Dirección Técnica encargada de 
emitirla, cargará en el Sistema dicho documento (archivo con firma digital), llegan-
dole al investigador/a un aviso por correo electrónico de que el permiso fue emitido, 
quedando disponible en el GePIn para su descarga. Recordamos que las autoriza-
ciones de investigación se otorgan por un plazo máximo de un año, con posibilidad 
de renovación. 

5. Desarrollo tareas de campo. Luego de obtenida la autorización de investigación, 
y previo a la realización de actividades en terreno, el/la investigador/a deberá pre-
sentar con antelación a su viaje, la constancia de seguro correspondiente (en caso de 
no haberlo hecho antes), y comunicarse con el Área Protegida a prospectar, a fin de 
coordinar su ingreso, estadía, completado de fichas de registro de recolección, guías 
de tránsito, etc.
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       Logo Institucional y/o Académico

 

                                                                                               
 

Lugar y fecha _____________________

 

 Al Director/a - Secretario/a - SubSecretario/a - Ministro/a

 de la Dirección/Secretaría/SubSecretaría/ministerio

Sr./Lic./Gque./Ingeniero/Dr.  <nombre y apellido completo>

 S__________/__________D

 

                                                En mi carácter de Investigador/a - Docente <indicar depen-
dencia a la que pertenece> (Universidad, Facultad, Instituto, otro), tengo 
el agrado de dirigirme a Ud, con el fin de solicitar la autorización de per-
miso de colecta para estudios científicos sobre…… en la  Provincia de/
Área protegida. Dicha actividad se realizarán en el marco del siguiente 
proyecto titulado: <“colocar nombre de proyecto o plan de tesis”>.

breve detalle sobre antecedentes en el tema (no más de 5 renglones), al-
gunos objetivos del plan de trabajo o proyecto (no más de 5 renglones).

                                                 Se adjunta a la misma la nota de solicitud, nota de aval de la 
institución, CV, proyecto de investigación y Formulario Anexo...

                                                 Sin otro particular, lo/a saludo a Ud. con distinguida consi-
deración.

 

 

Firma

DNI y aclaración del solicitante

Anexo 5.1.3
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       Logo Institucional y/o Académico

 

                                                                                               
 

Lugar y fecha _____________________

 

 Al Director/a - Secretario/a - SubSecretario/a - Ministro/a

 de la Dirección/Secretaría/SubSecretaría/ministerio

Sr./Lic./Gque./Ingeniero/Dr.  <nombre y apellido completo>

 S__________/__________D

 

                                            Como Decano/a (de la Facultad de…) - Director/a (del 
Instituto de…); extiendo mi aval al Dr/a - Lic. - Mgter. - Prof.- <nombre y 
apellido del/la solicitante con DNI: --.---.--->, y su grupo de trabajo que 
se desempeñan como docentes investigadores en esta casa de estudios, 
a desarrollar las actividades de investigación enmarcadas en el proyecto 
<“nombre del proyecto o plan de tesis”>. Dicho proyecto, se realizará 
en.. <“las instalaciones del Parque Nacional El Impenetrable, ubicado 
en la localidad de Miraflores Dto. General Güemes de la Provincia de 
Chaco>”.

                                                      Las actividades a desarrollar por el Dr/a - Lic. - Mgter. - Prof. 
<nombre del solicitante> será de relevancia para nuestra institución, 
como así también para contribuir al conocimiento <“de la diversidad de 
la herpetofauna en la región chaqueña”>.

 

Firma de la máxima autoridad

 Decano/a (de la Facultad de…) - Director/a (del instituto de…)

sello

Anexo 5.1.4
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6.1 MONITOREO DE ANFIBIOS EN LOS PARQUES 
NACIONALES PATAGÓNICOS: PROTOCOLOS AD 
HOC  PARA ESPECIES DE VERTEBRADOS DE VALOR 
ESPECIAL

Hernán Pastore1 & Carmen Úbeda2

1 Dirección Regional Patagonia Norte, Administración de Parques Nacionales, Bariloche, Argentina.

2 Universidad Nacional del Comahue, Bariloche, Argentina.

Desde la perspectiva de la Biología de la Conservación resulta claramen-
te importante decidir sobre qué especies deberían dirigirse los esfuerzos de 
conservación más urgentemente, dado que el tiempo y los recursos con que 
se cuenta son generalmente limitados(1,2). Los principales criterios utilizados 
para seleccionar a estas especies, explícita o implícitamente, son: su vulnera-
bilidad a la extinción (especies amenazadas, como Rhinoderma darwinii), ser 
indicadoras del estado de conservación del ecosistema o de procesos ecoló-
gicos importantes (especies indicadoras, como Atelognathus patagonicus), ser 
responsables de cambios físicos o procesos significativos en el ecosistema 
(especies clave, como Alsodes gargola en lagunas altoandinas), ser represen-
tantes carismáticos de un ecosistema en particular (especies bandera o em-
blemáticas, como R. darwinii), o bien estar particularmente valoradas por sus 
servicios o significados para las comunidades locales (especies de valor cul-
tural), entre otras características posibles y no mutuamente excluyentes(1,2). 
Pese a los inconvenientes para la correcta identificación de estas especies de 
interés particular o especies focales, fijar la atención en un número limitado 
de especies tiene enormes ventajas prácticas para la aplicación de este con-
cepto a casos concretos de gestión.

En este marco de especies focales, los esfuerzos de conservación se diri-
gen hacia estas especies, pero bajo un objetivo mayor: lograr la conservación 
del ecosistema. Por ejemplo, al invertir esfuerzo en proteger a una especie 
“paraguas” (especies con grandes requerimientos de hábitat y/o recursos), 
se garantiza la protección de todo un ecosistema. En otros casos, la especie 
focal actúa como “ingeniero de ecosistemas”, facilitando con su accionar la 
existencia de otras especies (e. g. la vizcacha crea madrigueras que utilizan 
numerosas especies de anfibios, reptiles, aves, etc.).
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Desde 1994, la Administración de Parques Nacionales (APN) cuenta -para 
cada Parque, Reserva o Monumento Natural- con listados de especies ani-
males autóctonas de valor especial, seleccionadas por su importancia de 
conservación. Esta selección se realiza en base a una serie de criterios explí-
citos, entre ellos: que estén amenazadas, poco representadas en el sistema de 
áreas protegidas, que sean clave para estructurar el ecosistema, o que estén 
valoradas por la sociedad.

De este conjunto de Especies de Vertebrados de Valor Especial, las Direcciones 
Regionales de la APN (unidades regionales que entienden en aspectos técnicos) 
seleccionan algunas sobre las cuales se realizan planes de monitoreo sistemati-
zado que sirven como insumo para llevar a cabo estrategias de conservación.

Históricamente el esfuerzo de monitoreo se focalizó sobre algunos mamí-
feros y aves de manera poco sistemática (con excepción del huillín). A me-
diados de la primer década de este siglo, la Dirección Regional Patagonia 
Norte identificó la necesidad de diseñar protocolos de monitoreo estanda-
rizados.

La rana del Challhuaco, Atelognathus nitoi, fue el primer anfibio seleccionado 
para ser monitoreado, por su condición de especie microendémica, la acce-
sibilidad a su área de distribución y el conocimiento previo(3-5). Es así que se 
elaboró un protocolo que pretende tomar conocimiento del estado del ambien-
te y actuar como alerta temprana ante la presencia de amenazas, además de 
registrar la ocurrencia de las diferentes etapas del ciclo de vida. Este protocolo 
incluye una parte introductoria dirigida al personal que realizará el monito-
reo (en su mayoría guardaparques) sobre las características de la especie -y su 
diferenciación de otros anuros simpátricos-, su biología, sus requerimientos 
ecológicos y su hábitat, ilustrado con fotografías(6). A continuación brinda un 
instructivo para la realización del monitoreo, que describe la frecuencia esta-
cional de los relevamientos (para documentar los principales eventos dentro 
del ciclo anual), las coordenadas de las lagunas a monitorear y las instruccio-
nes para completar la planilla de registro de datos (Figuras 6.1.1 y 6.1.2). Cabe 
aclarar que para llevar a cabo el monitoreo no es necesario que el observador 
busque activamente ejemplares o masas de huevos (sólo se registran los que se 
observan eventualmente), ya que el monitoreo tiene como objetivo principal 
evaluar el estado del ambiente y detectar las amenazas presentes.

Un análisis reciente de 13 años de monitoreo de A. nitoi permitió corroborar 
la persistencia de la especie, su reproducción en todas las lagunas monito-
readas y detectar cambios en las amenazas a la población, cuyo análisis per-
mitió elaborar recomendaciones y diseñar medidas correctivas(7).
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Siguiendo este mismo esquema, luego se elaboró el protocolo para Atelog-
nathus patagonicus, endémica del PN Laguna Blanca y alrededores(8), al que 
siguieron los de Rhinoderma darwini y Rhinella rubropunctata(9) que aún se en-
cuentran en proceso de prueba de campo y finalización.

Figura 6.1.1 Anverso de la Planilla 
de Monitoreo de Atelognathus nitoi.
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Figura 6.1.2. Reverso de la Planilla 
de Monitoreo de Atelognathus nitoi.
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6.2 ESPECIES POCO FRECUENTES, ELUSIVAS 
O DESAPARECIDAS: CASO DE ESTUDIO DE 
LAS RANAS  MARSUPIALES DEL GENERO 
GASTROTHECA DE ARGENTINA

Mauricio S. Akmentins1 & Martín Boullhesen1,2

1 Instituto de Ecorregiones Andinas (INECOA), CONICET – Universidad Nacional de Jujuy, CCT 
Salta-Jujuy, San Salvador de Jujuy, Argentina.

2 Instituto de Investigaciones de Biodiversidad Argentina (PIDBA), Facultad de Ciencias Naturales e 
Instituto Miguel Lillo, San Miguel de Tucumán, Argentina.

En toda comunidad biológica siempre hay organismos que son más difíciles 
de detectar que otros. En el caso de los anfibios anuros existen especies que 
son naturalmente escasas o poco frecuentes de hallar, esto puede ser por su 
estilo de vida críptico, porque tienen un tipo de reproducción del tipo explo-
siva o porque su periodo de actividad no coincide con el de la mayoría de las 
especies. Ejemplos de esto son las especies arbóreas o especialistas de hábitat 
como la Rana Musgo (Itapotihyla langsdorffii), las ranas de las familias Micro-
hylidae y Ceratophryidae que son de hábitos cavadores/fosoriales y de re-
producción explosiva, o bien especies de hojarasca como el Sapo Yungueño 
(Rhinella rumbolli) que se reproduce en invierno, al contrario de la mayoría 
de las especies de esta ecorregión que se reproducen en primavera y verano. 
Otra causa para una baja detectabilidad de una especie puede deberse a una 
baja densidad de individuos a causa de una declinación poblacional. Esta 
dificultad para detectar estas especies puede representar un desafío a la hora 
de estudiarlas o realizar inventarios de diversidad de anfibios.

Un caso particular son las tres especies de ranas marsupiales del género Gas-
trotheca de Argentina. Estas ranas marsupiales son endemismos estrictos de 
la ecorregión de las Selvas de las Yungas en el noroeste de Argentina(1), son 
anuros de hábitos de vida secretivos ya que viven ocultos en grietas de las 
rocas, troncos huecos (o huecos en los árboles) y dentro de bromelias epífi-
tas(2). El periodo de actividad de canto de los machos se da entre los meses 
de mayo y noviembre (principalmente durante el otoño y el invierno) y los 
renacuajos de las especies G. chrysosticta y G. gracilis sólo se los encuentra 
en microhábitats particulares como las vertientes temporarias en el interior 
de las selvas de las Yungas(2) (obs. pers.). Las tres especies de ranas marsu-

´
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piales de Argentina se encuentran seriamente amenazadas de extinción(3,4), 
lo cual se debe principalmente a una fuerte declinación las poblaciones de 
estas especies que llevó a su súbita desaparición en la década de 1990(5). Dos 
de estas especies fueron redescubiertas luego de periodos de 20 y 25 años sin 
registros en la naturaleza(5,6), pero la Rana Marsupial de Calilegua (G. chris-
tiani) aún continúa desaparecida desde el año 1996 a pesar de los denodados 
esfuerzos de búsqueda en años recientes(4).

Trabajar con especies desaparecidas, al igual que con las especies poco fre-
cuentes o elusivas, presenta una serie de desafíos particulares y requiere de 
un esfuerzo metodológico, logístico y presupuestario mayor que el requeri-
do para trabajar con la mayoría de las especies de anfibios. Pero el desafío 
en común que representan es el definir el dónde, cómo y cuándo buscarlas.

Cuando se trabaja en un área geográfica donde sospechamos la presencia de 
una de estas especies raras, ya sea por registros de históricos de presencia 
o la localidad en cuestión se encuentra dentro del área geográfica de dis-
tribución conocida o estimada, lo primero que debemos hacer es recopilar 
la mayor cantidad de datos sobre la historia natural de la o las especies de 
interés. Si bien esto no es siempre posible para la anurofauna de Argentina(7), 
el conocimiento de los hábitos de vida y fenología reproductiva ayudan a 
focalizar los esfuerzos de búsqueda y les dan un mejor marco temporal a las 
actividades de campo.

En el caso de los esfuerzos de búsqueda y monitoreo de las especies de ranas 
marsupiales de Argentina, se han empleado a lo largo de los años un conjun-
to de métodos de búsqueda activa y pasiva con disímiles resultados.

Sin lugar a dudas el método más efectivo para detectar estas ranas marsu-
piales ha sido la técnica estandarizada de búsqueda activa por encuentro 
visual o auditivo (ver Sección 3.1 Relevamiento de anuros). El problema 
de la búsqueda activa para este tipo de especies raras es que insume mucho 
tiempo y costos logísticos. Por lo general la búsqueda activa ha sido emplea-
da en transectas lineales delimitadas por distancia o por tiempo. Por lo ge-
neral las transectas de búsqueda activa fueron combinadas con puntos fijos 
de playback(8). Esta técnica consiste en la reproducción continua del canto 
de anuncio de la especie objetivo con un sistema de reproducción de sonido 
(grabador de mano, parlantes bluetooth o dispositivo móvil) por un lapso de 
tiempo determinado (ej. durante 30 segundos) y luego escuchar si responde 
algún individuo. Las estaciones de playback se pueden fijar a tiempos o dis-
tancias determinadas dentro de una transecta de búsqueda activa o en caso 
de especies con requerimientos particulares de hábitat, se puede realizar una 
estación de playback cada vez que se encuentren estos hábitats a lo largo 
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de la transecta. En caso de disponer de los registros bioacústicos de la o las 
especies de interés, el playback del canto es una manera bastante efectiva de 
incrementar las posibilidades de localizar ejemplares machos de la mayoría 
de los anuros(9,10), ya que esto dispara el comportamiento territorial emitien-
do su canto de anuncio o vocalizaciones agresivas. El playback generalmen-
te funciona mejor en especies de reproducción prolongada y con compor-
tamiento territorial marcado, como los integrantes de las familias Hylidae, 
Leptodactylidae, Phyllomedusidae, Craugastoridae entre otras (obs. pers.). 
Otro factor a tener en cuenta a la hora de emplear esta técnica es la ventana 
temporal, ya que sólo es efectiva en la época reproductiva de la mayoría de 
las especies.

Otra de las metodologías ampliamente utilizadas para la búsqueda y moni-
toreo de ranas marsupiales ha sido el Monitoreo Acústico Pasivo (MAP) (ver 
Sección 3.1.d). En el caso de los ensambles de anuros de las selvas de Yun-
gas, este método demostró ser igualmente efectivo para los relevamientos 
de riqueza de especies que la búsqueda activa por encuentro visual(11). Como 
se trata de especies que se encuentran en localidades de difícil acceso y se 
requiere de un gran esfuerzo logístico y económico para realizar las campa-
ñas de relevamiento, la elección de los Grabadores Digitales Automatizados 
(GDAs) se basó en los siguientes parámetros: la duración de las baterías, una 
gran capacidad de almacenamiento y robustez del diseño (confiabilidad). 
Esto es debido a que los GDAs deben operar por largos períodos de tiempo 
en condiciones climáticas de alta humedad, intensas precipitaciones y extre-
mos térmicos. Para el despliegue de los GDAs siempre se ponderó a localida-
des de ocurrencia histórica de las especies objetivo o de presencia probable 
en base del conocimiento de su biología y hábitos de vida. Los GDAs por 
lo general siempre han operado durante el año calendario en los puntos de 
MAP, pero en otras ocasiones su período de actividad se ha restringido sólo 
a los meses de otoño, invierno y principios de primavera (mayo a noviem-
bre) coincidente con la fenología de canto conocida para estas especies(2). Los 
GDAs son programados para grabar un minuto cada 19 minutos para obte-
ner un total de 3 registros bioacústicos por hora durante las 24 horas del día; 
esta configuración maximiza la posibilidad de detectar especies con activi-
dad de vocalización errática o extendida durante el día. Las grabaciones se 
realizan preferentemente en mono (utilizando sólo uno de los micrófonos 
del GDA) y restringiendo la banda de frecuencia del registro bioacústico a 
16 KHz. Esto se debe a que los archivos de sonidos ocupan menos memoria 
y también al restringir la banda de frecuencia a la que se graba se facilita la 
revisión de los espectrogramas en caso de identificación manual o su reco-
nocimiento a través de softwares de identificación automática de cantos. Es 
imprescindible contar con la descripción del canto de las especies objetivo 
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a relevar mediante MAP para poder lograr la identificación positiva de las 
mismas en los registros bioacústicos, en el caso de las ranas marsupiales de 
Argentina existen descripciones formales o reportes informales de sus can-
tos de anuncio(12,13,14).

Esta es una compilación de las lecciones aprendidas en más de una década 
de trabajo con ranas marsupiales pueden ser aplicables a otras especies y 
ecosistemas, siempre y cuando sean adaptadas según el conocimiento previo 
que se tenga a la hora de encarar un trabajo con anfibios que representan un 
desafío para registrarlos o monitorearlos. Se destaca el potencial del MAP 
para el monitoreo de especies poco frecuentes o de hábitos de vida crípticos 
que habitan en lugares remotos, de difícil acceso o en condiciones climáticas 
desafiantes para su investigación a campo.

Bibliografía
1. Lavilla, E.O. & Heatwole, H. 2010. Status of Amphibian Conservation and Decline in Ar-

gentina: 30-78. En: Heatwole, H.; Barrio-Aromós, C.L; Wilkinson, J.W. (eds.). Amphibian 
Biology. Volume 9. Status of Decline of Amphibians of Western Hemisphere. Issue Num-
ber 1: Paraguay, Chile and Argentina. Surrey Beatty & Sons, Australia.

2. Laurent, R.F.; Lavilla, E.O. & Terán, E.M. 1986. Contribución al conocimiento del género 
Gastrotheca Fitzinger (Amphibia: Anura: Hylidae) en Argentina. Acta Zoológica Lilloana 
38: 17-210.

3. Vaira, M.; Akmentins, M.; Attademo, A.; Baldo, D.; Barrasso, D.; Barrionuevo, S.; Basso, 
N.; Blotto, B.; Cairo, S.; Cajade, R.; Céspedez, J.; Corbalán, V.; Chilote, P.; Duré, M.; Falcio-
ne, C.; Ferraro, D.; Gutiérrez, F.; Ingaramo. M.R.; Junges, C.; Lajmanovich, R.; Lescano, 
J.N.; Marangoni, F.; Martinazzo, L.; Marti, R.; Moreno, L.; Natale, G.S.; Pérez Iglesias, J.; 
Peltzer, P.; Quiroga, L.; Rosset, S.; Sanabria, E.; Sánchez, L.; Schaefer, E.; Úbeda, C. & Za-
racho, V. 2012. Categorización del estado de conservación de los Anfibios de la República 
Argentina. Cuadernos de Herpetología 26: 131-159.

4. IUCN. 2021. The IUCN Red List of Threatened Species. Version 2021-1. Disponible en 
https://www.iucnredlist.org. Consultada el 24 de junio de 2021.

5. Akmentins, M.S.; Pereyra, L.C. & Vaira, M. 2012. Using sighting records to infer extinc-
tion in three endemic Argentinean marsupial frogs. Animal Conservation 15: 142-151.

6. Akmentins, M.S.; Boullhesen, M.; Bardavid, S.; Espinoza, C.J. & Falke, F. 2018. Redisco-
very of Gastrotheca chrysosticta Laurent, 1976 (Anura: Hemiphractidae) in Baritú National 
Park, Salta, Argentina. Cuadernos de Herpetología 32: 137-139.

7. Vaira, M.; Akmentins, M.S. & Lavilla, E.O. 2018. Plan de Acción para la Conservación 
de los Anfibios de la República Argentina. Cuadernos de Herpetología 32 (supl. 1): 1-56.

8. Sung, H.; Kim, S.; Park, S. & Park, D. 2005. Effectiveness of mating call playbacks in 
anuran call monitoring: A case study of three-striped pond frogs (Rana nigromaculata), 
Integrative Biosciences 9: 199-203.

9. Lehtinen, R.M. & Witter J.R. 2014. Detecting frogs and detecting declines: an examination 
of occupancy and turnover patterns at the range edge of Blanchard’s cricket frog (Acris 
blanchardi). Herpetological Conservation and Biology 9: 502-515.

10. Allain, S.J.R. & Goodman, M.J. 2017. Using call playbacks to investigate a population of 
non-native midwife toads Alytes obstetricans (Laurenti, 1768) in Cambridge, UK. The Her-
petological Bulletin 140: 28-30.

11. Boullhesen, M.; Vaira, M.; Barquez, R.M. & Akmentins, M.S. 2021. Evaluating the efficacy 
of visual encounter and automated acoustic survey methods in anuran assemblages of 
the Yungas Andean forests of Argentina. Ecological Indicators 127: 107750.



6.2 Ranas marsupiales  del género Gastrotheca 413

12.  Vaira, M.; Ferrari, L. & Akmentins, M.S. 2011. Vocal repertoire of an endangered marsu-
pial frog of Argentina, Gastrotheca christiani (Anura: Hemiphractidae). Herpetology Notes 
4: 279-284.

13. Akmentins, M.S.;. Bonduri, Y.V; Contreras, P.; Francisconi, L.E.; Massabie, P.J. & Santillán, 
J. 2014. Redescripción del canto de anuncio de Gastrotheca gracilis Laurent, 1969 (Anura: 
Hemiphractidae) y primer registro para el Parque Nacional Campo de Los Alisos, Tucu-
mán, Argentina. Cuadernos de Herpetología 28: 147-152

14.  Akmentins, M.S. & Boullhesen, M. 2020. The advertisement call of Gastrotheca chrysosticta 
Laurent, 1976 (Anura: Hemiphractidae). Zootaxa 4895: 297-300.



6.3 Gigante de las Pampas 414

6.3 GIGANTE DE LAS PAMPAS. UN PROGRAMA 
DE CIENCIA CIUDADANA APLICADO A LA 
CONSERVACION DEL ESCUERZO (CERATOPHRYS 
ORNATA)

Camila Deutsch1,2 & Gabriela Agostini1,2

1 CONICET-Universidad de Buenos Aires, Instituto de Ecología, Genética y Evolución de Buenos 
Aires. Grupo de Estudios sobre Biodiversidad en Agroecosistemas. Ciudad Universitaria, Pabellón II. 
Güiraldes 2160, C1428EGA, CABA, Argentina. 

2 COANA, Conservación de Anfibios en Agroecosistemas, La Plata, Argentina.

El Escuerzo (Ceratophrys ornata) es un anfibio que habita los pastizales tem-
plados del Cono Sur. La distribución histórica incluye la Región Pampeana 
argentina, los departamentos de San José y Rocha en Uruguay y el estado de 
Rio Grande do Sul en Brasil(1), aunque en estos dos últimos países la especie 
no ha sido registrada desde 1982(2). La UICN propone el estatus de conserva-
ción Casi Amenazada(3), mientras que es considerada Vulnerable en Argenti-
na(4) y Uruguay(2) y Críticamente Amenazada en Rio Grande Do Sul(5).

En el 2015, se creó el proyecto de conservación “Gigante de las Pampas” 
(https://gigantedospampas.wixsite.com/argentina) en respuesta a las dismi-
nuciones poblacionales y extinciones locales del Escuerzo. Para el momento, 
se desconocía la distribución actual de la especie dado que los datos de ocu-
rrencia recientes eran escasos o se basaban en descripciones anecdóticas y 
registros no corroborados. De esta manera, el primer objetivo fue definir la 
ocurrencia actual de la especie en Argentina para delinear futuras acciones 
de investigación y conservación(6).

La dificultad de detección del Escuerzo había limitado, hasta el momento, la 
realización de estudios de historia natural y poblacionales y en consecuencia 
un apropiado análisis, basado en evidencia, de las causas que podrían estar 
generando las declinaciones. A tal efecto y como complemento a monito-
reos de campo, se desarrolló un programa de CC en comunidades rurales 
de Argentina que reunió cerca de 150 registros, incrementando en un orden 
de magnitud la cantidad de registros publicados en el lapso de 10 años de 
investigaciones(6). Además, como parte de este estudio, se logró reconocer 
dos áreas ubicadas en la provincia de Buenos Aires donde la aparición de la 
especie es relativamente frecuente, exhibiendo una oportunidad para pro-

´
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fundizar en el conocimiento de los aspectos fundamentales de la biología del 
Escuerzo y poner a prueba acciones de conservación in situ. En el año 2018 
el programa de CC se expandió a Brasil y Uruguay con el objetivo de reunir 
registros recientes del Escuerzo en ambos países abarcando el completo ran-
go de distribución histórica de la especie(7). Actualmente, “Gigante de las 
Pampas” continúa vigente en Argentina, Brasil y Uruguay y lleva reunidos 
cerca de 900 registros confirmados del Escuerzo con fechas que van desde 
1940 a 2021.

Como ya se mencionó (ver Sección 4.13 Ciencia Ciudadana), lograr la par-
ticipación de la ciudadanía en iniciativas de CC que involucran la toma de 
datos de un grupo taxonómico poco carismático representa un importante 
desafío(8). Por eso, resultó de vital importancia conocer en detalle la metodo-
logía que mejor aplica al contexto y a los objetivos del proyecto. En el caso 
del programa de CC “Gigante de las Pampas” se trabaja con dos formatos 
de encuesta(6): online y presencial. Ambos formatos reúnen la misma infor-
mación relativa al registro: fecha, lugar, coordenadas geográficas, tipo de 
ambiente, condiciones climáticas, número de individuos, sexo y comporta-
miento. La encuesta online se diseñó en la plataforma de Google Forms® y 
para su promoción se mantiene una intensa campaña por redes sociales (Fa-
cebook®, Instagram® y Twitter®). Dado que el Escuerzo es una especie de 
baja detectabilidad, se elaboró una estrategia para maximizar la obtención de 
registros. De esta manera, en días con fuertes precipitaciones durante la tem-
porada reproductiva de la especie (primavera y verano), se comparten flyers 
por las redes sociales con la encuesta del registro, dado que esos momentos 
coinciden con la más alta probabilidad de encuentro. Las encuestas online 
permiten llegar a un gran número de personas y abarcar grandes áreas de 
extensión(9), pero en zonas rurales dónde la accesibilidad a internet es baja o 
cuando el público de interés es de edad avanzada, resulta necesario incorpo-
rar otras estrategias(10). Por esta razón, se elaboraron encuestas presenciales 
que permiten alcanzar un público diferente. Para promover la participación 
de la gente en lugares remotos se realiza un profundo trabajo de vinculación 
con entidades educativas y municipales. Así, se desarrollan charlas y talleres 
en escuelas, se concurre a programas de radio y televisión local, y se presenta 
un stand del programa de CC en distintas fiestas regionales. Es importante, 
en este punto, resaltar el rol preponderante que juegan las actividades edu-
cativas y de comunicación en la sensibilización del público sobre temáticas 
de conservación de la biodiversidad. En definitiva, es este interés el que lle-
vará a las personas a involucrarse en un programa de CC(11). 

A la hora de diseñar un proyecto de CC es de vital importancia abordar se-
riamente cuál es el método más conveniente de validación o verificación de 



6.3 Gigante de las Pampas 416

los datos(12). En el caso del programa “Gigante de las Pampas” el método de 
validación de registros de las encuestas online requiere como condición, la 
presentación de una fotografía. En caso de no contar con una fotografía, se 
contacta directamente a la persona que cargó el registro y se le solicita infor-
mación adicional sobre el tamaño, coloración y comportamiento del animal 
que avistó(6). El Escuerzo presenta características que son únicas entre las 
especies de la región. Por ejemplo, es la única especie de anfibio que depreda 
sobre pichones (muchas veces pollos domesticados), y presenta un compor-
tamiento defensivo muy peculiar que consiste en inflarse, abrir la boca y 
gritar. Si la información adicional presentada por lxs colaboradorxs incluye 
alguna de estas características únicas, el registro es considerado válido. Fren-
te a un escenario dudoso, se opta por descartar el registro. Para el caso de 
las encuestas presenciales, el método de validación incluye la presentación 
de una lámina impresa que contiene seis fotografías de anfibios de distintas 
especies, entre ellas, el Escuerzo. Luego de realizar la encuesta, se invita a la 
persona encuestada a señalar en la lámina al “Escuerzo” que vió. También 
se usa como método de verificación, la aparición de las características dis-
tintivas ya mencionadas a lo largo del relato que acompaña al registro. Los 
resultados hasta el momento son contundentes y evidencian que aquellas 
personas que vieron efectivamente un Escuerzo lo reconocen de inmediato, 
incluso cuando el registro ocurrió muchos años atrás. 

Las aplicaciones para dispositivos móviles y las plataformas web son cada 
vez más utilizadas en proyectos de CC(13). Sin embargo, no siempre la im-
plementación de estas herramientas conduce a resultados exitosos. En el 
caso del programa de CC “Gigante de las Pampas” cuyo objetivo era reunir 
registros de una única especie de anfibio, el desarrollo de una APP para 
el celular no brindó los resultados esperados. La APP “Escuerzo: Gigante 
de las Pampas” (https://play.google.com/store/apps/details?id=io.ionic.
conicet&hl=es_AR) disponible en Google Play Store® fue desarrollada por 
alumnos de la EESTNº1 de Santa Teresita en el 2018. Si un usuario encuentra 
un Escuerzo, desde la aplicación móvil puede tomar una foto, video o audio 
seleccionando la opción “Encontré un Escuerzo” y enviar el registro luego de 
completar sus datos personales (que son automáticamente guardados para 
una futura carga de datos). Este registro puede ser visualizado por las inves-
tigadoras en tiempo real. Lo más interesante de la información que obtiene 
la APP, es que además de llegar la foto, video o audio del ejemplar registra-
do, se obtienen automáticamente las coordenadas geográficas, fecha y hora 
del registro y condiciones meteorológicas (la APP obtiene esta información 
vinculándose con la estación meteorológica más cercana según las coorde-
nadas geográficas detectadas). La posibilidad de obtener toda la información 
antes mencionada con la simple acción de enviar el registro desde el celular, 
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representa un avance y una ventaja a la hora sumar voluntarixs al programa 
de CC. Aun así, los registros obtenidos a través de la aplicación móvil fueron 
muy escasos en comparación con los obtenidos con las encuestas online y 
presenciales.

En las dos áreas prioritarias para la conservación del Escuerzo(6), además 
de la estrategia de CC implementada para la recopilación de registros, este 
abordaje permitió visualizar nuevos objetivos como el entrenamiento y re-
clutamiento de voluntarixs para tareas de monitoreo, y el establecimiento de 
una red vecinal involucrada en la identificación de Escuerzos en situaciones 
de riesgo. En este sentido, las actividades de educación y extensión resulta-
ron efectivas en la identificación y reconocimiento de actores locales que, 
dado su interés y participación activa, podían asumir roles activos en las 
actividades que el proyecto involucra. Una vez identificadas estas personas, 
se les brinda capacitaciones y el entrenamiento necesario para realizar acti-
vidades específicas de monitoreo. Además, las capacitaciones entrenan a lxs 
voluntarixs como replicadorxs del programa de CC, lo que aumenta la difu-
sión y articulación del proyecto con la comunidad local. De esta manera, se 
incorporó al equipo 12 personas de distintas localidades de las provincias de 
Buenos Aires, La Pampa y Córdoba. En la actualidad, estas personas están 
involucradas en monitoreos continuos de la especie y facilitan enormemente 
las tareas de investigación de este proyecto y que se focaliza en una especie 
con amplio rango de distribución. 

En algunas localidades donde la aparición del Escuerzo es relativamente 
frecuente(6) y donde el programa de CC ha logrado un fuerte impacto en la 
comunidad, se estableció una red activa de vecinxs que, además de recopilar 
registros de la especie, dan aviso al encontrar un ejemplar en situación de 
vulnerabilidad (e.g. cruzando caminos, siendo atacado por un animal do-
méstico, encerrado en el patio de una casa, etc.). Estos registros se dan de ma-
nera cada vez más frecuentes en áreas de reciente urbanización, donde las 
poblaciones no han sido aun completamente desplazadas. De esta manera, 
se está trabajando en conjunto con los organismos estatales en una estrategia 
y protocolo de rescate y reubicación de individuos en áreas predetermina-
das por las investigadoras del proyecto y por las autoridades de aplicación 
(OPDS y Dirección de Flora y Fauna provincial).
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El objetivo principal de este Manual es el desarrollo de un 
compendio de técnicas y protocolos estándares para el inventario y 
monitoreo de poblaciones de anfibios, actualizado con los procedimientos, 
herramientas y técnicas de análisis más recientes y adaptado a las 
condiciones y realidades nacionales. Su contenido está destinado a 
ayudar a superar algunas de las dificultades que se pueden enfrentar 
al configurar un programa de inventario y monitoreo para anfibios. 
Pretendemos brindar una orientación práctica sobre cómo diseñar y 
llevar a cabo estudios que puedan servir para múltiples aplicaciones 
más allá de las necesidades de un proyecto particular. En este manual 
compilamos las experiencias y consejos de numerosos especialistas 
sobre diferentes temáticas que pudieran permitir a los lectores y usuarios 
de este manual obtener la mayor cantidad y calidad de datos durante la 
realización de futuros proyectos de investigación relacionados con 
estas temáticas.

Con esta propuesta intentamos volcar la experiencia recolectada durante 
años de trabajo, incorporando el suficiente detalle para garantizar 
el desarrollo de estudios reproducibles y comparables y 
proporcionando una referencia para futuros proyectos, relevamientos 
y/o monitoreos enfocados a la conservación de las especies de 
anfibios de nuestro país. Nuestra intención es que este manual sea 
ampliamente utilizado y estimule la recopilación de datos estandarizados 
y la colaboración entre proyectos dentro y entre disciplinas vinculadas al 
estudio de los anfibios en Argentina.

Buena parte de la información contenida en este Manual se 
refiere centralmente a anfibios de Argentina, pero consideramos que 
mucha de la información puede tener aplicaciones en muchos países de la 
región con los que compartimos muchas especies y ambientes. La 
estructura y el esquema para el Manual fue desarrollado por 53 autores en 
base a la experiencia; su conocimiento experto y los protocolos existentes 
en la literatura. 


