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RESUMEN 

Los anfibios son los vertebrados más amenazados. Las enfermedades emergentes de los anfibios, como la quitridiomicosis y ranavirosis, 
constituyen una de sus amenazas más relevantes, causando mortalidades masivas, declives poblacionales y extinciones. Dada la preocu-
pación internacional por la crisis de los anfibios, en las últimas décadas han surgido muchas iniciativas para el seguimiento de poblaciones. 
Desgraciadamente, muchas de estas iniciativas no resultan eficaces para determinar la emergencia de estas enfermedades ni para evaluar 
su impacto real en las poblaciones, dado que: no se centran en las especies, los estadios de desarrollo y las épocas del año adecuadas, y 
no incluyen la toma de datos de infección de manera regular. En el caso de las poblaciones con incidencia de patógenos conocida la situa-
ción no es mejor, dado que raramente se llevan a cabo programas de seguimiento a largo plazo una vez que los brotes de mortalidad han 
cesado. Por lo tanto, mientras que cada vez son más frecuentes los casos publicados de mortalidades masivas de anfibios asociados a las 
enfermedades emergentes, existe un vacío de conocimiento significativo sobre la incidencia real de estas enfermedades y de sus efectos a 
medio y largo plazo.

PALABRAS CLAVE: Enfermedades emergentes, quitridiomicosis, Batrachochytrium dendrobatidis, ranavirosis, Ranavirus, ADN ambiental, monito-
reo de anfibios, estrategias de conservación.

ABSTRACT

Amphibians are the most threatened vertebrate group. The emerging diseases such as chytridiomycosis and ranavirosis are important 
amphibian threats, being responsible for mass mortality events, population declines and extinctions. Given the global scale of the amphibian 
crisis, numerous monitoring efforts have emerged in recent decades. Unfortunately, many of them are not effective in determining the emer-
gence of diseases, nor in assessing their real impact on populations. This is partly because these efforts are not species-specific nor focused 
on appropriate developmental stage and/or time of year, but also due to the lack of a routine collection of infection data. In populations with 
known incidence of pathogens the situation is no better because long-term monitoring programs are rarely carried out once disease outbreaks 
have ceased. Therefore, while there is an increase in the report of disease-associated mass mortality events, we still face a significant lack of 
knowledge about the real incidence and impacts of these diseases in the medium and long term.

KEY WORDS: Emerging diseases, chytridiomycosis, Batrachochytrium dendrobatidis, ranavirosis, Ranavirus, environmental DNA, amphibian moni-
toring, conservation strategies.

LABURPENA

Anfibioak dira ornodun talde mehatxatuena. Anfibioen gaixotasun kutsakor emergenteak, hala nola kitridiomikosia eta ranavirosia, meha-
txu garrantzitsuenetako bat dira, eta hilkortasun masiboak, populazioaren gainbehera eta iraungipenak eragiten dituzte. Anfibioen krisiaren 
inguruko nazioarteko kezka dela eta, azken hamarkadetan ekimen asko burutu dira populazioen jarraipena egiteko. Zoritxarrez, ekimen 
horietako asko ez dira eraginkorrak ez gaixotasun horien larrialdia zehazteko, ez populazioetan duten benetako eragina balioztatzeko ere. 
Izan ere, ez dira espezieetan, garapen-faseetan eta urteko garai egokietan oinarritzen, eta ez dute infekzio-daturik erregulartasunez hartzen. 
Patogenoen intzidentzia duten populazioen kasuan, egoera ez da hobea, hilkortasun-agerraldiak amaitu ondoren epe luzerako jarraipen-pro-
gramak oso gutxitan egiten baitira. Beraz, gaixotasun kutsakor emergenteekin lotutako anfibioen hilkortasun masiboen kasu argitaratuak gero 
eta ugariagoak diren bitartean, gaixotasun horien eta haien epe ertain eta luzeko ondorioen benetako eraginari buruzko ezagutza-hutsune 
esanguratsu bat dago.

GAKO-HITZAK: Gaixotasun emergentea, kitridiomicosia, Batrachochytrium dendrobatidis, ranabirosia, Ranavirus, ingurumen DNA, anfibioen jarrai-
pena, kontserbazio estrategia.
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INTRODUCCIÓN
Las actividades humanas han provocado una crisis sin 

precedentes en la biodiversidad por la modificación del 
medio, la explotación de la vida salvaje y la alteración de 
la composición de los ecosistemas a través de las invasio-
nes biológicas (Ceballos et al., 2015). La evidencia de que 
esta pérdida contemporánea de biodiversidad incluye el 
declive global de los anfibios se sustenta ya en décadas 
de investigación (Stuart et al., 2004, 2008). La alteración y 
destrucción del medio, la contaminación y el cambio cli-
mático reducen sistemáticamente el hábitat de los anfibios. 
Además, el comercio legal e ilegal reduce la abundancia 
y altera la composición de las comunidades (Hughes et 
al., 2021), pudiendo facilitar la introducción de nuevos 
patógenos que causan mortalidades masivas o impiden 
el reclutamiento (p.ej. Berger et al., 1998; Davidson et al., 
2002; Finlay y Vredenberg, 2007; McMenamin et al., 2008; 
Johnson et al. 2011; Fisher et al., 2012; Faruk et al., 2013; 
Martel et al., 2014; Price et al., 2014).

Es bien sabido que las enfermedades emergentes 
pueden tener consecuencias importantes en la dinámica 
de las poblaciones de los hospedadores (Anderson y May, 
1979), y muchas veces conducen a las poblaciones a su 
declive, o incluso a su extinción (Daszak et al., 2000). En 
este contexto, es importante distinguir entre vigilancia, in-
fección y enfermedad. Con el término vigilancia (‘survei-
llance’, en inglés) entendemos el estudio de la ocurrencia 
de un patógeno y de sus efectos en las poblaciones de 
los hospedadores en la naturaleza. Muchas veces, estos 
estudios van destinados a determinar si se ha producido 
su posible emergencia; es decir, si la distribución geográ-
fica de un patógeno se ha expandido, o si el número de 
especies a las que infecta se ha incrementado drástica-
mente (Daszak et al., 2000). Así, las tareas de vigilancia 
epidemiológica incluyen la detección en el medio de uno 
o varios patógenos, pero también la detección de la in-
fección en sus hospedadores e, incluso, la aparición de 
las enfermedades que producen. Por lo tanto, infección 
no debe confundirse con enfermedad. Hablamos de en-
fermedad cuando el patógeno está alterando la fisiología 
y disminuyendo la posibilidad de la supervivencia del hos-
pedador, mientras que infección es cuando el patógeno 
se encuentra vivo dentro del hospedador y se replica con 
frecuencia (Mörner et al., 2002). Por otro lado, las tareas de 
seguimiento de las poblaciones de los hospedadores in-
cluyen la estimación de abundancias de sus efectivos y, a 
veces, el cálculo de sus tamaños poblacionales, a lo largo 
del tiempo para determinar así sus tendencias demográfi-
cas. Sólo conociendo la relación entre la ocurrencia de un 
patógeno en el medio y la infección o enfermedad que está 
produciendo en sus hospedadores podremos además, 
evaluar el posible efecto del patógeno en las tendencias 
poblacionales de sus hospedadores.

En el caso de los anfibios, los hongos quitridios del gé-
nero Batrachochytrium y los virus del género Ranavirus son 
patógenos emergentes que están teniendo un impacto muy 
relevante en la dinámica de centenares de especies de 
todo el mundo en las últimas décadas (Skerratt et al., 2007, 
Duffus et al., 2015). Batrachochytrium dendrobatidis (Bd) 

es originario del sureste asiático (O’Hanlon et al., 2018), 
desde donde se habría expandido, a partir de los inicios 
del siglo pasado, a prácticamente todo el mundo. Se trata 
de un patógeno muy generalista capaz de infectar, al me-
nos, al 50% de las especies de anfibios estudiadas, y lle-
gando ya a más de 1.000 especies afectadas de 86 países 
distintos (Castro-Monzón et al., 2020). Batrachochytrium 
salamandrivorans (Bsal) es la otra especie conocida del 
género; aunque capaz de infectar tanto anuros como uro-
delos, resulta altamente patogénica sólo para estos últimos. 
Hasta el momento, Bsal se encuentra sólo introducida en 
Europa Central y, en mucha menor medida, aunque pro-
vocando también mortalidad, en un área natural cercana a 
Barcelona (Stegen et al., 2017, Martel et al., 2020, Bosch et 
al., 2021a). De forma similar, las infecciones por Ranavirus 
(Rv) se han multiplicado en las últimas décadas en todo 
el mundo, estando acompañadas de mortalidades masivas 
y descensos poblacionales acusados (Green et al., 2002, 
Price et al., 2017). Sin embargo, al contrario que para Bd y 
Bsal, su distribución general permanece aún desconocida 
y, con seguridad, subestimada (Duffus et al., 2015).

Los efectos de ambos grupos de patógenos sobre las 
poblaciones de anfibios varían enormemente entre localida-
des y especies. Así, Bd es tolerado por un número impor-
tante de especies y, en general, las zonas más calientes del 
globo sufren menor incidencia dada la inhibición que provo-
ca las altas temperaturas sobre su crecimiento y, a la vez, 
la mayor respuesta del sistema inmunológico de los anfibios 
a temperaturas más elevadas (Rollins-Smith, 2020). Los re-
querimientos térmicos de Bsal son menores que los de Bd, 
y su grado de patogenicidad es elevada para muchas espe-
cies de urodelos, por lo que su previsible futura expansión 
es altamente preocupante (Martel et al., 2013, Van Rooij et 
al., 2015). Por último, la gran mayoría de especies de anfi-
bios son altamente sensibles a Rv, y la reciente subida de 
temperaturas ha sido señalada como una de las causas im-
plicadas en su emergencia (Price et al., 2019).

Mientras que existen ya muchos casos descritos de 
mortalidades masivas asociadas a Bd, Bsal y Rv (p.ej. 
Bosch et al., 2001, Price et al., 2014, Rosa et al., 2017, Mar-
tel et al., 2020), el número de estudios sobre las tendencias 
a largo plazo de las poblaciones afectadas es, sin embar-
go, aún muy reducido por razones operativas. De hecho, 
aunque Bd ha sido señalado como el causante del declive 
de 500 especies de anfibios (Scheele et al., 2019), en rea-
lidad no existen datos cuantitativos que apoyen estas con-
clusiones (Lambert et al., 2020). Así, dentro de los escasos 
estudios existentes sobre el declive de anfibios por enfer-
medades emergentes, algunos describen impactos muy 
importantes sólo para algunos taxones, otros describen de-
clives demográficos para una única especie dentro de una 
comunidad, y otros describen una respuesta heterogénea 
en las distintas poblaciones estudiadas (p.ej. Bosch et al., 
2001, Lips et al., 2006, 2008; Vredenburg et al., 2010; Phi-
llips y Puschendorf, 2013). Estas inconsistencias sugieren 
que los estudios de corta duración no serían válidos para 
evaluar el impacto real de las enfermedades, y que sus 
impactos podrían estar subestimados por la existencia de 
efectos leves, inadvertidos o indirectos, cuya repercusión 
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se extendería más allá de los eventos de mortalidad inicial 
(p.ej. Clare et al., 2016; Scheele et al., 2017). Alternativa-
mente, otros estudios indican que algunas poblaciones de 
anfibios que han experimentado declives por Bd podrían 
estar recuperándose y que, por tanto, los efectos de la en-
fermedad podrán estar sobrestimados (Knapp et al., 2016; 
Scheele et al., 2017). En el caso de Bsal, por el contrario, 
existen datos precisos del declive superior al 90% de Sala-
mandra salamandra en centroeuropa (Stegen et al., 2017). 
Por último, no existen datos generalizados de los efectos 
de Rv en las poblaciones de anfibios a largo plazo, aunque 
ya se han constatado caídas bruscas de los efectivos po-
blacionales tras episodios de mortalidades masivas (p.ej. 
Price et al., 2014; Rosa et al., 2017) y, puntualmente, serios 
declives poblacionales (Bosch et al., 2021b).

Mientras que para los casos de Bd y Bsal existe un am-
plio consenso sobre sus efectos negativos para muchas 
especies y, por lo tanto, se han establecido programas de 
alerta temprana y seguimiento específicos, para Rv no se 
han desarrollado aún propuestas de gestión concretas. De 
hecho, para muchos autores Rv sigue considerándose un 
patógeno emergente ‘de segundo nivel’, con escasa rele-
vancia en el declive generalizado de los anfibios (Bosch 
et al., 2021b).

Lógicamente, el análisis de las tendencias poblaciona-
les requiere datos cuantitativos de abundancia recogidos 
de forma sistemática durante un periodo largo de tiempo. 
Sin embargo, el carácter discreto de los anfibios, y sus fuer-
tes oscilaciones poblacionales dada su dependencia de 
las condiciones ambientales, complican la estimación de 
sus abundancias y hacen necesario largos períodos de es-
tudio para conocer sus tendencias poblacionales. Además, 
la escala temporal a la que la presencia del patógeno, y la 
emergencia de enfermedad, se manifiestan en las tenden-
cias poblacionales de los anfibios puede ser muy amplia 
(p. ej. Bosch et al., 2018). Así, si la incidencia del patógeno, 
y las correspondientes mortalidades masivas asociadas, se 
concentran en las larvas y en los ejemplares recién meta-
morfoseados, los descensos significativos en la abundan-
cia de adultos tardarán varios años en ser apreciados.

En aquellas regiones del mundo que son reconocidas 
como las más impactadas por las enfermedades emergen-
tes de anfibios, como Australia y Centro América, se han 
establecido programas de vigilancia y de seguimiento de 
poblaciones durante las dos últimas décadas. Como resul-
tado, Scheele et al. (2017), por ejemplo, concluyeron que 
la quitridiomicosis estaba implicada en el declive de 43 
de las 238 especies australianas, aunque también encon-
traron enormes diferencias en las trayectorias de las es-
pecies en declive: mientras algunas especies mostraban 
un declive continuado, otras parecían experimentar cierta 
recuperación. En Europa, por el contario, aún no se han 
establecido programas de seguimiento específicos para 
evaluar la incidencia de las enfermedades emergentes. 
De hecho, los programas de seguimiento de anfibios euro-
peos no han conseguido, por ahora, reportar mortalidades 
masivas asociadas a Bd, pese a que estas podrían estar 
produciéndose, al menos, en aquellas especies más sen-
sibles (p.ej. Harmos et al., 2021). 

La cuenca mediterránea en general, y la Península Ibé-
rica en particular, representan un punto caliente de diversi-
dad de anfibios, en parte debido a la larga historia reciente 
de convivencia entre los ecosistemas naturales y las acti-
vidades humanas (López-López et al., 2011). De hecho, la 
Europa mediterránea alberga más del 88% de las 94 espe-
cies de anfibios europeos, de las que el 33% son endémi-
cas (Cox et al., 2006). En España, y aunque se han repor-
tado distintos casos de mortalidades masivas asociadas a 
enfermedades emergentes y algunos de ellos son objeto de 
seguimiento desde hace años, tampoco existen programas 
específicos de incidencia de patógenos. Recientemente, 
y para suplir estas carencias, la Asociación Herpetológica 
Española ha puesto en marcha la iniciativa SOSanfibios.
org, cuyo objetivo es enriquecer el programa general de 
seguimiento de poblaciones (SARE, https://siare.herpetolo-
gica.es/sare) con datos de infección de patógenos.

A continuación, discutimos la importancia del diseño 
de los programas de seguimiento de poblaciones de anfi-
bios en el contexto de las enfermedades emergentes. Así, 
y para la generalidad de las especies de anfibios ibéricos, 
proponemos unas pautas para el monitoreo de poblacio-
nes antes de la emergencia de los patógenos, una vez que 
esta se ha producido, y tras la aplicación de actuaciones 
de mitigación de las enfermedades. Para ello, repasamos 
las especies, los momentos del año, los estadios de desa-
rrollo, los tipos de medios y las técnicas más adecuadas 
para la obtención de datos relevantes sobre la presencia y 
la incidencia de Bd, Bsal y Rv.

DISEÑO DE PROGRAMAS DE SEGUIMIENTO 
EN EL CONTEXTO DE LAS ENFERMEDADES 
EMERGENTES

Cualquier programa de seguimiento de poblaciones 
de anfibios debería, como mínimo, ser capaz de detec-
tar posibles episodios de mortalidad masiva provocados 
por enfermedades emergentes. Además, sería deseable 
que cualquier programa de seguimiento fuese también 
capaz de detectar los primeros indicios de incidencia de 
enfermedad e, incluso, la mera presencia de patógenos 
de anfibios, aun cuando estos no estén provocando en-
fermedad. Evidentemente, todo esto sólo es posible si se 
tiene en cuenta la dinámica de las distintas enfermedades 
emergentes existentes.

Desgraciadamente, muchas veces la época del año, la 
etapa de desarrollo y los lugares de reproducción más fa-
vorables para la obtención de datos de abundancia pobla-
cional no son los más idóneos para la detección temprana 
de los patógenos o de su incidencia en las poblaciones. En 
esos casos, será necesario realizar, por separado, mues-
treos específicos para patógenos, y muestreos específicos 
para estimar abundancias poblacionales. Por ejemplo, 
si bien el conteo de puestas de bufónidos puede arrojar 
datos válidos para calcular tendencias poblacionales, no 
sirve para detectar la presencia o incidencia de Bd/Bsal/
Rv. En otras ocasiones, como en el caso de las especies 
del género Alytes, el muestreo de sus larvas es ideal para, 
con poco esfuerzo, estimar tamaños poblacionales y, a la 
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vez, analizar la presencia e incidencia de todos los pató-
genos emergentes importantes, incluyendo Bsal (Stegen 
et al., 2017).

Época del año
La época del año resulta especialmente relevante para 

maximizar la probabilidad de detectar la presencia y, so-
bre todo, la incidencia de patógenos emergentes. En el 
caso de la quitridiomicosis por Bd, mientras que en zo-
nas tropicales la elevada humedad ambiental hace que los 
hospedadores adultos presenten una incidencia elevada 
(p.ej. Murray et al., 2010), en las zonas templadas, y en 
la Península Ibérica en concreto, la escasa humedad am-
biental hace que los ejemplares adultos presenten cargas 
de infección menores durante la fase terrestre (p.ej. Daver-
sa et al., 2018). Por el contrario, las larvas suelen presen-
tar mayor infección, sobre todo al final de la metamorfosis 
cuando la queratina ya está presente en todo el cuerpo 
y el sistema inmune deja de actuar para no interferir con 
los cambios drásticos en la morfología de los animales 
(p.ej. Garner et al., 2009). Por lo tanto, las larvas no su-
fren, en general, mortalidad por Bd, y esta se concentra 
en los ejemplares recién metamorfoseados. Sin embargo, 
la inmensa mayoría de los programas de seguimiento de 
anfibios sólo contemplan visitas durante el inicio de la es-
tación reproductiva, cuando es más sencillo contabilizar 
los ejemplares adultos que se encuentran reproducién-
dose en las masas de agua. Por lo tanto, los programas 
de seguimiento deberían incluir, al menos, una visita a las 
poblaciones en el momento de la metamorfosis con objeto 
de comprobar que no se están produciendo episodios de 
mortalidad masiva de metamórficos por Bd. 

Por otro lado, y también para el caso de la quitridio-
micosis, los períodos fríos son los más favorables para el 
desarrollo de la infección, dado que, aunque las temperatu-
ras de crecimiento óptimo en cultivo en laboratorio para es-
tos patógenos son relativamente altas (hasta 18ºC en Bd y 
15ºC en Bsa; Piotrowski et al., 2004, Martel et al., 2013), las 
bajas temperaturas ralentizan el sistema inmune de los an-
fibios y favorecen la infección por Bd (Rollins-Smith, 2020). 
Así, por ejemplo, en larvas de A. obstetricans existe una 
relación negativa altamente significativa entre temperatura 
del agua y carga de infección por Bd (Fernández-Beaskoe-
txea et al., 2015). Además, las cargas de infección eleva-
das en las larvas de los anuros pueden producir la pérdida 
de dentículos del disco oral (Berger et al., 1998, Fellers et 
al., 2001, Fisher et al., 2018), por lo que puede resultar un 
indicio válido de incidencia de Bd. Sin embargo, en ningún 
caso puede atribuirse, de inmediato, la pérdida de dentí-
culos a la quitridiomicosis, dado que existen otros factores 
posibles, como la contaminación, que provocan también 
este efecto (Navarro-Lozano et al., 2018). 

Al contrario, la mayor incidencia de Rv se produce a 
altas temperaturas, cuando el metabolismo de los ejem-
plares es más elevado y el virus puede replicarse más rá-
pido. Además, el aumento extraordinario de la temperatura 
por el calentamiento global, supone una ventaja adicional 
para el patógeno dadas las peculiaridades de la dinámica 

patógeno-hospedador (Price et al., 2019). Por lo tanto, las 
mortalidades masivas por ranavirosis suelen tener lugar 
durante el verano (Price et al., 2019), por lo que el segui-
miento de poblaciones debería incluir, además, una visita 
durante el mes más cálido del año.

Lugares de muestreo
Los hábitats más favorables para detectar la presencia 

de Bd/Bsal/Rv son, en general, las zonas de montaña, bien 
por sus bajas temperaturas que favorecen la infección por 
Bd/Bsal, como por el alto grado de aislamiento genético de 
sus poblaciones que hace aumentar su susceptibilidad a 
los patógenos (Pearman y Garner, 2005). Dado que Bd no 
presenta formas de resistencia a la sequedad, las masas de 
agua temporales presentan menor incidencia (p.ej. Medina 
et al., 2015), siendo más indicado concentrar los seguimien-
tos en aguas permanentes. Por otro lado, las aguas lénticas 
favorecen la acumulación de zoosporas y viriones que no 
son arrastrados por la corriente (p.ej. Medina et al., 2015) y, 
en general, los medios con altas concentraciones de larvas, 
como las charcas de montaña que acumulan varias cohor-
tes de larvas invernantes, son medios altamente favorables 
para el desarrollo de enfermedades infecciosas y deberían 
ser objeto de monitoreo. Además, y especialmente para el 
caso de Rv, los anfibios de zonas agrícolas y ganaderas 
pueden presentar elevadas incidencias relacionadas con 
los altos niveles de estrés e inmunodepresión producidos 
por concentraciones elevadas de pesticidas, fertilizantes y 
antibióticos (Hua et al., 2017; Cusaac et al., 2021).

Por último, conviene recordar que las especies intro-
ducidas son, muchas veces, vectores de transmisión de 
patógenos a grandes distancias (p.ej. Weldon et al., 2004; 
Fisher y Garner, 2007; Solís et al., 2010; Valenzuela-Sán-
chez et al., 2017; Martel et al., 2020). Por lo tanto, siempre 
es necesario incluir medios altamente antropizados en los 
programas de seguimiento de enfermedades emergentes, 
como zonas de recreo habituales y áreas en núcleos urba-
nos, pero también espacios protegidos con alto número de 
visitantes (p.ej. von Essen et al., 2020).

Especies y estadios de desarrollo
La elección de la especie, o especies, y las etapas 

de desarrollo para detectar la presencia de patógenos y 
estimar su incidencia, resulta extremadamente importante 
dada la gran variabilidad que existe en su susceptibilidad. 
Si el objetivo es sólo detectar lo antes posible la presen-
cia de patógenos en poblaciones sanas, lógicamente 
debemos centrarnos en las etapas de desarrollo y en las 
especies con mayor probabilidad de resultar infectadas. 
En la tabla 1 aparecen los géneros ibéricos, las etapas de 
desarrollo, las épocas del año y los hábitats recomenda-
dos para detectar, con mayor probabilidad, la presencia 
de Bd/Bsal/Rv. Todas las especies de la familia Alytidae 
son especialmente sensibles a Bd, al igual que los géneros 
Salamandra, Bufo y Pelophylax, si bien, como indicamos 
antes, en las especies fundamentalmente terrestres (Alytes 
spp., Bufo spinosus y Salamandra salamandra) los adultos 
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raramente están infectados, o presentan prevalencias ba-
jas (p.ej. Medina et al., 2015). De forma similar, las ranas 
verdes suelen ser portadoras de Bd, aunque sus hábitos 
diurnos y la exposición al sol hacen que no desarrollen la 
enfermedad (Bosch et al., 2018). Por lo tanto, son las lar-
vas de las especies europeas más susceptibles a Bd las 
ideales para detectar su presencia, si bien, en el caso de 
los anuros, y dado que la infección sólo se encuentra pre-
sente en el disco oral, si no es posible introducir la punta 
de la torunda en la boca es necesario sacrificar al ejemplar 
y analizar el disco oral completo, incluso mediante histolo-
gía. Por el contrario, las larvas de urodelo presentan que-
ratina en todo el cuerpo, facilitando la toma de muestras 
para detección de infección. En ambos casos, cuanto ma-
yor sea la etapa de desarrollo larvario, mayor probabilidad 
de encontrar infección, siendo especialmente útiles las lar-
vas invernantes, que concentran las cargas más elevadas 
(Medina et al., 2015; Fernández-Beaskoetxea et al., 2016). 
En el caso de Bsal, todas las especies son susceptibles de 
presentar infección, aunque algunas de ellas, como Ca-
lotriton asper y Lissotriton helveticus, presentan baja sus-
ceptibilidad y no son recomendables para programas de 
alerta temprana. Hay que recordar que los anuros también 
pueden ser susceptibles a la infección por Bsal, aunque 
no desarrollen la enfermedad, y especialmente A. obstetri-
cans es un buen candidato para ser objeto de seguimien-
to de este patógeno. En el caso de Rv, cualquier especie 
es susceptible de presentar infección, si bien Alytes es, 
nuevamente, el género más susceptible y, por tanto, más 
recomendado para el seguimiento de este patógeno.

Por otro lado, y dado que Bd se haya ampliamente 
distribuido en todo el mundo desde hace décadas (Fisher 
et al., 2009; Olson et al., 2013), en aquellas zonas donde 
climatológicamente puede desarrollarse fácilmente debe 
considerarse casi endémico (Fisher et al., 2009; Lips, 
2016). Por lo tanto, si queremos entender la dinámica de 
la infección y la probabilidad de que la enfermedad apa-
rezca en poblaciones sanas, los seguimientos a realizar en 

dichas zonas deberían incluir, en la práctica, a todas las es-
pecies de la comunidad, y no sólo a las especies más sus-
ceptibles. De hecho, en comunidades de anfibios ricas, los 
efectos de la quitridiomicosis a largo plazo serán, previsi-
blemente, complejos, y su dinámica difícil de entender. Por 
ejemplo, Bosch y Rincón (2008) documentan la expansión 
inicial de Bufo spinosus tras la casi completa desaparición 
de A. obstetricans en el macizo de Peñalara. Sin embar-
go, esa rápida expansión de B. spinosus fue seguida, años 
más tarde, de su lento, pero inexorable declive (Bosch et 
al. 2014; 2018), ilustrando cómo los estudios a corto plazo 
y centrados sólo en las especies más sensibles no son sufi-
cientes para entender correctamente los efectos de las en-
fermedades emergentes en las comunidades de anfibios.

PROTOCOLOS DE BIOSEGURIDAD DURANTE 
LAS LABORES DE SEGUIMIENTO

Conviene recordar, en primer lugar, que cualquier ac-
tividad de seguimiento de poblaciones de anfibios debe 
realizarse bajo condiciones estrictas de bioseguridad, tan-
to en aquellas donde aún no se ha detectado la presencia 
de patógenos, como en aquellas con presencia confirma-
da. En el primer caso es fundamental evitar la entrada de 
patógenos no presentes, mientras que en el segundo se 
trata de evitar la dispersión de los ya presentes a otras 
zonas libres de estos. En ambos casos, sin embargo, las 
medidas de bioseguridad a aplicar son parecidas. Todo 
el material que entre en contacto con el medio (botas de 
campo, mangas de muestreo, recipientes para retener ani-
males, etc.) debe desinfectarse con lejía doméstica sin di-
luir o, preferentemente con soluciones comerciales desin-
fectantes como Virkon® (Phillott et al., 2010). La aplicación 
de estas sustancias debe realizarse antes y después del 
muestreo y, preferentemente, en el laboratorio para evitar 
que acaben en el medio natural, sumergiendo totalmen-
te el material en el líquido desinfectante durante el mayor 
tiempo posible (y siempre superior a 5 minutos). Al con-
cluir los trabajos en un punto de muestreo, y sin abandonar 

Patógeno Género Estadio de desarrollo Época del año Características ambientales
Bd Alytes larvas invernantes meses fríos elevada altitud, aguas permanentes y quietas

Bufo recién metamorfoseados final del verano elevada altitud

Discoglossus adultos primavera indiferente

Pelophylax adultos primavera elevada altitud, aguas permanentes y quietas

Salamandra larvas invernantes meses fríos elevada altitud, aguas permanentes y quietas

Triturus adultos primavera elevada altitud, aguas permanentes y quietas

Bsal Chioglossa adultos primavera, otoño indiferente

Ichthyosaura adultos primavera, otoño indiferente

Pleurodeles adultos primavera, otoño indiferente

Lissotriton adultos primavera, otoño indiferente

Salamandra adultos primavera, otoño indiferente

Triturus adultos primavera, otoño indiferente

Ranavirus indiferente indiferente meses cálidos poblaciones de montaña aisladas, áreas 
degradadas con abundante carga ganadera o 

actividad agrícola

Tabla 1. - Géneros, estadios de desarrollo, épocas del año y características ambientales más indicadas para el seguimiento de la incidencia de enfermedades 
emergentes en los anfibios Ibéricos.
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éste, es muy importante eliminar primero la materia orgá-
nica de todo el material de muestreo (incluyendo las botas 
de campo) mediante un cepillo de cerdas duras. Después, 
se debe aplicar alguna de estas sustancias desinfectan-
tes mediante un pulverizador, y almacenar todo el material 
en bolsas de plástico cerradas hasta llegar al laboratorio, 
donde deberá ser sumergido completamente en líquido 
desinfectante. El uso de recipientes no desechables para 
retener a los animales está desaconsejado y, obviamente, 
todos los ejemplares deben manejarse con guantes des-
echables de nitrilo.

SEGUIMIENTO DE POBLACIONES SIN INCIDEN-
CIA CONOCIDA DE PATÓGENOS EMERGENTES
Muestras de infección en ejemplares de anfibios

Para detectar la presencia de patógenos y, a la vez y 
mucho más relevante, para conocer su incidencia en los 
anfibios, se pueden emplear técnicas histológicas o bien 
técnicas moleculares (PCR). En el caso de la histología, su 
baja capacidad de detección durante las primeras etapas 
de la infección, y la casi siempre necesidad de analizar 
órganos internos en el caso de Rv, desaconsejan su uso 
para la mera detección de patógenos, quedando reserva-
da normalmente para la confirmación de un diagnóstico 
previo mediante PCR. Por el contario, la histología permite 
la diferenciación entre animales verdaderamente enfermos 
y animales infectados o portadores, dado que las lesiones 
cutáneas son determinantes de la enfermedad: alteración 
de la estructura epidérmica y dérmica (en el caso de Bd 
y Bsal), y lesiones hepáticas, renales, gástricas, cutáneas 
e incluso en médula ósea en animales afectados por Rv 
(Miller et al., 2015). 

La alta sensibilidad de la PCR hace que esta sea la téc-
nica estrella para la detección de patógenos en anfibios, 
sobre todo cuando la enfermedad aún no ha cursado y 
no pueden observarse signos externos. Las muestras para 
PCR suelen ser tejidos fijados en etanol en campo, y que 
también pueden emplearse para su análisis histológico 
(fundamentalmente, falanges de ejemplares ya metamorfo-
seados, el extremo de la cola de larvas, o el extremo de la 
cola de urodelos adultos), pero también torundas estériles 
de algodón. En el último caso, la ventaja de no ocasionar 
ningún daño al animal, y no favorecer posibles infecciones 
posteriores, es evidente. La toma de muestras en torunda 
se realiza pasando el algodón por toda la superficie del 
animal, aunque con especial incidencia en la zona ventral 
y posterior del mismo, hasta completar, al menos, 25 barri-
dos extensos (Hyatt et al., 2007). Estos deben realizarse, 
además, con firmeza para arrastrar las posibles zoosporas 
y viriones presentes en la piel y, en el caso de las larvas 
de anuro, la punta de la torunda debe también introducir-
se en el disco oral del ejemplar (lo que es posible, solo, 
en las especies de mayor tamaño). Inmediatamente tras 
la toma de muestras, las torundas deben conservarse en 
frio o congeladas y, cuando esto no sea posible, fijadas 
añadiendo 2-3 gotas de etanol al 70% o superior. Es im-
portante que los ejemplares a muestrear estén húmedos, 
pero sin un exceso de agua y, sobre todo, limpios de barro 

o cualquier otra sustancia para evitar posibles inhibiciones 
de la PCR. Posteriormente, la detección del posible ADN 
de los patógenos, así como su cuantificación precisa, se 
realiza mediante una PCR de punto final, o una qPCR (PCR 
cuantitativa o también llamada en tiempo real). Para ello, 
se emplean cebadores específicos del patógeno corres-
pondiente y, en el caso de la qPCR, una sonda Taqman 
específica del ADN diana marcada con fluorescencia. De 
esta forma, el grado de especificidad es aún más alto, re-
duciéndose la probabilidad de obtener falsos positivos. 
Los protocolos de qPCR más empleados para Bd, Bsal y 
Rv son, respectivamente, los de Boyle et al. (2004), Blooi et 
al. (2013) y Leung et al. (2017).

En el caso de la histología se emplea la tinción general 
de hematoxilina/eosina, si bien se pueden usar tinciones 
específicas de hongos como la de Grocott-Gomori, o inclu-
so la de rojo Congo (Berger et al., 1999; Briggs y Burgin, 
2004; Kriger et al., 2006). Estas tinciones permiten detectar 
perfectamente todas las formas del ciclo vital de los hongos 
quitridios en la piel de los animales afectados, y también los 
cuerpos de inclusión víricos generados por Rv en el interior 
del citoplasma de las células hepáticas o de otros órganos 
diana del virus. Existen tinciones inmunohistoquímicas es-
pecíficas para Bsal y para Rv que permiten destacar, colo-
rimétricamente, estos agentes en un tejido afectado, si bien 
su uso es todavía experimental (Saucedo et al., 2016; Tho-
mas et al., 2017). Pueden realizarse también técnicas de 
citología mediante improntas cutáneas de animales vivos 
afectados con cargas altas y mediante el uso de tinciones 
citológicas generales (Diff Quick) o específicas para hon-
gos, como el azul de lactofenol (Pessier, 2007).

El número de muestras necesario para detectar, con 
un grado aceptable de fiabilidad, la presencia de Bd/Bsal/
Rv dependerá, evidentemente, del valor de prevalencia 
existente en la población estudiada. Así, una prevalencia, 
por ejemplo, del 10% en la especie y etapa de desarrollo 
estudiada, implica que será necesario tomar, al menos, 
10 muestras para detectar la presencia del patógeno, y 
siempre y cuando utilicemos técnicas de análisis altamen-
te fiables, como la qPCR. Por lo tanto, resulta complicado 
establecer, a priori, tamaños muestrales para zonas donde 
no existan datos previos de infección, pero, en general, ta-
maños muestrales inferiores a 20 estarían desaconsejados 
dado que prevalencias de infección en torno al 5% son habi-
tuales. En cualquier caso, y dado nuestro alto grado de co-
nocimiento actual sobre la biología de Bd/Bsal/Rv, y como 
hemos señalado antes, la elección correcta de las especies, 
estadios de desarrollo, épocas del año y hábitats, reducirá 
enormemente el tamaño muestral necesario para detectar 
su presencia y estudiar su incidencia (Gray et al., 2017).

Muestras de ADN ambiental
Para detectar la presencia de Bd, Bsal o Rv en las po-

blaciones de anfibios pueden emplearse además técnicas 
de ADN ambiental (eDNA en sus siglas en inglés). Desde 
2007 existen métodos probados en laboratorio y en campo 
para Bd (p.ej. Walker et al., 2007), y más recientemente 
para Rv (Hall et al., 2015) y Bsal (Spitzen-van der Sluijs et 
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al., 2020). En todos ellos el funcionamiento es similar. Se 
trata de filtrar volúmenes de agua razonables, bien sea con 
jeringuillas o ayudados con bombas mecánicas, mediante 
membranas de filtrado con un tamaño de poro suficiente-
mente pequeño para retener las zoosporas de Bd/Bsal o 
los viriones de Rv (normalmente, 0,45 um y 0,2 um, res-
pectivamente). En la mayoría de los casos, y siempre que 
se trate de un medio léntico con abundantes partículas en 
suspensión, es conveniente realizar primero un prefiltrado 
para no saturar la membrana prematuramente. Una vez 
realizado el filtrado, la membrana debe almacenarse con-
gelada, o bien conservada en un buffer específico. Ya en 
el laboratorio, la extracción del ADN presente en la mem-
brana de filtrado se realiza, normalmente, mediante kits de 
extracción comerciales para muestras de suelo (p.ej. el kit 
PowerSoil DNA Isolation Kit de Laboratorios MO Bio). Fi-
nalmente, con la extracción obtenida se realiza una PCR 
de punto final para detectar o, mejor aún, una qPCR para 
cuantificar el ADN de los patógenos presentes. Evidente-
mente, todo el proceso debe realizarse bajo condiciones 
muy estrictas para evitar la contaminación cruzada. Todo 
el proceso debe realizarse con guantes, y las membranas 
de filtrado deben esterilizarse con radiación de UV antes 
de ser utilizadas en el campo y manejarse siempre con pin-
zas estériles. El portafiltro, las jeringuillas, los tubos del fil-
tro mecánico y cualquier recipiente o utensilio que entre en 
contacto con el medio deben ser previamente tratados con 
hipoclorito sódico (lejía doméstica), para destruir cualquier 
resto de ADN presente, y enjuagados con agua destilada o 
doblemente purificada de laboratorio, antes de usarse. Evi-
dentemente, todo el material debe volver a ser esterilizado 
antes de ser usado en otra masa de agua, por lo que el 
proceso puede resultar algo tedioso si el muestreo incluye 
varias masas de agua en la misma jornada de campo. El 
punto exacto para la toma de la muestra en cada masa de 
agua debe elegirse con cuidado, dada la esperada varia-
bilidad ambiental en la abundancia de zoosporas y virio-
nes o, mejor aún, debe realizarse en múltiples localizacio-
nes dentro de la masa de agua en función de su tamaño, 
para obtener un valor medio. Si esto no es posible, la toma 
de la muestra debería realizarse en los microhábitats más 
frecuentados por los anfibios, o en la salida del agua de la 
charca asumiendo que allí estamos recogiendo gran parte 
del material existente en ella. En el caso de Rv, también es 
posible extraer ADN de muestras de suelo, dado que los 
viriones son altamente resistentes a la desecación (Hall et 
al., 2015), aunque en ese caso, y dado el limitado volumen 
de muestra que es posible extraer con los kits comerciales, 
la detección puede ser más complicada.

La ventaja del uso de ADN ambiental para la detección 
y cuantificación de los patógenos es evidente: ni siquiera 
es necesaria la presencia de los anfibios para la toma de 
muestras, por lo que es un método muy indicado cuando no 
sea posible capturar a los animales (por ejemplo, durante el 
día, fuera de la época de reproducción, etc.). Sin embargo, 
esta ventaja es también su gran inconveniente: si la abun-
dancia de anfibios hospedadores es baja, la abundancia 
de sus patógenos también será baja, por lo que necesi-
taremos filtrar volúmenes grandes de agua para encontrar 
zoosporas o viriones. Además, y fundamentalmente en el 

caso de Bd y Bsal, la existencia de centenares de especies 
de hongos quitridios en todo el mundo aumenta la posibi-
lidad de obtener falsos positivos para Bd o Bsal. Además, 
este problema se agudiza si, como ocurre muchas veces, 
el método de ADN ambiental se basa en la detección de re-
giones de ADN más cortas de las empleadas con otro tipo 
de muestras, para lidiar así con la mayor fracturación del 
ADN ambiental. Igualmente arriesgado es el uso de SYBER 
Green, en lugar de sondas Taqman específicas para los 
patógenos estudiados, dado que así reducimos la especi-
ficidad del diagnóstico y aumentamos la probabilidad de 
obtención de falsos positivos.

En cualquier caso, conviene recordar que la Organiza-
ción Internacional de Salud Animal (OIE, por sus siglas en 
francés) considera obligatoria la declaración de infección 
por Bd/Bsal/Rv (p.ej. Schloegel et al., 2010) y, si no ha sido 
previamente diagnosticada correctamente en una zona con-
creta son necesarios, al menos, dos métodos diagnósticos 
distintos. Por lo tanto, la existencia de infección en una zona 
geográfica no puede establecerse únicamente mediante 
PCR (incluso en muestras de tejido), y un análisis histológi-
co de tejido de anfibios infectados es totalmente necesario.

Registro de signos compatibles con quitridiomicosis y 
ranavirosis

Mientras que la quitridiomicosis por Bd no produce le-
siones macroscópicas evidentes en la piel, tanto Bsal como 
Rv producen signos claros en ejemplares enfermos. En el 
caso de Bsal es posible observar pequeñas úlceras en la 
piel, mientras que Rv puede producir úlceras muchos más 
evidentes y necrosis en extremidades, ojos, boca, etc. Evi-
dentemente, se deben tomar muestras para la detección 
de infección de cualquier ejemplar con signos compatibles 
con estas enfermedades y ser analizadas inmediatamente.

Muestras de infección en ejemplares encontrados muertos
Cualquier ejemplar encontrado muerto durante las labo-

res de seguimiento debería ser recogido para su necropsia 
posterior en laboratorio (Fig. 1). La necropsia debe reali-
zarse siguiendo protocolos establecidos para anfibios, de 
un modo sistemático (revisando los sistemas corporales), 
ordenado (siempre siguiendo un protocolo no improvisa-
do) y completo (no descuidando ningún órgano) (Pessier 
y Pinkerton, 2003). Debería incluir, al menos, la inspección 
macroscópica de la piel en busca de lesiones compatibles 
con la quitridiomicosis y la ranavirosis, y la de los órganos 
internos antes especificados (básicamente hígado y riñón) 
para esta última. Posteriormente, debería realizarse un aná-
lisis por PCR a partir de muestras de piel e hígado, y com-
plementado con un análisis histológico.

Las necropsias deben realizare también en los ejem-
plares encontrados muertos por causas evidentes como 
atropellos, episodios de congelación o sequía prematura, 
depredación, etc., ya que permiten la obtención de mues-
tras valiosas de tejido (sobre todo interno) para detectar la 
posible presencia desconocida de patógenos sin ocasio-
nar daños a ejemplares vivos.
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SEGUIMIENTO DE POBLACIONES CON IN-
CIDENCIA CONOCIDA DE ENFERMEDADES 
EMERGENTES

Las poblaciones con presencia confirmada de patóge-
nos emergentes deberían ser objeto, cuanto antes, de se-
guimiento para conocer con precisión los cambios en los 
niveles de infección y los efectos de la enfermedad sobre 
la tendencia poblacional. En este caso, las medidas de bio-
seguridad durante los muestreos deben ser aún más extre-
mas que en el caso anterior. Así, por ejemplo, los guantes 
deben cambiarse para manipular distintos ejemplares o, 
alternativamente, rociarse con etanol absoluto antes de 
manipular un nuevo ejemplar, pero asegurándose que el 
etanol se ha evaporado completamente. Evidentemente, la 
toma de muestras de infección resulta fundamental en este 
caso, y debería abarcar todas las especies y estadios de 
desarrollo presentes, y no sólo aquellos más susceptibles. 
También los muestreos de ADN ambiental están recomen-
dados en este caso para evaluar los cambios en los niveles 
de infección en el medio, más aún porque los niveles de 
zoosporas y viriones serán elevados en este caso.

Además, y dado que previsiblemente los patógenos 
emergentes provocarán cambios en las abundancias de 
las especies, el cálculo del tamaño poblacional debería ser 

lo más exacto posible. Idealmente, se deberían emplear 
técnicas de marcaje y recaptura, aunque las estimaciones 
visuales pueden ser suficientes para calcular las trayecto-
rias poblacionales con relativa precisión.

Conteo de ejemplares enfermos y retirada de cadáveres
En este caso, todos los ejemplares con signos de en-

fermedad deben ser contabilizados, y se debe tomar una 
muestra de infección suficiente de cada una de las espe-
cies y estadios de desarrollo implicados con objeto de cal-
cular su prevalencia de infección.

Todos los ejemplares encontrados muertos deben 
ser contabilizados y retirarse del medio con objeto de ser 
analizados en laboratorio y, además, de reducir la carga 
ambiental de infección y evitar futuros contagios de ejem-
plares sanos. El conteo y la retirada de ejemplares muertos 
deben realizarse, preferentemente, durante el día, buscan-
do en un amplio margen de terreno alrededor de la masa 
de agua y dentro de esta, pero también levantando piedras 
y cualquier objeto presente en el medio. Evidentemente, los 
cadáveres deben manipularse con extremo cuidado para 
no dispersar los agentes patógenos, aunque estos estén 
ya totalmente secos. Para ello, la mejor opción es fijar los 
más frescos directamente en el campo, en etanol al 70% o 
superior, y en formol al 4% para análisis histológicos de ca-
lidad una muestra más pequeña de cada especie y estadio 
de desarrollo. Los cadáveres más deteriorados (no aptos ni 
para histología ni para análisis de PCR) deben recogerse 
en bolsas de plástico a las que se añadirá Virkon o lejía, 
cerradas con bridas de plástico en el campo, y destruidas 
lo antes posible en dependencias especializadas mediante 
incineración. 

ESTIMACIÓN DE LA ABUNDANCIA Y CÁLCULO 
DE TENDENCIAS POBLACIONALES

Como hemos indicando antes, además de la obtención 
de datos de presencia y/o incidencia de patógenos, resulta 
fundamental realizar estimaciones, lo más precisas posi-
bles, de la abundancia de las poblaciones, antes incluso de 
la llegada de un patógeno emergente y, sobre todo, antes 
de que se produzcan las primeras mortalidades masivas. 
Evidentemente, sólo conociendo los valores de abundancia 
antes de los brotes de enfermedad seremos capaces de 
evaluar los efectos de la misma sobre las poblaciones.

Las técnicas de marcaje y recaptura, tanto de larvas 
como de adultos, y tanto con marcajes no individuales (Fig. 
2a) como con marcajes con microchip (Fig. 2b), son, sin 
duda, las más recomendadas para la obtención de estima-
ciones de abundancia precisas en poblaciones de anfibios. 
Sin embargo, en el contexto de las enfermedades emer-
gentes, es altamente recomendable evitar, en la media de 
lo posible, la captura y el manejo de ejemplares con objeto 
de reducir los riesgos de contagio. Así, el programa de se-
guimiento de poblaciones de la Asociación Herpetológica 
Española (SARE) realizado por voluntarios, por ejemplo, 
se basa en muestreos de encuentros visuales sin captu-
ra de ejemplares. Lógicamente, los datos de abundancia 

Fig. 1. - Necropsia de un ejemplar de Rana pyrenaica muerto por ranavi-
rosis. Se destaca la disposición del aparato digestivo, y con la flecha se 
indica el lóbulo izquierdo hepático donde tomar muestras para la detec-
ción de Ranavirus.
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obtenidos con este método son mucho menos precisos, y 
siempre relativos a la especie y a la estación de muestreo. 
No obstante, esta metodología es suficiente para estable-
cer tendencias y, en su caso, declives poblacionales (p.ej. 
Bosch y Carabias, 2014).

Por ejemplo, el estudio a largo plazo de la comunidad 
de anfibios del macizo de Peñalara, en el corazón del Par-
que Nacional de Guadarrama, tras el brote de quitridiomi-
cosis severo aportó datos interesantes basándose, sim-
plemente, en el conteo visual de puestas y larvas (Bosch 
et al., 2018). Como puede apreciarse en la Fig. 3, las tra-

yectorias poblacionales durante los 18 años de estudio 
de las especies sensibles a Bd y que sufrieron, por tan-
to, mortalidades masivas, fueron claramente negativas, 
mientras que el resto de las especies (a excepción de 
Rana iberica) mostraron tendencias positivas o neutras 
durante el período de estudio (Bosch et al., 2018). En este 
caso, todas las especies eran portadoras de Bd, pero la 
enorme diferencia de susceptibilidad entre ellas pone de 
manifiesto la necesidad de elegir la especie adecuada 
si no se aborda el estudio completo de la comunidad. 
Además, este estudio demostró una correlación negativa 
estadísticamente significativa entre niveles de infección 
y abundancia de larvas y puestas, así como la existen-
cia de un esperado retraso entre ambas variables como 
consecuencia de los períodos necesarios para alcanzar 
la madurez sexual. Por último, este estudio demostró que 
los efectos devastadores en las especies sensibles po-
drían ser permanentes y provocar, en sólo algunas déca-
das, su extinción local.

En el caso de la ranavirosis, un estudio de 14 años, tam-
bién basado en conteos visuales, puso de manifiesto los 
efectos severos y persistentes de Rv sobre las especies 
más sensibles (Bosch et al., 2021b). Los conteos visuales 
incluyeron estadios adultos en algunas especies, como por 
ejemplo S. salamandra y varias especies de tritones, y cu-
brieron gran variedad de medios. Como puede apreciarse 
en la Fig. 4, las trayectorias de aquellas poblaciones donde 
se registraron mortalidades asociadas a Rv fueron mayori-
tariamente negativas, mientras que el resto de las pobla-
ciones presentaron trayectorias planas o, incluso, positivas. 
Este estudio demuestra el importante papel que Rv puede 
desempeñar en los declives de anfibios, y la urgente ne-
cesidad de considerar a este patógeno como una de las 
mayores amenazas para su conservación. 

Fig. 3. - Índices de abundancia modelizados de 9 especies de anfibios en 
el macizo de Peñalara durante un período de 18 años consecutivos tras 
tres desde las primeras mortalidades registradas por Bd. En rojo apare-
cen las especies para las que se han detectado mortalidades masivas, 
mientras que en gris se muestran las especies para las que nunca se han 
encontrado ejemplares muertos. La línea de puntos indica el índice 0 de 
ausencia de crecimiento/declive. Hm, Hyla molleri; Tm, Triturus marmora-
tus; Ia, Ichthyosaura alpestris; Pp, Pelophylax perezi; Ec, Epidalea calami-
ta; Bs, Bufo spinosus; Ss, Salamandra salamandra; Ri, Rana iberica; Ao, 
Alytes obstetricans.

Fig. 2. - Marcaje no individual con elastómeros de colores de larvas de Alytes obstetricans (A) y marcaje individual con microchip de un ejemplar de Salaman-
dra salamandra (B).
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Por el contario, los seguimientos de poblaciones afec-
tadas por enfermedades emergentes mediante el marcaje 
individual con microchip proporcionan datos, no solo de 
sus tendencias poblacionales, sino también de la dinámi-
ca de infección de los patógenos. Por ejemplo, en el caso 
de Bufo spinosus, el marcaje de casi 2.000 ejemplares en 
Guadarrama durante más de 15 años nos ha permitido, no 
solo demostrar la tendencia negativa de las poblaciones 
más afectadas (Bosch et al. 2014), sino documentar los 
cambios anuales que se dan en el estatus de infección de 
los ejemplares adultos, o los momentos del año cuando se 
produce, probablemente, la pérdida y la ganancia de infec-
ción (Daversa et al., 2018).

Por último, los estudios de genética de poblaciones 
pueden resultar eficaces para analizar los efectos de las 
enfermedades emergentes a largo plazo. Por ejemplo, Al-
bert et al. (2015) encontraron una importante reducción de 
la diversidad genética en la población de A. obstetricans 
del macizo de Peñalara como resultado del cuello de bo-
tella demográfico experimentado por el brote severo de 
quitridiomicosis. De esta forma, es posible inferir de forma 
indirecta el efecto de las enfermedades a largo plazo, in-
cluso sin tener información previa al brote de mortalidad. 

SEGUIMIENTO DE POBLACIONES TRAS AC-
TUACIONES DE MITIGACIÓN DE ENFERMEDA-
DES EMERGENTES

El seguimiento continuo de las poblaciones afectadas 
por patógenos emergentes no sólo es necesario para eva-
luar la tendencia poblacional, sino también para recabar 
datos valiosos para intentar mitigar los impactos de las en-
fermedades. Además, una vez que se ha puesto en marcha 
algún intento de mitigación, el seguimiento de la población 
es totalmente necesario para analizar el resultado de esta. 
Por ejemplo, Fernández-Loras et al. (2020) realizaron un in-
tento de eliminación de Bd en un sistema de pilones de ga-

nado de la provincia de Teruel que alberga poblaciones de 
A. obstetricans. Tras retirar las larvas infectadas de todos 
los pilones experimentales, en algunos de ellos no se reali-
zaron medidas de control posteriores, en otros se impidió la 
entrada de ejemplares adultos durante toda la estación me-
diante su vallado y, finalmente, otro grupo de pilones fueron 
completamente desecados. Todos los pilones experimen-
tales, y los del grupo control, fueron seguidos durante tres 
años tras las intervenciones, y se recogieron muestras de 
infección cuando se encontraron nuevas larvas invernantes 
en ellos. Como cabría esperar, la infección no desapareció 
del grupo control durante el período de seguimiento poste-
rior, ni tampoco lo hizo del grupo de pilones donde sólo se 
retiraron las larvas infectadas, ni en los que además habían 
sido vallados. En el caso de los pilones que fueron dese-
cados completamente, la infección desapareció durante 
los dos años posteriores a la intervención, aunque volvió a 
aparecer tres años después. Por lo tanto, este experimen-
to demostró que, incluso intervenciones severas del medio 
acuático en poblaciones de estructura simple, no serían 
efectivas a largo plazo si no se aborda el hábitat al comple-
to, incluyendo el medio terrestre circundante.

En otro experimento más exitoso en la Sierra de Tra-
montana de Mallorca (Bosch et al., 2015) con A. muletensis, 
procedimos al vaciado completo de todas las pozas exis-
tentes en dos torrentes infectados con Bd durante el perío-
do de mayor sequía. Como puede verse en la Fig. 5 para 
el caso del Torrent des Ferrerets, la abundancia larvaria 
había caído a niveles insostenibles cuando decidimos rea-
lizar la intervención severa, también considerando el riesgo 
extremo de dispersión del patógeno al vecino torrente que 
alberga la inmensa mayoría de ejemplares de la especie. 
Las larvas existentes y los adultos que pudieron ser captu-
rados de las inmediaciones de las pozas de los torrentes in-
tervenidos fueron trasladados al laboratorio y tratados con 
fungicidas antes de ser liberados el año siguiente en sus 
localidades exactas de captura. Por último, las paredes de 
las pozas, y sus alrededores que mantenían cierto grado 
de humedad, fueron tratados con Virkon tras el vaciado con 
objeto de eliminar cualquier vestigio de Bd. Como se apre-
cia en la figura, tras la intervención la abundancia de larvas 
comenzó a recuperarse, mientras que despareció la carga 
de infección. El seguimiento de esta actuación continúa 
ocho años después de la intervención hasta la actualidad, 
sin que se haya vuelto a registrar infección nuevamente.

CONCLUSIONES
Los programas de vigilancia epidemiológica en pobla-

ciones de anfibios son esenciales dado el importante papel 
de los patógenos emergentes en el declive de este grupo 
animal. Estos programas, destinados al estudio de la ocu-
rrencia de los patógenos y la detección de enfermedad y 
mortalidad, deben ir de la mano de programas de segui-
miento de poblaciones para poder establecer los efectos 
de las enfermedades sobre las tendencias poblacionales 
de los anfibios. Por desgracia, ambos tipos de programas 
tienen requerimientos específicos distintos, y no siempre 
es posible obtener datos epidemiológicos y estimaciones 
de abundancia durante las mismas jornadas de trabajo de 

Fig. 4. - Índices de abundancia modelizados para 24 poblaciones de an-
fibios del Parque Nacional de Picos de Europa durante un período de 14 
años comenzando tres años después de que registrásemos las primeras 
mortalidades por Rv. En rojo aparecen las poblaciones para las que se 
han detectado mortalidades masivas, mientras que en gris se muestran 
las poblaciones en las que nunca se han encontrado ejemplares muertos. 
La línea de puntos indica el índice 0 de ausencia de crecimiento/declive.
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campo. El avance en el conocimiento de la dinámica de 
las enfermedades de anfibios realizado en las últimas dos 
décadas permite acotar, hasta cierto punto, los trabajos 
de los programas de vigilancia, e intentar compatibilizarlos 
con las tareas de seguimiento de poblaciones. Lamentable-
mente, el elevado coste económico del análisis de mues-
tras de infección mediante métodos moleculares (no inferior 
a 5-10 € por muestra), o el elevado tiempo de análisis que 
requieren las técnicas histológicas, complican enormemen-
te la obtención de datos epidemiológicos.
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