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Resumen 

     Según la IUCN, los anfibios, representan el taxón con más especies amenazadas del 

planeta. Mientras que algunas de las amenazas se deben a actividades antropogénicas, las 

cuales son, en principio, mitigables, mientras que otras como el cambio climático y las 

enfermedades infecciosas emergentes no lo son. Los programas ex-situ son una medida de 

último recurso para salvar y han ayudado a evitar la extinción de varias especies en el pasado.   

     Los programas de crianza de anfibios en cautiverio vienen con ciertos retos y riesgos 

asociados. Estos incluyen la pérdida de diversidad genética, cambios en comportamiento y 

alteraciones en el microbioma cutáneo. El estado del microbioma en la piel de los anfibios 

ha mostrado ser factor importante en la salud de los individuos y poblaciones.  

     El objetivo de este estudio es la determinación y documentación de los cambios en las 

comunidades bacterianas en la piel de especímenes de Bolitoglossa y Plectrohyla matudai 

luego de trasladarlos de la naturaleza a cautiverio. Para esto se analizaron los datos obtenidos 

luego de la amplificación y secuenciación de muestras de hisopados cutáneos. Estas muestras 

fueron tomadas el día de la captura y cada 15 o 30 días durante los siguientes 12 meses en 

cautiverio.  

     Nuestros resultados sugieren que la composición del microbioma cutáneo de P. matudai 

y Bolitoglossa spp, se encuentra más asociada al hospedero que a su entorno.  Sin embargo, 

se observó que la diversidad alfa aumentó al introducir a los animales a los terrarios. 

Interesantemente, si el terrario era “estéril” o natural mostró tener un efecto pequeño en la 

diversidad de las comunidades bacterianas. También se observó que algunos géneros de 

bacterias que han mostrado capacidad para inhibir el Bd, están entre los más prevalentes y 

abundantes en los individuos muestreados. 
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Abstract 

 

     According to the IUCN, the amphibians represent the taxon with the highest number of 

endangered species. While some of the threats are due to anthropogenic activities, and are in 

principle, mitigable, other threats like climate change and emergent infectious diseases are 

not currently mitigable. Ex situ conservation programs are a last resort measure for saving 

highly endangered species from extinction and have had success with some species in the 

past.  

 

     However, amphibian captive breeding programs come with certain associated risks and 

challenges. This include but are not limited to, loss of genetic diversity, behavioral changes, 

and alterations of the skin microbiome. It has been repeatedly shown that the state of the 

cutaneous microbiome is an important factor that can influence the health of amphibian 

individuals and populations.  

 

     The goal of this study is the documentation of possible changes in the bacterial 

communities on the skin of Bolitoglossa and P. matudai individuals after being moved from 

the field into a captive setting.  For this, DNA from cutaneous swab samples was isolated, 

amplified, and sequenced. The samples were taken right after collecting the animal and 

subsequently every 15 or 30 days during a twelve-month period.  

 

     Our results suggest that the cutaneous microbiome composition in P. matudai and 

Bolitoglossa spp is highly associated to the host and not the surrounding environment. 

However, it was observed that the alfa diversity rose after moving the animals into the tanks. 

Interestingly, the type of terrarium, either “sterile” or “natural”, showed having only a small 

effect on the bacterial communities diversity. We also observed that some bacterial genera 

associated with Bd inhibition were among the most prevalent and abundant in the sampled 

individuals. 
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I. Introducción 

 

     Las comunidades bacterianas asociadas a hospederos tienen efectos en la salud en 

muchas especies, incluyendo humanos (Fierer et al., 2012), corales (Rosenberg et al., 

2007), insectos (Dillon et al., 2005) y anfibios (Harris et al., 2009a, b).  Las comunidades 

microbianas asociadas a la piel de los anfibios son cada vez más reconocidas por su 

complejidad ecológica e importancia en la defensa contra patógenos (Bletz et al., 2013; 

Walke & Belden, 2016). Entender como el microbioma cutáneo de los anfibios responde a 

estresores bióticos y abióticos como los cambios en el ambiente del hospedero y ataques 

de patógenos, continúa siendo una pregunta importante con aplicaciones en la conservación 

de anfibios (Bates et al., 2019).  

     A pesar de los esfuerzos, aún no está completamente claro como el microbioma cutáneo 

de los anfibios es influenciado por los reservorios naturales, factores asociados al hospedero 

y presencia de patógenos (Rebollar et al., 2016). Además, lo que aplica para una especie, 

de un gremio ecológico, en un tipo de hábitat no necesariamente aplica para otra especie 

diferente con nicho y hábitats distintos. Es importante investigar y caracterizar el 

microbioma y su dinámica ecológica, en otras especies en diferentes países (Harris et al., 

2009a), especialmente en sitios con especies amenazadas y presencia de Bd. Esto puede 

facilitar la adaptación de las estrategias de conservación a las necesidades de la especie.  

     Es importante mencionar que nuestro conocimiento en esta área ha aumentado en gran 

parte gracias a que avances en la microbiología molecular nos han permitido estudiar estas 

comunidades bacterianas tan complejas mucho más detalladamente (Belden et al., 2015). 
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     El principal objetivo de este estudio es determinar y documentar los cambios en las 

comunidades bacterianas en la piel de especímenes de Bolitoglossa y Plectrohyla matudai 

luego de moverlos de la naturaleza a cautiverio. Para esto se tomaron hisopados cutáneos 

de individuos de P. matudai y Bolitoglossa spp. cada 15 o 30 días durante un período de 

12 meses. Las muestras se tomaron en campo, durante la cuarentena y durante varios meses 

luego de introducir los animales a un terrario. Algunos terrarios se equiparon con material 

comercial esterilizado mientras que otro fue equipado solo con tierra, vegetación y refugios 

del sitio de colecta. Se aisló el ADN de los hisopados cutáneos y se amplificó la región V4 

de la subunidad rRNA del gen 16S para la identificación bacterias. Después de la 

secuenciación del ADN, los datos fueron analizados con R studio. 

     Encontramos la composición del microbioma cutáneo de P. matudai y Bolitoglossa spp, 

se encuentra más asociada al hospedero que a su entorno.  Tambien se observó que la 

diversidad alfa aumentó al introducir a los animales a los terrarios. Interesantemente, si el 

terrario era “estéril” o “natural” parece no tener un efecto fuerte sobre la diversidad de las 

comunidades bacterianas. También se observó que algunos géneros de bacterias que han 

mostrado capacidad para inhibir el Bd, están entre los más prevalentes y abundantes en los 

individuos muestreados. 
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II. Justificación 

 

     Estamos en medio de una ola global de pérdida de biodiversidad cuya velocidad y 

magnitud ha sido suficiente para que algunos expertos la consideren la “sexta extinción 

masiva” (Ehrlich & Wilson, 1991; Myers, 1993; Dirzo et al., 2014; Leaky & Lewin, 1992; 

Wilson, 1993). Esta pérdida de biodiversidad afecta a los taxa de manera asimétrica, siendo 

los anfibios el grupo de vertebrados más afectado (Becker et al., 2007; Wake & 

Vredenburg, 2008). Los anfibios son importantes para la estabilidad de los ecosistemas 

donde habitan y para los humanos. Son buenos indicadores de salud ambiental, son fuentes 

potenciales de compuestos bioactivos y debido a su posición en la cadena alimenticia, 

pueden funcionar como controles de plaga y vectores de enfermedades (Crump, 2010; 

Valencia-Aguilar, 2013).  

 

     Los factores responsables por los declives poblacionales y extinciones de anfibios 

incluyen la destrucción y fragmentación de hábitat, cambio climático, comercio ilegal de 

fauna y enfermedades infecciosas, especialmente la quitridiomicosis (Stuart et al., 2004; 

Young et al., 2001; Lips et al., 2005; Whitfield et al., 2007; Wake & Vredenburg, 2008; 

Crump, 2010). Mientras que algunas de estas amenazas no son actualmente mitigables 

como el Bd, y el cambio climático, otras amenazas están bajo control directo de los 

humanos y son, en principio, mitigables. Las especies de anfibios que enfrentan dichas 

amenazas pueden y deberían ser protegidas dentro de su hábitat natural (Zippel et al., 2011). 

Dicho esto, incluso si existiera la voluntad para mitigar todas las amenazas bajo control 

directo, cientos de especies todavía enfrentarían posibles declives y extinciones en la 

naturaleza (Zippel et al., 2011). La falta de recursos o éxito en la conservación in situ de 

anfibios sumado a la rapidez de los declives poblacionales ha aumentado la consideración 

del uso de estrategias ex situ para el rescate de algunas especies de anfibios.  

 

     Estos programas han salvado de la extinción y recuperado las poblaciones de diferentes 

especies de anfibios (Griffiths & Pavajeau, 2008; Lewis et al., 2019; IUCN Red List, 

2020).   Sin embargo, estos programas conllevan riesgos asociados lo cuales deben ser 



 

4 

 

manejados apropiadamente si estos han de tener éxito. Aparte del riesgo de perder 

diversidad genética, el cautiverio ha mostrado tener impactos negativos en el 

comportamiento y el microbioma cutáneo de los anfibios (Waldman & McKinnon 1993; 

Kraaijeveld-Smit   et   al., 2006; Allentoft et  al.,  2010; Kueneman et al., 2016; Passos et 

al., 2017ª; Passos et al., 2017b). No obstante, con suficiente conocimiento y el manejo 

apropiado, estos riesgos pueden ser controlados. 

 

     Las comunidades microbianas asociadas a la piel de los anfibios son cada vez más 

reconocidas por su complejidad ecológica e importancia en la defensa contra patógenos 

(Bletz et al., 2013; Walke & Belden, 2016). Se ha documentado que la relación simbiótica 

entre el individuo y su microbioma cutáneo puede jugar un papel importante en la 

inmunidad y resistencia contra patógenos como B. dendrobatidis (Rollin-Smiths et al., 

2005; Brucker et al., 2008b). Sin embargo, existe un gran número de especies amenazadas 

distribuidas en una variedad de hábitats y ocupando nichos muy diferentes, por lo cual 

resulta arriesgado asumir que lo que aplica para una especie aplica para todas. Entender 

cómo el microbioma cutáneo de las diferentes especies de anfibios en distintos hábitats 

responde a estresores bióticos y abióticos como los cambios en el ambiente del hospedero 

y ataques de patógenos, continúa siendo una pregunta importante con aplicaciones en la 

conservación de anfibios (Bates et al., 2019). Es importante investigar y caracterizar el 

microbioma y su dinámica ecológica, en otras especies en diferentes países (Harris et al., 

2009a), especialmente en sitios con especies amenazadas y presencia de Bd. Esto puede 

facilitar la adaptación de las estrategias de conservación a las necesidades de la especie. 
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III. Objetivos 

 

A. Objetivo general:   

      Determinación y documentación de los cambios en las comunidades bacterianas en la 

piel de especímenes de Bolitoglossa y Plectrohyla matudai luego de moverlos de vida 

silvestre a cautiverio. 

 

B.   Objetivos específicos:  

• Determinar los potenciales efectos de las diferentes etapas de los protocolos de   programas 

de cautiverio en el microbioma cutáneo de anfibios. 

 

• Establecer protocolos de manejo y cuidado en cautiverio para Plectrohyla matudai.  
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IV. Marco teórico 

 

 

A. La crisis global de anfibios 

     Estamos viviendo en medio de una crisis de biodiversidad en la cual están siendo 

extirpadas especies y ecosistemas causando el declive y extinción de varias poblaciones. 

La gran mayoría de estos cambios se deben a presiones antropogénicas (Ehrlich & Wilson, 

1991; Myers, 1993; Dirzo et al., 2014). Algunos expertos consideran que la magnitud y 

velocidad de esta pérdida de biodiversidad es suficiente para llamarla la “sexta extinción 

masiva” (Leaky & Lewin, 1992; Wilson, 1993). Desafortunadamente los anfibios han sido 

uno de los grupos más afectados anfibios (Becker et al., 2007; Wake & Vredenburg, 2008).  

     Desde los años 90 las poblaciones de anfibios han estado disminuyendo de manera 

alarmante (Young et al., 2001), en promedio es el taxón con más especies amenazadas del 

planeta, con más del 41% de sus especies clasificadas bajo algún grado de amenaza (eg. 

VU, EN, CR). Al menos 33 especies ya están extintas y 2 están extintas en la naturaleza y 

se cree que 143 especies más pueden estar extintas (IUCN Red List, 2020).  El número de 

especies amenazadas ha subido rápidamente durante los últimos 22 años. En 1996-1998 la 

IUCN reporto 18 especies de anfibios clasificadas como críticamente amenazadas, en el 

2020 este número se incrementó a 587. Para las especies clasificadas como amenazadas y 

vulnerables el número subió de 31 a 965 y de 75 a 650, respectivamente. Los anfibios se 

encuentran bajo riesgo de extinción debido a varios factores que incluyen la destrucción y 

fragmentación de hábitat, cambio climático, comercio ilegal de fauna y enfermedades 

infecciosas, especialmente la quitridiomicosis (Stuart et al., 2004; Young et al., 2001; Lips 

et al., 2005; Whitfield et al., 2007; Wake & Vredenburg, 2008; Crump, 2010).  

     Los anfibios son importantes para los ecosistemas donde habitan (eg. estabilidad de 

ciclos de nutrientes y redes tróficas) y también para los humanos. Debido a la sensibilidad 

de su piel a los cambios ambientales, son buenos bioindicadores del estado de un sitio. Sus 

secreciones cutáneas representan una posible fuente importante de compuestos bioactivos.  
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Además, son una parte importante de la cadena alimenticia y pueden ayudar a regular 

poblaciones de insectos, incluyendo algunos vectores de enfermedades humanas (eg. 

dengue y malaria) o pestes de cultivos (Crump, 2010; Valencia-Aguilar, 2013).  

 

B.   Batrachochytrium dendrobatidis (Bd) 

     La qutridiomicosis es una enfermedad emergente de anfibios causada por el hongo 

patógeno B. dendrobatidis. En 1998 fue asociada a declives de poblaciones de anfibios en 

Australia y Panamá (Berger et al., 1998; Longcore et al., 1999). Luego fue conectada a 

declives poblacionales en varias partes del mundo incluyendo Norte-, Sur- y 

Centroamérica, Nueva Zelanda, Europa y África (Longcore et al., 1999; Daszak et al., 

2000; Lips et al., 2003; Mazzoni, 2003; Stuart 2004; Lips et al., 2005; Puschendorf, 2006; 

Felger, et al., 2007; Lawson, 2009; Ruano et al. 2011). Un estudio reciente siguió los rastros 

hasta detectar la putativa sepa ancestral del hongo en la Península de Corea, sugiriendo 

fuertemente que la península coreana es lugar de origen de la panzootia. Debido al 

acelerado comercio de especies de anfibios se pueden encontrar todos los linajes de B. 

dendrobatidis en especies comercializados. El hongo se ha vuelto omnipresente y continúa 

diversificándose rápidamente (O'Hanlon et al., 2018).  

     En anfibios, la piel es uno de los órganos más importantes ya que encuentra involucrada 

en la respiración, hidratación, osmorregulación y termorregulación (Duellman & Trueb, 

1986). Los anfibios generalmente tienen la piel delgada, permeable, y muchas especies 

respiran parcialmente por ella, mientras que algunas especies sin pulmones dependen 

completamente de la respiración cutánea (Duellman & Trueb, 1986). Los anfibios también 

absorben agua y electrolitos por la piel y los anuros lo hacen especialmente por medio de 

un parche de piel en la parte ventral del abdomen, el cual es particularmente susceptible al 

Bd (Berger et al., 1998). La infección por Bd en la piel de los anfibios puede perjudicar el 

transporte de electrolitos a tal grado que ocurra un paro cardiaco y muerte del animal 

(Voyles et al., 2009). La infección por Bd tambien puede causar hiperqueratosis 

(engrosamiento de la capa queratinizada más externa de la piel (Longcore et al., 1999). En 

los renacuajos, el hongo Bd infecta solo las partes bucales, la única parte del cuerpo del 
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renacuajo que contiene queratina (Rachowicz & Vredenburg, 2004). La tasa de mortalidad 

y el tiempo entre la exposición a Bd y la muerte son influenciadas por la dosis del patógeno, 

temperatura, edad, etapa de desarrollo, especie y cepa de Bd (Berger et al., 1999; Lamirande 

& Nichols, 2002; Rachowicz & Vredenburg 2004; Berger et al., 2004, 2005).  

     La quitridomicosis parece estar afectando a las ranas en mayor medida que a las 

salamandras, pero hay que considerar que menos investigación se ha realizado en 

salamandras y datos recientes han indicado que las salamandras neotropicales también han 

sido severamente afectadas por la quitridiomicosis (Rovito et al., 2009; Cheng et al., 2011). 

Se ha estimado que el Bd es responsable del severo declive de al menos 501 especies de 

anfibios, incluyendo 90 posibles extinciones (Sheele et al., 2019), y para final de los años 

90 al menos 30 géneros de anfibios en 9 familias diferentes ya habían sido afectados 

(Young et al., 2001). La enfermedad ha sido detectada en todos los países de Mesoamérica. 

México (Lips et al., 2004; Frías-Álvarez et al., 2008; Aanensen, 2006), Guatemala 

(Mendelson, 2004; Ruano et al., 2011, Chang et al., 2011; Belize (Kaiser & Pollinger, 

2012), El Salvador (Felger et al., 2007; Lawson, 2009), Honduras (Pushendorf et al., 2006; 

Kolby et al., 2009), Nicaragua (García-Roa et al., 2014), Costa Rica (Lips et al., 2003; 

Puschendorf, 2003). 

 

C. Conservación ex-situ de anfibios  

     Mientras que in-situ se refiere al contexto de un animal en la naturaleza, ex-situ se refiere 

a su estado en cautiverio (Zippel et al., 2011).  Las amenazas que enfrentan los anfibios son 

diversas, muchas veces sinérgicas y casi completamente antropogénicas (Stuart et al., 2004; 

Young et al. 2001; Lips et al., 2005; Whitfield et al., 2007; Wake & Vredenburg, 2008; 

Crump, 2010). La mayoría de las amenazas están bajo control directo y podrían ser, en 

principio, mitigables (dejando a un lado factores socioeconómicos y políticos que pueden 

interferir con su mitigación). Las especies de anfibios que enfrentan dichas amenazas 

pueden y deberían ser protegidas dentro de su hábitat natural (Zippel et al., 2011).  Otras 

amenazas como las infecciones por Bd y el cambio climático no son, en la actualidad, 

mitigables y probablemente no podrán ser mitigadas a tiempo para prevenir más 
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extinciones. Consecuentemente, incluso si existiera la voluntad para mitigar todas las 

amenazas bajo control directo, cientos de especies todavía enfrentarían posibles declives y 

extinciones en la naturaleza (Zippel et al., 2011).  De este modo, rescatar especies en 

cautiverio es una medida de último recurso, es decir, una respuesta a la falta y/o falla de 

acciones in-situ. 

     Gracias a algunos programas ex-situ, algunas especies previamente catalogadas como 

Extintas en la Naturaleza, han sido reestablecidas en su hábitat, por ejemplo, el Orix Árabe 

(Oryx leucoryx), el Hurón de pies negros (Mustela nigripes) y el Cóndor de California 

(Gymnogyps californianus) (IUCN Red List, 2020).   Aun así, se podría argumentar que 

los programas ex-situ desvían recursos limitados lejos de esfuerzos in-situ más importantes 

(Snyder et al., 1996). Sin embargo, este argumento puede perder fuerza conforme algunos 

de los actores principales de la conservación ex-situ, como los zoológicos, invierten más 

recursos en proyectos in-situ (Gusset & Dick, 2010). 

     Los anfibios han sido considerados como buenos candidatos para programas de 

reproducción en cautiverio por varias razones. Esto incluye atributos generales de los 

anfibios como un tamaño pequeño y su asociado requerimiento de poco espacio, alta 

fecundidad, aplicabilidad de tecnologías reproductivas, poca duración generacional, 

comportamiento muy influenciado por patrones de acción fijos, bajo costo de estos 

programas comparado con programas para otros vertebrados y la existente capacidad del 

sector privado y zoológicos para llevarlos acabo (Bloxam & Tonge, 1995; Balmford et al. 

1996; Griffiths & Pavajeau, 2008; Browne et al., 2011; Smith & Sutherland, 2014).  No 

obstante, estas son generalizaciones y muchas especies amenazadas de anfibios no cumplen 

uno o más de estos criterios, afectando su idoneidad como candidato para un programa de 

reproducción (Tapley et al., 2015). Un análisis cuidadoso es necesario antes de seleccionar 

una especie para programas de reproducción en cautiverio.  

     Los programas de crianza de anfibios en cautiverio vienen con ciertos retos y riesgos 

asociados. Las poblaciones mantenidas en cautiverio durante múltiples generaciones corren 

el riesgo de perder diversidad genética, producir combinaciones alélicas perjudiciales e 

incluso de ser sometidas a selección artificial para rasgos desadaptativos (Waldman y 
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McKinnonm, 1993; Kraaijeveld-Smit   et   al., 2006; Allentoft et al., 2010). Además, cada 

vez se obtiene más evidencia que el cautiverio puede tener otros impactos negativos en 

diferentes aspectos de la ecología y comportamiento de los anfibios, por ejemplo, puede 

afectar sus vocalizaciones, su respuesta contra depredadores y el microbioma cutáneo 

(Kueneman et al., 2016; Passos et al., 2017a; Passos et al., 2017b).  Todos estos 

factores pueden potencialmente afectar la supervivencia de los animales y poblaciones 

liberadas (Passos et al., 2018).  

     Una revisión publicada en 2008 acerca de la efectividad de los programas de crianza e 

introducción de anfibios reporto que 12 de 14 especies que eran parte de estos programas, 

lograron reproducirse con éxito luego de la liberación, con siete de las especies logrando el 

objetivo final de establecer poblaciones autosostenibles en la naturaleza (Griffiths & 

Pavajeau, 2008). Este 50% de éxito señala que existe espacio para mejorar. No obstante, 

cada año se genera más información nueva que va a ayudar a mejorar las prácticas de 

manejo de anfibios en cautiverio, mejorando el éxito de los programas. Es importante 

señalar que muchos programas han iniciado dentro de los últimos 10 años, y que puede 

tomar varios años establecer un programa y desarrollar técnicas de manejo exitosas antes 

de que puedan ocurrir las liberaciones, seguido por años de monitoreos rigorosos post-

liberación, antes de poder juzgar un programa como exitoso o no. En otras situaciones, 

ocurren retrasos debido a que las amenazas en la naturaleza no han sido mitigadas y la 

liberación debe posponerse (Tapley et al., 2015).  

 

D. Importancia del microbioma cutáneo en los anfibios  

     Las comunidades bacterianas asociadas a hospederos tienen efectos en la salud en 

muchas especies, incluyendo humanos (Fierer et al., 2012), corales (Rosenberg et al., 

2007), insectos (Dillon et al., 2005) y anfibios (Harris et al., 2009a, b).  Las comunidades 

microbianas asociadas a la piel de los anfibios son cada vez más reconocidas por su 

complejidad ecológica e importancia en la defensa contra patógenos (Bletz et al., 2013; 

Walke & Belden, 2016). Entender como el microbioma cutáneo de los anfibios responde a 

estresores bióticos y abióticos como los cambios en el ambiente del hospedero y ataques 
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de patógenos, continúa siendo una pregunta importante con aplicaciones en la conservación 

de anfibios (Bates et al., 2019).  

     Se ha documentado que la relación simbiótica entre el individuo y su microbioma 

cutáneo puede jugar un papel importante en la inmunidad y resistencia contra patógenos 

como B. dendrobatidis (Rollin-Smiths et al., 2005; Brucker et al., 2008b). Incluso se han 

identificado algunos géneros de bacteria con la capacidad de inhibir hongos quitridios como 

Stenotrophomonas, Aeromonas, Arthrobacter, Janthinbacterium, Pseudomonas y 

Pedobacter (Harris et al., 2006; Brucker et al., 2008; Lauer et al., 2008; Becker et al., 2015; 

Becker et al., 2015b). Esa capacidad inhibitoria suele ser atribuida a la producción de 

ciertos metabolitos que han mostrado tener actividad antifúngica en experimentos in vitrio 

(Brucker et al. 2008; Brucker et al., 2008b). Interesantemente, mientras unas bacterias 

pueden inhibir el crecimiento del hongo, bacterias como Microbacterium sp. han mostrado 

facilitar la infección, posiblemente por la secreción de compuestos nutritivos que el 

patógeno puede utilizar (Bell et al., 2013; Becker et al., 2015).  

     Otros factores importantes que influyen en la inhibición del hongo son la densidad, 

composición del microbioma y los niveles de infección (Harris et al., 2006; Harris et al., 

2009a; McKenzie et al., 2012; Becker et al., 2015).  La composición del microbioma puede 

diferir entre individuos en cautiverio e individuos salvajes (Becker et al., 2014). Un estudio 

mostró pérdidas de diversidad bacteriana en la piel de dos especies de tritón en cautiverio 

(Bates et al. 2019). Los individuos en cautiverio pueden tener menos oportunidad de 

obtener distintas bacterias debido a que viven en un ambiente controlado (Antwis et al., 

2014). De hecho, un estudio mostro que mantener un reservorio natural de bacterias (ie. 

suelo del hábitat natural de la especie) en el terrario, puede reducir la perdida de diversidad 

bacteriana en la piel de algunas salamandras (Loudon et al., 2014). Sin embargo, también 

se ha observado que incluso después de varios años, algunos individuos de laboratorio 

todavía comparten ciertas cantidades de riqueza y diversidad bacteriana con ranas silvestres 

(Becker et al., 2014).  

     A pesar de los esfuerzos, aún no está completamente claro como el microbioma cutáneo 

de los anfibios es influenciado por los reservorios naturales, factores asociados al hospedero 
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y presencia de patógenos (Rebollar et al., 2016). Además, lo que aplica para una especie, 

de un gremio ecológico, en un tipo de hábitat no necesariamente aplica para otra especie 

diferente con nicho y hábitats distintos. Es importante investigar y caracterizar el 

microbioma y su dinámica ecológica, en otras especies en diferentes países (Harris et al., 

2009a), especialmente en sitios con especies amenazadas y presencia de Bd. Esto puede 

facilitar la adaptación de las estrategias de conservación a las necesidades de la especie.  

     Es importante mencionar que nuestro conocimiento en esta área ha aumentado en gran 

parte gracias a que avances en la microbiología molecular nos han permitido estudiar estas 

comunidades bacterianas tan complejas mucho más detalladamente (Belden et al., 2015). 

Las bacterias que pueden ser cultivadas son una pequeña fracción de diversidad total que 

existe en la naturaleza (Stewart, 2012). Es por esto que los avances en las técnicas 

moleculares, incluyendo la purificación y amplificación de ácidos nucleicos, así como en 

la secuenciación de nueva generación nos permiten caracterizar la diversidad microbiana 

como mayor precisión, incluyendo organismos no cultivables. Los microbiomas suelen ser 

estudiados principalmente utilizando enfoques metagenómicos y códigos de barras 

genéticos (Rowe et al., 2017). 

 

E. Plectrohyla matudai 

     P. matudai es una de aproximadamente 42 especies de hílidos dentro del género 

Plectrohyla.  Actualmente se encuentra clasificada como Preocupación Menor (LC) 

principalmente debido a su relativamente amplia distribución, población grande y 

tolerancia a cierto grado de perturbación de hábitat. Sin embargo, su hábitat, compuesto 

principalmente de bosque pino encino y bosques lluviosos, se encuentra muy fragmentado 

(IUCN Red List, 2020).  Su distribución incluye las pendientes del Pacifico de Chimalapas 

en Oaxaca atravesando la Sierra Madre en Chiapas, México (Ochoa-Ochoa & Whittaker 

2014). En Guatemala es relativamente común en algunas localidades al este y oeste de la 

Costa del Pacifico como el Volcán Tajumulco, otras áreas en San Marcos, Suchitepéquez 

y la Unión, Zacapa (IUCN Red List, 2020). En Honduras se ha reportado en los 

Departamentos de Lempira, Ocotepeque y Copán (Townsend et al. 2008, Solis et al. 2014). 
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En Guatemala, P. matudai ha sido encontrada en ríos muy contaminados y en fincas de 

café (IUCN Red List, 2020).  

     Además de la perdida y fragmentación de hábitat, la quitridiomicosis también es 

considerada una amenaza para la especie ya que se han detectado altos niveles de infección 

por Bd en P. matudai. Otras especies del género han sido severamente afectadas por el 

hongo (IUCN Red List, 2020). Sin embargo, los adultos de esta especie han mostrado ser 

relativamente resistentes a la infección por Bd y podrían funcionar como transportadores 

del hongo a otras áreas (Cheng et al., 2011). La causa de esta resistencia al hongo es 

desconocida.  

 

F. Bolitoglossa 

     Las salamandras sin pulmones de la familia Plethodontidae representan 

aproximadamente el 40% de todas las especies de salamandras, con una gran radiación en 

el Neotrópico (Parra-Olea et al., 2004; Larson et al., 2006; Wake & Vredenburg, 2008). 

Declives fuertes y extinciones de varias de las 156 especies de pletodóntidos 

mesoamericanos han sido reportadas para México, Panamá, Guatemala, y Costa Rica. 

Bolitoglossa, además de ser el género con mayor número de especies dentro de la familia, 

en consecuencia, ha sido uno de los más afectados (Rovito et al., 2009; Crawford et al., 

2010; Cheng et al., 2011; Alroy, 2015). En el 2016 se reportaron 82 especies de 

salamandras pletodóntidas mesoamericanas con declive poblacionales notables. Su 

clasificación por la IUCN incluía: 8 casi amenazadas (NT), 17 vulnerables (VU), 33 en 

peligro (EN), 24 en peligro crítico (CE) (Whitfield et al. 2016). Mesoamérica es 

considerada una de las regiones más afectadas por la quitridiomicosis (Scheele et al. 2019). 

La enfermedad ha afectado comunidades enteras de salamandras, especialmente en 

especies de elevaciones altas y rango restringido, principalmente en bosques nubosos 

(Berger et al., 1998; Savage, 2002; Lips et al., 2006; Brem & Lips, 2008; Crawford et al., 

2010; Forrest et al., 2011).  
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G.   Microbioma bacteriano en Plectrohyla y Bolitoglossa  

     Un estudio reciente (Ellison et al., 2018) exploró el impacto de la filogenia y el hábitat 

en la diversidad bacteriana en la piel de ranas del género Plectrohyla y salamandras de los 

géneros Pseudoerycea en Guatemala y México. Detectaron un promedio de 322 OTUs 

(Unidad taxonómica operativa) en las muestras de Plectrohyla (n= 23), 524 OTUSs en 

Bolitoglossa (n=19) y 681 OTUs en Pseudoerycea (n=30).  

     En 11 de 23 individuos de ranas, encontraron un microbioma relativamente simple 

compuesto principalmente por Flavobacteriales (filo: Bacteroidetes) y Actinomycetales 

(filo: Actinobacteria). El microbioma núcleo del 90% de las ranas estaba constituido por 

21 OTUs. Este núcleo dominaba la comunidad microbiana cutánea de las ranas con una 

abundancia relativa de 74.9%. Lo miembros más abundantes de este núcleo microbiano 

fueron Chryseobacterim (orden: Flavobacteriales, abundancia relativa promedio: 25.6%) y 

Dermacoccus (orden: Actinomycetales, abundancia relativa promedio: 15.4%). (Ellison et 

al. 2018). 

     El microbioma de las salamandras también estaba dominado por el filo Proteobacteria, 

los cuales fueron relativamente significativamente menos abundantes en las ranas (p = 0.02, 

ANOVA). El microbioma núcleo de las salamandras estaba compuesto por 15 OTUs con 

una abundancia relativa promedio del 35.7% (Rango; 3.8-73.2%). Los miembros más 

abundantes del microbioma de las salamandras fueron Pseudomonas (orden: 

Pseudomonadales abundancia relativa promedio: 10.8%), Methylobacterium (orden: 

Rhizobiales, abundancia relativa promedio: 6.9%), y la familia Enterobacteriaceae (orden: 

Enterobacteriales, abundancia relativa promedio: 6.6%). 3 salamandras individuales (1 

Bolitoglossa y dos Pseudoerycea) mostraron una diferencia enorme en la composición del 

microbioma comparado con el resto, con un microbioma dominado por Chlamydiales (Filo: 

Chlamydiae). Chlamydia representaba el 93 y 83% de las secuencias en 2 individuos, 

mientras que el microbioma del tercer individuo estaba dominado por Chlamydia (20%) y 

Candidatus Rhabdochlamydia (40%). Los autores concluyeron que la historia filogenética 

influencia fuertemente la diversidad y estructura de la comunidad del microbioma a en 
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niveles taxonómicos altos (entre ordenes), pero que en niveles taxonómicos bajo (entre 

géneros y especies), el efecto del hábitat era mayor (Ellison et al., 2018). 
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V. Metodología 

 

A. Colecta de especímenes 

     Los especímenes de Plectrohyla matudai y Bolitoglossa spp. fueron colectados en dos 

localidades del Municipio La Unión, Zacapa, Guatemala, El Bosque Municipal adyacente 

a la Finca Dulce Rocío y el bosque dentro de la Finca La Marsella. Los individuos se 

buscaron usando la técnica de muestreo de encuentro visual (VES) de 8:00pm a 11:00pm 

durante la época lluviosa del 2018. Todos los especímenes fueron manipulados utilizando 

guantes de nitrilo estériles. Los animales fueron hisopados inmediatamente después de 

regresar al campamento. Los individuos se lavaron con 100ml de agua estéril para eliminar 

la tierra y cualquier bacteria transitoria. Para la toma de muestras se utilizaron hisopos de 

rayón estériles (MW113, Medical Wire Equipment & Co. Ltd). Las ranas fueros hisopadas 

5 veces en cada flanco, 10 veces en la región ventral, 5 veces en cada muslo y 5 veces en 

la región dorsal. Las salamandras de hisoparon 10 veces en los flancos y 10 veces en las 

región ventral y dorsal. Los hisopos se almacenaron inmediatamente en nitrógeno líquido 

antes de ser transportadas a la Universidad del Valle donde fueron almacenados a -80oC 

hasta realizar la extracción de ADN. 
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Figura 1. Sitio de colecta, La Unión Zacapa, Guatemala 

     Para la captura, todos individuos fueron colocados en bolsas de plástico con número de 

serie. Se tomaron datos del tipo de microhábitat, actividad del individuo, hora de captura y 

coordenadas de GPS. Los individuos fueron medidos y pesados. Todos los especímenes 

fueron luego transportados a la Universidad del Valle (UVG). 

 

B. Manejo y cuidado de los animales  

     Cuarentena: Al llegar a las instalaciones de la UVG, los individuos fueron aislados en 

contenedores de plástico de 20.2 cm X 15.7 cm X 3.9 cm por 4 a 6 semanas. A los 
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contenedores se les agrego una hoja de papel mayordomo húmedo para mantener la 

humedad, la cual fue cambiada cada 48 horas. El interior de los contenedores fue 

humedecido con un atomizador cada 48h. El comportamiento de los animales fue 

monitoreado constantemente para detectar cualquier cambio. Los animales fueron 

alimentados 1 vez al día dos días a la semana con grillos comunes (Acheta domesticus) 

espolvoreado con un suplemento de calcio (Repashi Superfoods Calcium Plus). Durante la 

fase de cuarentena, todos los individuos fueron hisopados cada semana utilizando hisopos 

estériles de rayón de la manera descrita anteriormente. Las muestras se almacenaron a -

80oC hasta la extracción de ADN.  

     Posteriormente, los animales fueron colocados en terrarios completamente equipados y 

condicionados. 5 ranas fueron colocadas en el Terrario A, el cual contenía suelo, rocas, 

arena y plantas del sitio de colecta de los animales; 6 ranas fueron colocadas en el Terrario 

B, el cual fue preparado de acuerdo con el protocolo guía de manejo y cuidado de 

Amphibian Ark. Se compró tierra negra, rocas, arena y plantas comerciales. Todo fue 

esterilizado con cloro y autoclave antes de preparar el terrario.  

     Dos terrarios más, C (P. matudai) y D (Bolitoglossa spp.) fueron preparados con 

pequeñas piedras de arcilla para el drenaje. El suelo, plantas y rocas fueron esterilizados 

como se describió anteriormente. Todos los terrarios utilizaron agua de la misma fuente 

(agua del chorro) y filtrada con un sistema de filtro de capa múltiples (iSpring CT10).  

     Los individuos permanecieron en los terrarios por 4 semanas, para evitar estresarlos y 

que se acostumbraran a los terrarios, antes del primer hisopado. Los animales fueron 

alimentados dos días a la semana con grillos comunes espolvoreado con un suplemento de 

calcio (Repashi Superfoods Calcium Plus). La dieta de los grillos consistía en una mezcla 

de vegetales (ie. Manzana o zanahoria) y concentrado de gato. Los terrarios fueron 

humedecidos 3 veces por semana con un atomizador. El agua de los pequeños estanques 

dentro de los terrarios fue cambiada dos veces por semana. Como fuente de UV se utilizaron 

bombillas de luz azul diurna de 40W (Daylight Blue Reptile Bulb Zoo Med DB-40). Se 

utilizo un patrón de luz de 12 horas por día. La temperatura de mantuvo entre 18o y 21oC.  
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Se tomaron hisopados cutáneos cada 15 días para los animales de los terrarios A y B, y 

cada mes para los animales de los terrarios C y D. Todas las muestras fueron almacenadas 

a -80oC hasta la extracción de ADN.  

 

C. Extracción de ADN 

     Las extracciones de ADN se realizaron utilizando el kit: Qiagen DNeasy® PowerSoil® 

Kit, con las siguientes modificaciones: La incubación C1 se hizo a 65oC por 90 minutos. 

50 ul de C6 fueron agregados al filtro y este se incubó por 10 minutos antes de la elusión. 

Las muestras se cuantificaron utilizando un NanodopTM (Thermo Fisher). Para todos los 

sets de extracción se extrajo también un control negativo. Un estándar de comunidad 

microbiana de ZymobiomicsTM (D6300) fue extraído como control positivo. Previo a la 

secuenciación, las muestras de ADN, los controles negativos y positivos de extracción y 

los controles negativos de PCR fueron asignados aleatoriamente y en triplicado a pozos en 

placas de 96 pozos. Las placas también contenían los blancos (Pozos totalmente vacíos).  

 

D. Amplificación y secuenciación  

     Las muestras fueron exportadas a la Universidad Metropolitana de Manchester, 

Inglaterra en donde se llevó a cabo la amplificación de la región V4 de la subunidad rRNA 

del gen 16S utilizando los primers   515F: GTGYCAGCMGCCGCGGTAA (Parada et al., 

2016) – 806R :GGACTACNVGGGTWTCTAAT (Appril et al. 2015). La preparación de 

librerías se llevó a cabo utilizando el kit Illumina TruSeq Free PCR library prep. La 

secuenciación de nueva generación se llevó a cabo en un secuenciador Illumina MiSeq en 

el Laboratorio de Ecología y Genética de la misma universidad.  

 

E. Análisis de datos  

     Los datos fueron analizados con R Studio v.4.0.2. Para el filtrado, curación y manejo de 

secuencias se utilizaron los paquetes dada2 (Callahan et al., 2016) y phyloseq (McMurdie 
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& Holmes, 2013). Para los análisis de composición se utilizó principalmente el paquete 

vegan (Oksanen et al., 2019). En dada2 se cortaron las secuencias en la posición 220 para 

la secuencia forward y 180 para la secuencia reverse. Esto se realizó para evitar utilizar las 

partes de baja calidad que se encuentran a los extremos de las secuencias largas. Las 

muestras se unieron y se construyó un cuadro de ASV (Amplicon Sequence Variants). Para 

realizar la asignación taxonómica del cuadro de ASV se utilizó la base de datos de 

referencia de SILVA – subunidad pequeña de rRNA (Quast et al., 2013). Con phyloseq se 

creó un objeto PS el cual contenía la información de las secuencias y de cada individuo, así 

como la información de colecta.  

     Para comprobar la significancia en la diferencia de diversidad alfa (estimada con 

phyloseq) entre tratamientos y etapas se utilizó la prueba no paramétrica de Kruskal-Wallis 

(vegan) y la prueba post hoc de Dunn del paquete dunn. (Dinno, 2017). Para evaluar el 

efecto de diferentes variables en la riqueza de especies se utilizó un modelo generalizado 

mixto (GLMM) con distribución de Poisson y Semana de muestreo como efecto aleatorio, 

con el paquete lme4 (Bates et al., 2015). La selección de modelos se basó en el Criterio de 

Información de Akaike corregido para muestras pequeñas (AICCc) (Burnham y Anderson, 

2002) utilizando el paquete MuMln (Barton, 2019). Los parámetros que incluyen 0 entro 

de su intervalo de confianza (95%) se consideraron no-informativos (Arnold, 2010).  La 

diversidad beta se estimó con las distancias de Bray-Curtis y Unifrac.  Los efectos se las 

diferentes variables sobre la diversidad beta se evaluaron con análisis de varianza 

permutacional (PERMANOVA) con la prueba de Adonis en vegan.  

     Los gráficos de barras de composición fueron elaborados para observar la abundancia 

relativa de los taxa más prevalentes y abundantes. Se realizaron con el paquete ggplot2 

(Wickham, 2016) luego de aglomerar con phyloseq las ASVs en Géneros o Clases y filtrar 

para mantener solo los taxa más abundantes. 
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VI. Resultados 

 

A. Composición del microbioma bacteriano cutáneo de los especímenes. 

 

Figura 2. Abundancia relativa de las nueve clases de bacterias cutáneas más 

prevalentes en P. matudai 

     Un total de 47 clases fueron detectados en los hisopados cutáneos tomadas en el campo 

a los individuos de P. matudai.  La Figura 1 muestra la abundancia relativa y prevalencia 

de las 9 clases de bacterias más abundantes. Todas las clases con una abundancia relativa 

menor al 1% fueron agrupadas. La clase más prevalente y abundante en ambas localidades 
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es Gammaproteobacteria. La segunda más prevalente y abundante es Actinobacteria, 

mostrando una abundancia mayor en individuos de La Marsella. Alphaproteobacteria y 

Bacteroidia tienen alta prevalencia, pero su abundancia relativa es menor que las dos clases 

dominantes. Bacili también está presente en la mayoría de los individuos con una muy baja 

abundancia relativa.  Verrucomicriobiae está presente en aproximadamente un tercio de los 

individuos (incluyendo ambas localidades), con muy baja abundancia relativa, a excepción 

de un individuo donde es la clase dominante. En general, no se observa una diferencia clara 

en la composición de las comunidades entre ambas localidades exceptuando la mayor 

abundancia relativa de Actinobacteria en los individuos de La Marsella.  

 

Figura 3. Abundancia relativa de los veinte géneros de bacterias cutáneas más 

prevalentes en P. matudai 
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     Se identificaron 134 géneros en los hisopados cutáneos tomados en el campo a los 

individuos de P. matudai.  La Figura 2 representa la composición de comunidades a nivel 

de género, mostrando solamente los veinte géneros más abundantes. La imagen es menos 

clara, con mucha variabilidad entre individuos. Sin embargo, algunos aspectos son 

notables, como la alta prevalencia de Pseudomonas, presente en dos tercios de los 

individuos. Acinetobacter está presente en la mitad de los individuos y en algunos casos 

con una abundancia relativamente alta. No se observa una diferencia clara en la 

composición de las comunidades entre ambas localidades.  

 

  

Figura 4. Abundancia relativa de las ocho clases de bacterias cutáneas más 

prevalentes en Bolitoglossa spp. 
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     Cuarenta y siete diferentes clases de bacterias fueron identificadas, en las muestras 

cutáneas de los diferentes ejemplares de Bolitoglossa. Similar a P. matudai, las 

comunidades bacterianas cutáneas de Bolitoglossa muestran una alta prevalencia y 

abundancia relativa de Gammaproteobacteria. Actinobacteria tiene también una alta 

prevalencia, pero mucho menor abundancia relativa. Lo mismo se observa para Bacteroidia 

y Alphaproteobacteria. Interesantemente la abundancia relativa de Alphaproteobacteria es 

particularmente alta en los individuos donde la abundancia de Gammaproteobacteria es 

relativamente baja. No se observan diferencias claras en la composición de las comunidades 

bacterianas cutáneas entre las diferentes especies (todas de la misma localidad).  

 

Figura 5. Abundancia relativa de los veinte géneros de bacterias cutáneas más 

prevalentes en Bolitoglossa spp. 



 

25 

 

     Se identificaron 341 géneros de bacterias en los hisopados cutáneos de Bolitoglossa. La 

Figura 4 muestra los 20 géneros más abundantes. La composición es muy variable entre 

individuos y no se observa una diferencia clara entre las diferentes especies. Notablemente, 

Pseudomonas tiene alta prevalencia estando presente en todos los individuos. Su 

abundancia es relativamente alta comparada con otros géneros de bacterias. Acinetobacter 

también muestra alta prevalencia y abundancia relativa en la mayoría de los individuos. 

Aeromonas está presente en más de dos tercios de los individuos, pero con baja abundancia 

relativa. Estos 3 géneros han sido identificados como potenciales inhibidores de Bd 

(Woodhams et al., 2015). 

 

B. Diversidad alfa  

     Las Figuras 5-7 muestran la diversidad alfa en función de la etapa (campo, cuarentena 

y terrario) para cada terrario con P. matudai. Se midió la diversidad alfa de las comunidades 

bacterianas cutáneas utilizando tres tipos diferentes de índice: Basado en Riqueza (Chao1), 

basado en Abundancia (Shannon) y diversidad filogenética (PD de Faith). 
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Figura 6. Diversidad alfa por etapa (Terrario A). 
a) Chao1; b) Shannon; c) PD de Faith 

     La Figura 5 (Terrario A) muestra que la diversidad alfa, medida con los índices de Chao1 

y Shannon, aumentó en la etapa de Terrario. La diferencia entre etapas fue significativa 

para ambos índices según la prueba no paramétrica de Kruskal Wallis (Shannon: Chi2 = 

21.058, Gl = 2, p = 2.675e-05; Chao1: Chi2 = 21.149, Gl = 2, p = 2.556e-05). La prueba 

post hoc de Dunn (Holm-Šidák) muestra que la diversidad alfa es significativamente 

diferente  entre Terrarios y Campo (p= 0.0090) y Terrario y Cuarentena (p= 0.00001) pero 

no entre Cuarentena y Campo (p=0.4126), medida con el índice de Shannon. Lo mismo se 

mantiene para el índice de Chao1: la diversidad alfa es significativamente diferente entre 
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Terrarios y Campo (p= 0.0125) y Terrario y Cuarentena (p= 0.00001) pero no entre 

Cuarentena y Campo (p=0.4702). La diversidad filogenética, medida con el índice de Faith, 

disminuyó en la etapa de Terrario (Chi2 = 15.275, Gl= 2, p = 0.000482). La prueba de Dunn 

muestra que la diferencia es significativa entre la etapa de Cuarentena y Terrario (p= 

0.0004) pero no entre Campo y Terrario (p= 0.0492) o Campo y Cuarentena (p= 0.4901). 

Es importante notar la amplia distribución de los datos, sugiriendo alta variación entre los 

individuos.  

 

 

Figura 7. Diversidad alfa por etapa (Terrario B) 
a) Chao1; b) Shannon; c) PD de Faith 
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      La Figura 6 (Terrario B) muestra un leve descenso en la diversidad alfa durante la 

cuarentena y esta vuelve a ascender en la etapa de Terrarios. La prueba de Kruskal-Wallis 

muestra significancia en la diferencia de diversidad alfa medida con el índice de Shannon 

y Chao1, Chi2 = 12.108, Gl = 2, p = 0.002348 y Chi2 = 12.126, Gl= 2, p = 0.002328, 

respectivamente. En ambos casos, la prueba de Dunn indica que la diferencia es 

significativa para la diversidad alfa entre la etapa de Cuarentena y la etapa de Terrario (p= 

0.0008 para ambos índices). Para la diversidad genética (índice de Faith) también hay 

significancia leve (Chi2 = 6.7809, Gl = 2, p = 0.03369), también solo entre Cuarentena y 

Terrario (p= 0.0152; prueba de Dunn). Sin embargo, al igual que en el Terrario A, la 

diversidad filogenética parece disminuir en la etapa de Terrario. Como en el caso de los 

individuos Terrario A, los valores individuales de diversidad alfa muestran una distribución 

amplia en todas las etapas.  
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Figura 8. Diversidad alfa por etapa (Terrario C) 

a) Chao1; b) Shannon; c) PD de Faith. *Los individuos del Terrario C fueron hisopados 1 vez al mes 

durante la etapa de terrario (en los Terrarios A y B se tomaron muestras cada 15 días) 

 

     La Figura 7 (Terrario C) muestra que la diversidad alfa medida con los índices de 

Shannon y Chao 1 aumentó en la etapa de Cuarentena y volvió a aumentar en la etapa de 

Terrario. La diferencia es significativa para ambos índices (Shannon: Chi2 = 10.918, Gl = 

2, p = 0.004257; Chao1: Chi2 = 11.919, Gl = 2, p = 0.002582). Para ambos índices, la 

diferencia de diversidad alfa fue significativa entre Campo/Terrario (Shannon: p= 0.0065; 
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Chao1: p = 0.0043) y Cuarentena/Terrario (Shannon: p= 0.0061; Chao1: p = 0.0043). Para 

la diversidad filogenética medida con el índice de Faith no se encontró diferencia 

significativa entre las diferentes etapas (Chi2 = 1.5545, Gl = 2, p = 0.4597).  

 

Figura 9. Diversidad alfa por etapa (Terrario D) 
a) Chao1; b) Shannon; c) PD de Faith. *Los individuos del Terrario D (Bolitoglossa spp.) estuvieron 

en cuarentena 1 semana más. Además, durante la etapa de Terrario, los hisopados se tomaron 1 vez 

al mes (en los Terrarios A y B se tomaron muestras cada 15 días) 

     La Figura 8 muestra que la diversidad alfa de Simpson y Chao1 aumentó en la etapa de 

Terrario. La diferencia de diversidad alfa es significativa para ambos índices (Shannon: 
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Chi2 = 12.89, Gl = 2, p = 0.001589; Chao1: Chi2 = 11.894, Gl = 2, p = 0.002613). La prueba 

post-hoc indica que existe diferencia significativa de diversidad alfa entre las etapas de 

Campo y Terrario (Shannon: 0.0034; Chao1: 0.0035), y Cuarentena y Terrario (Shannon: 

0.0010; Chao1: 0.0020). No se encontró diferencia significativa entre la diversidad 

filogenética (Índice de Faith) de las diferentes etapas las diferentes etapas (Chi2 = 3.4328, 

Gl = 2, p = 0.1797). Como en el caso de los individuos en todos los otros Terrarios, los 

valores individuales de diversidad alfa muestran una distribución amplia en todas las 

etapas. Durante la fase de Terrario para el Terrario D, algunos individuos no fueron hallados 

durante la semana de muestro, y por lo tanto no fueron muestreados. Esta decisión se tomó 

para evitar mover mucho el terrario y poder causar cambios en el microbioma de los 

individuos.  

     La diversidad alfa medida con los índices de Chao1 y Shannon aumentó durante la etapa 

de Terrario en los cuatro terrarios. Es importante notar que tanto los plots como las 

correspondientes pruebas estadísticas, solo reflejan la tendencia del Terrario como un todo. 

Además, las diferentes etapas están compuestas por diferente número de muestras (de 

acuerdo con el número de semanas que los individuos permanecieron en cada etapa).  
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Figura 10. Diversidad alfa del microbioma en P. matudai por semana 

           a) Chao1; b) Shannon 

     La Figura 9 muestra los cambios en la diversidad alfa de todos los individuos de P. 

matudai a lo largo del tiempo. Se observó un aumento en la diversidad alfa durante la etapa 

de terrario. Las pruebas de Kruskal Wallis mostraron significancia para ambos índices 

(Chao1: Chi2 = 28.3743; Gl= 2; p= 6.896e-07; Shannon: Chi2 = 28.62; Gl= 2; p= 6.098e-

07). Con la prueba de Dunn se mostró que esta diferencia es significativa entre Campo y 

Terrario (Chao1: p= 0.0080; Shannon: p= 0.0072) y entre Cuarentena y Terrario (Chao1: 

p= 0.0001; Shannon: p= 0.0001), pero no entre Cuarentena y Campo (Chao1: p= 0.3348; 

Shannon: p= 0.3433). Sin embargo, en la Figura 10 se observa una caída considerable en 

la diversidad alfa en la cuarta semana de cuarentena.  
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Cuadro 1. Selección de modelo basado en AIC 

     

  Efecto fijo Efecto aleatorio   

Modelo Etapa 

Tipo de 

terrario Semana de muestreo AIC 

1 x x x 4521.41 

2 x  x 4526.03 

3  x x 4538.04 

4     x 4542.71 

 
     La selección de modelo se basó en el Criterio de Informacion de Akaike. Se elección el 

modelo más parsimonioso con el valor AICc más bajo y ∆AICc < 2. El modelo 

seleccionado incluye las variables Etapa y Terrario como efecto fijo y la variable Semana 

de muestreo como efecto aleatorio.  

 

 
Cuadro 2. Magnitud del efecto (β), error estándar (SE), intervalos de confianza inferior 

(LCI) y superior (UCL) de las variables explicativas para el análisis de riqueza de 

especies en las comunidades microbianas 

     

Variable Magnitud del efecto (β) SE LCI UCI 

Riqueza de especies         

Intercepto 4.05 0.16 3.73 4.38 

Etapa (Cuarentena) -0.13 0.18 -0.49 0.23 

Etapa (Terrario) 0.5 0.17 0.16 0.84 

Tipo de terrario (B) -0.05 0.02 -0.08 -0.01 

     

      La etapa tuvo un efecto claro sobre la riqueza de especies. Este efecto es claro solo para 

la Etapa de Terrario (Figuras 6 y 7), cuando los animales fueron trasladados del ambiente 

simple de cuarentena a un terrario completamente equipado. El tipo de terrario (“estéril” o 

“natural”) también mostró un efecto claro sobre la riqueza de especies. La riqueza de 

especies aumentó en la Etapa terrario y disminuyó en el Terrario B. 
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C. Diversidad beta  

 

Cuadro 3. Resultados de análisis de adonis (PERMANOVA) 

Distancia Variable Gl Valor F R2 % efecto variable Valor p 

Bray-

Curtis Etapa 2 2.43224 0.01751 1.8 0.001 

Bray-

Curtis Género 1 0.97828 0.00352 0.4 0.537 

Bray-

Curtis 

Tipo de 

terrario 2 1.42329 0.01024 1.0 0.001 

Bray-

Curtis Semana 14 1.29927 0.06546 6.5 0.001 

       
Unifrac Etapa 2 4.2892 0.03053 3.1 0.001 

Unifrac Género 1 0.9142 0.00325 0.3 0.534 

Unifrac 

Tipo de 

Terrario 2 1.2252 0.00872 0.9 0.14 

Unifrac Semana 14 1.2892 0.06423 6.4 0.005 

 

     Para la distancia de Bray-Curtis hay efectos significativos de la etapa, semana de 

muestreo y terrario en la composición total del microbioma. No hay efecto significativo del 

género del animal (Cuadro 1). Los efectos son relativamente pequeños (Etapa: 1.8%; 

Semana: 6.4%; Terrario: 1.0%).  

     Para la distancia de Unifrac (filogenética) hay efectos significativos de la etapa y semana 

de muestreo en la composición total del microbioma. No hay efecto significativo del género 

del animal o el terrario donde se encuentra (Cuadro 1). Los efectos son relativamente 

pequeños (Etapa: 3.1%; Semana: 6.4%). 
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D. Cambios en la composición de comunidades 

     Las Figuras 11 y 12 muestran los cambios en la composición de la comunidad bacteriana 

cutánea en Plectrohyla en los terrarios A y B, a nivel de Clase y Género, respectivamente. 

Para ninguno de los dos rangos taxonómicos se observa una diferencia clara en la 

composición entre ambos tratamientos (Terrario A o B). A nivel de Clase, la composición 

se mantuvo relativamente estable con una constante dominancia de Gammaproteobacteria, 

Bacteroidia, Actinobacteria y Alphaproteobacteria. El único cambio evidente es un ligero 

incremento en la abundancia relativa de Bacteroidia en ambos terrarios en la etapa de 

terrario. A nivel de Género, la composición muestra ser más dinámica. Siendo los géneros 

más abundantes Acinetobacter, Pseudomonas y Chryseobacterium. 
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Figura 11. Composición de clases del microbioma de P. matudai por etapa (Terrarios 

A y B) 

. *Cada barra representa el grupo de animales del terrario A o B, no un individuo. 
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Figura 12. Composición de géneros del microbioma P. matudai por etapa (Terrarios 

A y B) 

*Cada barra representa el grupo de animales del terrario A o B, no un individuo. 

 

     Las Figuras 13 y 14 muestran los cambios en la composición de la comunidad bacteriana 

cutánea en Plectrohyla en el terrario C, a nivel de Clase y Género, respectivamente. Similar 

a los terrarios A y B, se observa una constante dominancia de las clases 

Gammaproteobacteria, Bacteroidia, Actinobacteria y Alphaproteobacteria. Además, como 

en los terrarios A y B, Acinetobacter, Chryseobacterium y Pseudomonas son los géneros 

más abundantes y constantemente presentes.  
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Figura 13. Composición de clases del microbioma de P. matudai por etapa (Terrario 

C) 

. *Cada barra representa el grupo de animales del terrario C, no un individuo. 
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Figura 14. Composición de géneros del microbioma P. matudai por etapa (Terrario 

C) 

*Cada barra representa el grupo de animales del terrario C, no un individuo. 

 

     Las Figuras 15 y 16 muestran los cambios en la composición de la comunidad bacteriana 

cutánea en Bolitoglossa en el terrario D, a nivel de Clase y Género, respectivamente. Al 

igual que en los terrarios con Plectrohyla, nivel de clase se observa una constante 

dominancia de las clases Gammaproteobacteria, Bacteroidia, Actinobacteria y 

Alphaproteobacteria. Además, Acinetobacter y Pseudomonas son los dos géneros más 

abundantes y constantemente presentes en el terrario D.  
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Figura 15. Composición de clases del microbioma de Bolitoglossa spp. por etapa 

(Terrario D) 

*Cada barra representa el grupo de animales del terrario D, no un individuo. 
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Figura 16. Composición de éneros del microbioma de Bolitoglossa spp. por etapa 

(Terrario D;) 

*Cada barra representa el grupo de animales del terrario D, no un individuo. 
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VII. Discusión de resultados 

 

 

A. Análisis del microbioma  

     En el nivel de rango taxonómico alto (Filo), las observaciones son consistentes con 

estudios previos que han mostrado que el microbioma cutáneo de la gran mayoría de 

especies anfibios se encuentra dominado por los filos Bacteroidetes, Gammaproteobacteria 

y Alphaproteobacteria (Proteobacteria), Firmicutes, y Actinobacteria (XXX, Kueneman et 

al., 2013; Walke et al., 2015). 

     En niveles taxonómicos bajos (Género) se observa que la variabilidad en la composición 

bacteriana cutánea entre individuos es alta. Algunos de los géneros de bacterias más 

prevalentes en las muestras de este estudio, han demostrado tener la capacidad de inhibir 

hongos quitridios, por ejemplo: Aeromonas,  Acinetobacter y Pseudomonas 

(Woodhams et al., 2015). Es posible que la salud de un anfibio depende solamente de la 

presencia o abundancia de ciertos taxa y no de la estructura del microbioma completo.  Por 

lo tanto, conforme más estudios generan más información, puede ser útil monitorear más 

de cerca la dinámica de ciertos taxa individuales que podrían proveer resistencia contra 

patógenos al animal.   

     En los gráficos de barras de las muestras de campo no se observó una diferencia clara 

entre la composición de clases de bacterias de P. matudai entre ambas localidades (La 

Marsella y Dulce Rocío). De manera similar, tampoco hay una diferencia clara en la 

composición de clases de bacterias entre individuos de B. dofleini, B. mexicana, B. nympha 

y B. conanti. Al comparar los géneros (Plectrohyla y Bolitoglossa) tampoco se observó una 

diferencia clara en la composición de clases de las comunidades bacterianas.  Sin embargo, 

algunas cosas son notables para las comunidades en P. matudai, como la alta prevalencia 

de Pseudomonas, presente en dos tercios de los individuos. Acinetobacter está presente en 

la mitad de los individuos y en algunos casos con una abundancia relativa alta. De manera 

similar, la composición de géneros de bacterias cutáneas de Bolitoglossa es muy variable 

entre individuos y no se observa una diferencia clara entre las diferentes especies de 
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anfibios. Notablemente, Pseudomonas está presente en todos los individuos y su 

abundancia es relativamente alta comparada con otros géneros de bacterias. Acinetobacter 

también muestra alta prevalencia y abundancia relativa en la mayoría de los individuos. 

Aeromonas está presente en más de dos tercios de los individuos, pero con baja abundancia 

relativa.  

     Tanto en Bolitoglossa como Plectrohyla, los géneros de bacterias más abundantes y 

prevalentes tienen la capacidad de inhibir Bd. Tomando en cuenta que nuestro sitio de 

estudio (eg. bosque nuboso de La Unión, Zacapa) ha mostrado tener alta prevalencia de Bd 

(Ruano et al., 2011), sería interesante evaluar si existe alguna relación entre la composición 

de comunidades bacterianas cutáneas o presencia/abundancia de ciertos taxa bacterianos 

cutáneos y resistencia fúngica en las poblaciones remanentes de anfibios.  

     El presente análisis muestra que en general, la diversidad alfa de las comunidades 

bacterianas aumentó al introducir a los animales en los terrarios. Esto se observó en todos 

los terrarios. Los terrarios son ambientes complejos con muchas posibles fuentes de 

bacterias. Este aumento en la diversidad alfa se observó tanto en el terrario hecho con 

materiales (eg. plantas, tierra, piedras, etc.) del sitio de estudio, como en el terrario hecho 

con materiales comerciales estériles. 

     Interesantemente, no se observó una disminución significativa en los niveles de 

diversidad alfa durante la etapa de cuarentena. La cuarentena puede ser considerada la etapa 

más estresante para el animal. Cada individuo se encontraba en una caja de plástico con 

papel húmedo el cual era cambiado cada 2 días. Además del estrés, el ambiente de 

cuarentena es muy simple y homogéneo, por lo cual se esperaba una reducción de 

diversidad alfa, pero este no fue el caso. Sin embargo, en la cuarta semana de la cuarentena 

(Figura 10) se observa una caída en la diversidad alfa. La diversidad filogenética disminuyó 

levemente en la etapa de terrario en los terrarios A y B, y no mostró diferencia significativa 

entre etapas en los terrarios C y D. Esto puede ser un artefacto de muestreo ya que los 

animales en C y D fueron hisopados una vez al mes, es decir menos frecuentemente 

(significando menos muestras) que los individuos de A y B (hisopados cada 15 días). Este 
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bajón leve en diversidad filogenética también podría ser debido a la colonización de la piel 

de los anfibios por taxa relacionados o la diversificación de taxa ya presentes en la piel.  

     Durante la cuarentena algunos individuos de P. matudai y Bolitoglossa que habían 

resultado negativos para Bd (durante un estudio separado), comenzaron a mostrar síntomas 

de la enfermedad y murieron en un corto plazo. Se conoce que los ambientes simples 

pueden causar la perdida de diversidad bacteriana (Loudon et al., 2014), lo cual puede 

facilitar la colonización del hospedero por Bd (Jani & Briggs, 2014). Además, se sabe que 

la ausencia de plantas y el estrés pueden afectar la composición de las comunidades 

bacterianas (Michaels et al., 2014; Antwis et al., 2014)  

      Es importante notar el alto nivel de dispersión en los datos de niveles de diversidad alfa 

en las diferentes etapas, evidente en las Figura 5-8. Esta dispersión posiblemente refleja la 

alta variabilidad entre individuos observada en los gráficos de composición (Figura. 2 y 4). 

Una limitación de este estudio es que los individuos no fueron marcados antes de ingresar 

al terrario. Esto hace imposible asignar una muestra a un determinado individuo luego de 

la cuarentena, así como monitorear una comunidad bacteriana individual durante la etapa 

en los terrarios. Sin embargo, es importante mencionar que un estudio previo encontró que 

el marcaje de anfibios con polímeros acrílicos, pueden alterar la composición y diversidad 

de las comunidades bacterianas (Antwis et al., 2014)  

     Los modelos lineares mixtos realizados con los datos de los terrarios A y B, sugieren 

que la etapa (Campo, Cuarentena o Terrario) influye en la riqueza de especies de las 

comunidades. Específicamente, la riqueza de especies aumentó en los terrarios. Esto puede 

ser explicado por el hecho que los terrarios son ambientes complejos y potenciales 

reservorios de diversos grupos bacterianos. El tipo de terrario tambien tuvo un efecto claro. 

El modelo muestra que la riqueza de especies disminuye en el terrario B en comparación 

al terrario A. Esto no sorprende ya que mientras que el terrario A estaba equipado con 

materiales (eg. tierra, rocas, plantas y refugios) naturales del sitio de colecta, el terrario B 

fue elaborado con materiales comerciales esterilizados antes de equiparlo. Por lo tanto, es 

probable que los materiales naturales albergaban una mayor diversidad de bacterias que los 

materiales comerciales esterilizados, actuando como reservorios de bacterias.   
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     El análisis PERMANOVA para diversidad beta indica que el tamaño del efecto de las 3 

variables que explican significativamente la disimilitud (Bray Curtis) son relativamente 

pequeños (Etapa: 1.8%; Semana: 6.4%; Terrario: 1.0%). De manera similar, para la 

distancia Unifrac, solo dos variables tuvieron efectos significativos, ambas con efectos 

débiles (Etapa: 3.1%; Semana: 6.4%). De acuerdo con estos resultados, la diversidad beta 

entre las comunidades de bacterias parece no estar fuertemente influenciada por la etapa de 

cautiverio o el tipo de terrario. Sin embargo, se sospecha que la mayor parte de la 

disimilitud entre comunidades puede ser atribuida a diferencias individuales. Nuestro 

análisis sugiere que no hay diferencia entre las comunidades bacterianas cutáneas de 

Bolitglossa spp. y las de Plectrohyla matudai. Esto podría ser explicado por el hecho que 

vienen de la misma localidad y/o la alta variabilidad entre individuos. 

     Esta variabilidad entre individuos sugiere que el microbioma depende del hospedero 

más que de su ambiente. Esta variabilidad tambien podría significar tolerancia de los 

individuos a cambios en la composición del microbioma cutáneo y/o que la salud del 

individuo depende de solamente algunos taxa bacterianos específicos. La influencia del 

hospedero en las comunidades bacterianas ha sido documentada en otras especies tropicales 

(Bletz et al., 2017) y templadas en diferentes etapas del ciclo de vida (Mckenzie et al., 

2012; Kueneman et al., 2014). No obstante, tambien se observó un aumento de diversidad 

en los terrarios y en la presencia de reservorios naturales, sugiriendo que, en este caso, la 

estructura del microbioma también depende de su entorno.  

     Como los individuos no fueron marcados, los cambios de composición a lo largo del 

muestreo se monitorearon a nivel de terrario (es decir, todos los individuos dentro de ese 

terrario). La composición de clases de bacterias muestra un dominancia constante y estable 

de Gammaproteobacteria, Bacteroidia, Actinobacteria y Alphaproteobacteria a lo largo del 

estudio. Esto aplica para los 4 terrarios. La composición de géneros mostró ser más 

dinámica. Es notable la constante presencia y relativamente alta abundancia de 

Acinetobacter, Chryseobacterium y Pseudomonas en los terrarios con P. matudai. Estos 3 

fueron los géneros más abundantes y presentes todas las semanas de muestreo (Figura 10 

y 12). Algo similar se observó en el Terrario D con Bolitoglossa pero solo con los géneros 

Acinetobacter y Pseudomonas (Figura 14).  
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B. Cuidado y manejo de P. matudai  

     P. matudai se encuentra clasificada bajo “Preocupación menor” en la lista roja de la 

IUCN (IUCN, 2020). Sin embargo, varias especies del género Plectrohyla se encuentran 

catalogadas debajo de alguna de las categorías de amenaza (eg. “Vulnerable”, “En peligro” 

y “Peligro crítico”. Utilizar especies no amenazadas (eg. P. matudai) como modelos puede 

ser una estrategia viable para obtener información útil sin rebajar aún más, poblaciones ya 

reducidas de especies amenazadas. No obstante, es importante tener en cuenta que pueden 

ocurrir diferencias substanciales en los hábitos de vida entre las diferentes especies de un 

mismo género.  

     Las ranas han sido mantenidas en cautiverio desde el inicio del estudio hasta la fecha 

(septiembre 2020). Después de 4 semanas en cuarentena en cajas plásticas individuales, los 

animales fueron integrados a terrarios colectivos (5-6 ranas por terrario). Estos fueron 

construidos tomando en cuenta los hábitos riparios de P. matudai y tratando de imitar las 

condiciones naturales encontradas en su hábitat. Los terrarios incluyeron un pequeño 

estanque ocupando aproximadamente un tercio de la superficie. El resto del estaba contenía 

tierra, vegetación y refugios (artificiales o naturales). La temperatura fue regulada con aire 

acondicionado y se mantuvo estable entre los 20ºC y 22ºC. El horario de luz fue de 12 horas 

diarias (como se hace comúnmente en especies de países cercanos al ecuador). Los niveles 

de humedad se mantuvieron altos utilizando un atomizador 3 veces por semana. El agua 

del estaque fue reemplazada 1 vez por semana.  

     Bajo estas condiciones generales, la mayoría de los animales exhibieron una a lo largo 

del estudio varios comportamientos naturales, incluyendo: vocalizaciones para atraer 

hembras y competitivas (entre machos), amplexus (fuera y dentro del agua), peleas entre 

machos y puesta de huevos.  

     Durante el estudio, ocurrieron varias puestas de huevos por diferentes hembras. 

Notablemente, en todas las ocasiones, los huevos fueron puestos por la hembra en todo el 

terrario (suelo, vidrio, hojas, refugio y dentro del agua). Los grupos de huevos repartidos 
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podían variar entre uno hasta varias decenas. La mayoría de los huevos fuera del agua se 

degradaban entre uno y tres días. Muchos de los huevos dentro del agua, eran cubiertos por 

algo que asemejaba un hongo y no se desarrollaron. No obstante, muchos sí desarrollaron, 

ya que nacieron renacuajos en tres diferentes ocasiones. En una ocasión, treinta y cinco 

renacuajos nacieron en el transcurso de 5 días. No se logró determinar donde habían sido 

puestos estos huevos. Ningún renacuajo alcanzo la metamorfosis. Algunos renacuajos 

(midiendo aproximadamente 1.4 cm al nacer) llegaron a medir hasta 4.5 cm en 

aproximadamente 3 meses. La mayoría de las muertes de los renacuajos se les atribuyen a 

problemas con la calidad del agua, principalmente la oxigenación. Los cambios de agua se 

realizaron dos (en vez de una) veces cuando había renacuajos presentes. Los niveles de 

agua se midieron en varias ocasiones (utilizando API Freshwater Master Kit), con todos los 

parámetros (pH, Nitritos, Amoniaco) dentro de lo niveles recomendados, excepto los 

nitratos (NO3-). Los valores de nitratos se mantenían por encima de 160 ppm tanto en el 

agua de los terrarios como en el agua del grifo filtrada. Sin embargo, si esta medida era 

correcta, parecía no tener impactos negativos sobre los animales. La mayoría de las muertes 

de los renacuajos coincidieron con el mal funcionamiento de la bomba de agua que 

mantenía el agua mezclada. Esto sucedió en dos ocasiones (durante el fin de semana) 

resultando en la muerte de todos los renacuajos en terrario. Interesantemente, la mayoría 

de los renacuajos de P. matudai parecían desarrollarse bien dentro del terrario, sin 

necesidad de ser trasladados a otro recipiente. Sin necesidad de agregar alimento extra, los 

renacuajos parecen ser filtradores alimentándose de materia orgánica presente en el agua.  

 

C. Cuidado y manejo de Bolitoglossa  

     Bolitoglossa es un género grande de salamandras neotropicales que incluye muchas 

especies amenazadas (IUCN, 2020). Generar más información acerca del cuidado y 

mantenimiento de ese género en cautiverio es importante para aumentar las probabilidades 

de éxito de futuros programas de reproducción ex situ. Luego de 4 semanas en cuarentena 

en botes individuales de un litro, 7 salamandras de 3 especies diferentes (B. conanti, B. 

mexicana, B. nympha) fueron colocadas en un terrario. Esto es posible debido a que las 3 

especies comparten hábitats similares en el bosque nuboso de la Unión, Zacapa. En el 
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terrario, completamente terrestre (sin estanque) se incorporaron varios refugios incluyendo 

troncos, bromelias y refugios artificiales. A parte del diseño del terrario, las condiciones de 

vida eran iguales a P. matudai.  

     Debido a su naturaleza extremadamente reservada, las salamandras son muy difíciles de 

monitorear, incluso en espacios confinados como un terrario. En cautiverio, pueden 

permanecer escondidas durante varios días seguidos.  Las salamandras son animales 

escurridizos y pueden escapar con facilidad incluso en espacios muy reducidos. El tamaño 

de la presa parece ser muy importante para las salamandras. La presencia de presas (eg. 

grillos) demasiado grandes, puede ser ignorada o incluso puede ocasionar estrés a los 

animales. Esto puede ser retador cuando se tienen animales de tamañas muy distintos en un 

mismo terrario como adultos de P. mexicana y P. nympha. Es necesario asegurarse de 

proveer suficientes presas del tamaño adecuado para todos los individuos.  
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VIII.   Conclusiones 

     Estudiar los requerimientos y cambios en el microbioma de P. matudai y Bolitoglossa 

spp. puede generar información útil que podría ser aplicada en otras especies más 

amenazadas dentro de estos géneros. Estos organismos modelo no amenazados pueden 

disminuir la necesidad de colectar individuos de otras especies con poblaciones muy 

reducidas. Algunas de las especies dentro de estos géneros son fuertes candidatos para 

programas de reproducción en cautiverio en el futuro.  

 

     En las muestras de campo, a nivel de clase, la composición del microbioma bacteriano 

cutáneo es muy similar entre individuos, incluso entre ordenes (Caudata y Anura). Las 

clases más prevalentes y abundantes son Gammaproteobacteria, seguida por 

Actinobacteria, Alphaproteobacteria y Bacteroidia. A nivel de género hay mucha 

variabilidad en la composición del microbioma entre individuos.  Sin embargo, algunos 

géneros muestran alta prevalencia y abundancia relativa de comunidades microbianas como 

Pseudomonas y Acinetobacter, en P. matudai y en Bolitoglossa. Todos los especímenes de 

ranas y salamandras fueron colectados en el bosque nuboso del sureste del Departamento 

de Zacapa. Dada la amplia distribución de la mayoría de las especies en este estudio, sería 

interesante comparar la composición del microbioma cutáneo entre diferentes localidades.   

     El presente análisis sugiere que la diversidad alfa de las comunidades bacterianas 

aumentó en al ingresar los animales a los terrarios. Sin embargo, al no estar marcados los 

individuos, no se pudo determinar si el microbioma cutáneo de todos los individuos siguió 

esta tendencia. No hubo una caída en diversidad alfa en el ambiente estresante y simple que 

representa la cuarentena. Sin embargo, se observó que la diversidad de bacterias era mayor 

en el terrario con reservorios naturales comparado con el terrario con material previamente 

esterilizado. El análisis de diversidad beta sugiere que el tipo de terrario, etapa y semana 

de muestreo explican solo un pequeño porcentaje de las diferencias. Se asume que las 

diferencias individuales son responsables por la mayoría de la disimilitud entre las 

comunidades bacterianas de la piel de P. matudai y Bolitoglossa spp. en este estudio. Una 

limitación de este estudio es que debido que los animales no fueron marcados, no fue 
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posible darle seguimiento a cada comunidad bacteriana individual durante la etapa de 

terrario o incluir a los individuos como variable en los modelos.  

     Este estudio muestra que si ocurrieron cambios en el microbioma cutáneo de P. matudai 

y Bolitoglossa spp. en respuesta al cautiverio. Importantemente, el estudio mostró que el 

tipo de terrario tuvo un impacto sobre la riqueza de las especies de las comunidades 

bacterianas pero que este efecto sobre la diversidad beta es pequeño. Esto es información 

útil al considerar como equipar los terrarios para un programa de crianza en cautiverio. 

También sugiere que la riqueza y diversidad bacteriana es mayor en ambientes cautivos 

complejos. Sin embargo, este estudio describe solo algunos de los cambios en la diversidad 

y composición de las comunidades bacterianas en la piel de P. matudai y Bolitglossa spp. 

No se sabe cómo estos cambios pueden afectar la salud de los individuos y este es un tema 

que vale la pena estudiar. También podría ser útil estudiar si la salud de los individuos 

depende de la composición del microbioma o de la presencia/abundancia de solo algunos 

taxa. Sin embargo, las crisis muchas veces obligan a actuar con información incompleta. 

Esto es importante ya que varias especies dentro de ambos géneros son fuertes candidatos 

para futuros programas de conservación ex situ.  
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X. Anexos 
 

A. Guía para el manejo y cuidado en cautiverio de P. matudai 
 

Guía de cuidado en cautiverio (Plectrohyla 

matudai) 
Elaborada por: Daniel Gygax 

 

Biología de la especie  

Taxonomía: 

Orden: Anura  

Familia: Hylidae  

Género: Plectrohyla (Brocchi, 1877) 

Especie: matudai (Hartweg, 1941)  

Nombre común: Ranita de dedo espinoso de Matuda 

Descripción:  

Tamaño: Hembras adultas: SVL observado de 36.0 a 50.3 mm. Rango de peso aproximado 

de 3.0 a 5.0 g.  

Machos adultos: SVL observado de 28.0 a 40.5 mm. Rango de peso aproximado de 2.5 a 4.5 g 

Tamaño aproximado durante metamorfosis es aproximadamente 17 a 20 mm. 

 

Coloración: P. matudai suele tener un dorso de marrón claro cubierto con manchas café 

oscuro, verde oscuro o negras. Algunos machos pueden tener una coloración más uniforme, y 

en machos el café claro puede llegar a dorado. El color puede oscurecerse mucho durante 

periodos de actividad. Generalmente hay una franja, oscura, delgada en el labio superior y por 

debajo o atravesando del ojo. Muchas veces, una franja oscura separa el dorso de los flancos de 

color crema. La piel suele estar cubierta de muchos tubérculos y verrugas.  

Los renacuajos suelen tener una coloración marrón claro con algunas partes translucidas. En la 

mayor parte del dorso se pueden observar manchas café oscuro o negro y a veces manchas 

verdes.  

 

Características morfológicas: Prepolex puntiagudo. Piel con más tubérculos y verrugas 

que otras especies similares. Presencia de quilla rostral vertical ausente en otras especies 

similares.  

 

Longevidad: 
Se desconoce la longevidad en la naturaleza. Sin embargo, sabemos de individuos colectados 

adultos, que llevan más de dos años cautiverio. 

Zoogeografía/ecología: 

Distribución: México, Guatemala y Honduras 
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Hábitat: Distribución amplia apero disjunta en bosques nubosos y pino encino a elevaciones 

de 700 a 2600 msnm. Se puede encontrar principalmente de noche en arroyos y quebradas. 

 

Población: Aunque tiene una distribución muy amplia, esta no es continua. La especie está 

bajo amenaza de perdida y fragmentación de hábitat por actividades humanas. La 

Quitridiomicosis es considerada una amenaza para P. matudai. Sin embargo, los adultos de esta 

especie parecen ser resistentes a las infecciones por Bd comparado con otras especies del género 

(Chen et al. 2011).  

 

Estado: Preocupación menor (LC) (IUCN, 2020) 

 

Dieta:  
Desconocida, pero se asume que se alimenta principalmente de invertebrados pequeños. 

Reproducción: 

Madurez sexual: En cautiverio, la madurez sexual puede alcanzarse en poco menos de un 

año (desde metamorfo a adulto). 

 

Estacionalidad: En la naturaleza la actividad reproductiva aumenta en la época lluviosa 

(junio a septiembre). En cautiverio puede haber actividad reproductiva todo el año, posible y 

especialmente si se mantienen las condiciones de humedad y temperatura constantes todo el 

año. 

 

Huevos/oviposición/desarrollo: Hembras examinadas han llegado a tener de 101-144 

huevos en los ovarios. Como otras especies de Plectrohyla, se sospecha que P. matudai coloca 

los huevos en superficies o grietas de rocas sumergidas. En cautiverio, en varias ocasiones los 

huevos fueron colocados en pequeños grupos repartidos por todo el terrario, dentro y fuera del 

agua. En cautiverio los huevos pueden tardar aproximadamente 25 días en eclosionar. En 

cautiverio, los renacuajos nacen de aproximadamente 10mm y pueden llegar a medir 3.5mm en 

2 meses. En cautiverio se observó que el crecimiento de los renacuajos es muy rápido las 

primeras semanas y disminuye con el aumento de tamaño del renacuajo. Se desconoce la 

duración de la metamorfosis.  

Actividad y otros comportamientos notables 
Es una especie nocturna. Suelen pasar el día descansando debajo de hojas o tallos. Las peleas 

entre machos son comunes, al igual que las vocalizaciones competitivas. En cautiverio, el 

amplexus puede suceder en tierra o dentro del agua.  

Cuidado en cautiverio 

Condiciones:  

Animales adultos:  

Diseño: Se recomienda utilizar terrarios de vidrio con puertas frontales para mejor 

accesibilidad.  30% del especio del suelo puede ser utilizado para agua poco profunda (6-8 cm), 

para que las ranas puedan bañarse, y ayuda a mantener la humedad. El panel superior del terrario 

puede consistir en malla fina que evite el paso de insecto pero que permita todavía el paso de 

UVB de las luces que se encuentran arriba. El terrario debe contar con drenajes o formas de 

vaciado para eliminar el exceso de agua por el humedecimiento (automático o manual). El agua 

del estanque también debe ser cambiada regularmente para eliminar desechos e insectos 

muertos por lo cual es bueno considerar un drenaje extra.  
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Los adornos básicos incluyen plantas donde las ranas puedan descansar y refugios. Los refugios 

también son útiles para que los grillos se suban y sean más accesibles para las ranas. Refugios 

de fibra de coco, corcho o incluso tubos PVC pueden funcionar. Las plantas son obligatorias, 

idealmente plantas reales y altas. Si se utiliza sustrato “natural” como tierra negra, las plantas 

pueden ir sembradas. Sin embargo, utilizar plantas con maceta puede facilitar la limpieza y 

búsqueda de animales. Para algunas especies arbóreas se ha utilizado papel mayordomo como 

sustrato o sin sustrato, con buenos resultados, facilitando la limpieza de heces y alimento 

sobrante. Esto no ha sido probado con P. matudai, excepto en cuarentena. Sin embargo, los 

ambientes muy simples y homogéneos pueden afectar la diversidad del microbioma cutáneo y 

posiblemente no sea una buena práctica. Algunas especies vegetales que funcionan bien son 

Ficus sp., Heliconia sp., Philodendron sp. y bromelias. Es importante reemplazar las plantas 

cuando estas pierdan muchas hojas o marchiten. El estanque puede incluir grava de acuario o 

no. La primera ha funcionado para el autor. También se pueden incluir piedras de manera que 

el animal pueda estar en el agua con acceso a la superficie y colocadas de manera que la parte 

inferior sea accesible para oviposición. Plectrohyla spp. muchas veces se encuentran y 

reproducen cerca de pequeñas caídas de agua por lo cual se recomienda incluir una bombita o 

caída de agua artificial que puede imitar esta parte del hábitat.  

 

Dimensiones: Un terrario de 45x45x60 cm es adecuado para 6-8 individuos adultos. Se debe 

evitar sobrepoblar un terrario para evitar mucha competencia por comida, hembras, peleas o 

estrés sobre hembras (si hay muchos machos). Algunas peleas entre machos fueron 

documentadas.  

 

Régimen de temperatura: Se debe tratar de imitar las condiciones en el hábitat natural. 

P. matudai es una especie tropical común en bosques nubosos y pino/encino, y se recomienda 

mantenerse dentro de 18oC a 27oC. por periodos prolongados. El autor ha utilizado una 

temperatura constante de 20 – 21oC con buenos resultados. Si fuera posible, podría funcionar 

bajar la temperatura de 4-5 oC durante la noche (imitando la naturaleza).  

 

Humedad: Se ha mantenido la humedad constante (con atomizador manual 3 veces por 

semana) entre 60 y 100% durante el año. Si se desea mantener la estacionalidad, el nivel de 

humedad puede disminuirse durante la época seca y aumentar durante la época lluviosa. 

Siempre es recomendable medir las condiciones en el hábitat antes de establecer los parámetros 

en cautiverio.  

 

Fotoperiodo: Para especies tropicales como P. matudai se recomienda utilizar 12 horas de 

luz/12 horas oscuridad, este patrón ha funcionado para el autor. También puede modificarse 

estacionalmente a 10/14 o 14/10. Aunque los terrarios tengan acceso a luz natural, se 

recomiendo utilizar bombillas con UVB.  

 

Metamorfos recientes: 
Los metamorfos recientes pueden mantenerse de la misma manera que los adultos. Se pueden 

mantener en grupos más grandes sin pasar los 15 para evitar competencia.  Se recomienda que 

estructuras o adornos que les permitan salir del agua fácilmente. Es importante adaptar el 

tamaño del alimento.  

Renacuajos: 
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Los renacuajos pueden mantenerse en recipientes de vidrio o plástico de dimensiones variables 

dependiendo la cantidad de larvas. 20 larvas podrían mantenerse bien en un recipiente de 30x25 

cm con 10 cm de profundidad. El agua debe cambiarse diariamente si es posible, sin cambiar 

toda el agua (1/2 o 3/4 es recomendado). El agua siempre debe mantenerse mezclada y 

oxigenada. No es necesario un sustrato. EN la naturaleza se observan seguido adheridos a rocas 

en zonas de poca corriente. Se recomienda tratar de imitar estas condiciones agregando rocas y 

bombas de oxigenación y/o corriente.  

Dieta: 

Alimento:  

Adultos: Los grillos (Gryllus sp. o Acheta sp.) son la opción más practica y utilizada en 

cautiverio. Sin embargo, otros insectos del tamaño adecuado pueden ser consumidos. Es 

importante adaptar el tamaño de la dieta al tamaño del animal. Se recomienda utilizar grillos en 

el 1er instar (~ 5mm) a 3er instar (~1cm), considerados grillos pequeños. Los grillos medianos 

(4to instar/1.5 cm) podrían ser consumidos principalmente por los animales más grandes. 

Insectos excesivamente grandes (>1.5cm) podrían no ser considerados alimento y se 

considerados como amenaza, causando estrés en las ranas. 

 

Metamorfos y juveniles: Se les puede alimentar las mismas especies de grillos que 

adultos, pero menor tamaño. Los microgrillos (2 a 5 mm) suelen tener un tamaño adecuado. 

Moscas del género Drosophila también pueden ser utilizadas.  

 

Para todas las etapas de metamorfo a adultos se recomienda espolvorear el alimento con 

suplementos de calcio y vitaminas (nosotros utilizamos Calcium Plus, Repashy Superfoods). 

Es importante tomar en cuenta que este suplemento se puede lavar si el insecto cae al agua. 

También se recomienda alimentar a los grillos con vegetales nutritivos como manzana o 

zanahoria, antes de ser ofrecidos a las ranas. De esta forma las ranas absorberán los nutrientes 

en el tracto digestivo de los grillos (en inglés el proceso se llama “Gutloading”). 

 

Renacuajos: En nuestra experiencia, los renacuajos crecieron bien en el terrario de 

nacimiento, sin ser necesario agregar alimento para los renacuajos. Se sospecha que se 

alimentaban de materia orgánica proveniente del resto del terrario y probablemente de las heces 

animales adultos. La disponibilidad de materia orgánica puede depender del diseño del terrario. 

Si se crían lo renacuajos en un recipiente separado, se pueden utilizar partes iguales de hojuelas 

de alimento de pescado y espirulina como alimento.  

 

Presentación de alimento: 

Adultos: Se deben colocar los grillos en el terrario, idealmente sobre objetos que aumenten 

su detectabilidad. 5 a 7 grillos (el tamaño del insecto va a influir en esta cantidad) por animal, 

2 veces por semana es una cantidad apropiada. Es importante tomar en cuenta en la cantidad 

total ofrecida que muchos grillos caen al agua y se ahogan. También hay que considerar que la 

presencia de muchos insectos movilizándose por el terrario puede casuar estrés a las ranas. 

Suplementar como indicado anteriormente. Es buena práctica presentar el alimento en la 

tarde/noche ya que son ranas nocturnas.  

 

Renacuajos: Se muelen las hojuelas de alimento de pescado y espirulina en partes iguales, 

y se mezclan con un poco de agua para formar una pasta seca la cual se enrolla en pellets del 
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tamaño aproximado de una arveja y se deja caer al recipiente. El agua debe cambiarse 

regularmente y se debe limpiar todo el alimento sobrante.  

 

 

Reproducción:  

Estructura social: 
Probablemente es importante y común que los machos vocalicen uno contra el otro durante el 

cortejo, por lo cual es recomendable mantener a múltiples machos con múltiples hembras en un 

mismo terrario. La proporción exacta no es importante. No se recomienda tener a muchos 

machos con pocas o solo una hembra en un mismo terrario. La agresión entre machos es común 

en cautiverio y probablemente en la naturaleza también. El tamaño del grupo dependerá en el 

tamaño del terrario y disponibilidad de alimento.  

Cortejo y oviposición 
Durante le época de reproducción, la cual puede ser todo el año en cautiverio si las condiciones 

ambientales se mantienen constantes, lo machos se pueden escuchar vocalizando. En la 

naturaleza P. matudai suele vocalizar principalmente en la noche, sin embargo, en cautiverio, 

no era raro escuchar a los machos vocalizar durante horas de luz después de medio día. Se 

desconoce la duración promedio del amplexus pero puede llegar a durar varias horas. El 

amplexus puede suceder dentro o fuera del agua. 

La puesta de huevos de huevos solo se observó en dos ocasiones, solo la hembra presente. En 

una de estas ocasiones, la puesta de huevos falló, probablemente por un prolapso uterino 

ocasionado por la retención prolongada de huevos, posiblemente ocasionada por la falta de un 

sitio adecuado para oviposición, aunque no se puede descartar otros factores ambientales. 

Aunque no se ha confirmado, se sospecha que P. matudai coloca los huevos debajo de rocas o 

en grietas sumergidas al igual que otras especies del género. En cautiverio, en varias ocasiones, 

las hembras colocaron los huevos en pequeños grupos alrededor de todo el terrario, incluyendo, 

agua, tierra y vidrio. Se considera que esto es un comportamiento anormal. Los huevos fuera 

del agua se degradaban en 1 o 2 días. Solo ocurrió eclosión en huevos dentro del agua. Es 

importante incluir sitios adecuados de oviposición en el diseño del terrario.  

Se desconoce el número promedio de huevos por puesta. En la naturaleza se han colectado 

hembras con más de 100 huevos en los ovarios, en cautiverio, se contaron más de 50 incluyendo 

pequeños grupos de huevos repartidos por el terrario.  

Cuidado de huevos y larva:  

Huevos: Se recomienda evitar manipular o perturbar mucho los huevos sumergidos. Podría 

considerarse cambiarlos de contenedor para mejor control. Los huevos colocados fuera del agua 

pueden sumergirse, pero siempre existe la posibilidad que sea huevos no fecundados.  
 

Renacuajos: Aunque pueden sobrevivir y crecer dentro del terrario de los adultos, se 

recomienda cambiarlos y cuidarlos en un recipiente separado para tener más facilidad en la 

observación y monitoreo. Al nacer son muy pequeños ~1.3cm pero pueden llegar a superar los 

3.5 cm en menos de 3 meses.  

Otras consideraciones: 

Manipulación y transporte: 
Son animales delicados y deben ser manipulados con cuidado. Para el transporte de duración 

corta (horas o 1-2 días) se puede utilizar bolsas grandes de colecta, de plástico transparente. 

Estas deben, inflarse, oxigenarse y humedecerse constantemente. Se puede agregar vegetación 
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como refugio y retención de humedad. Para transportes más largos o periodos cuarentena 

recipientes plásticos individuales o para 2-3 animales, de aprox. 25x12x12 cm, ofrecen una 

mejor alternativa. Se deben hacer agujeros en la tapadera o paredes, de manera que el alimento 

no pueda escaparse y agregar una toalla de papel húmedo lo suficientemente grande para servir 

como refugio, la cual debe cambiarse mínimo cada dos días. Idealmente, lo animales deben ser 

manipulados con guantes de vinilo húmedos en todas las ocasiones.  

Salud y cuidado veterinario: 
Se recomienda evitar los procedimientos excesivamente invasivos o disruptivos de manera 

regular. Se recomienda utilizar agua filtrada y monitorear la calidad de esta regularmente. Es 

buena práctica realizar chequeos fecales en búsqueda de parásitos cada cierto tiempo. Se 

recomienda hacer pruebas de Bd, especialmente en los animales nuevos. Es importante 

monitorear regularmente la salud física y comportamiento de los animales sin manipularlos 

excesivamente para evitar estrés.   

Referencias: 
Duellman, W. E. (2001). The Hylid Frogs of Middle America. Society for the Study of 

Amphibians and Reptiles, Ithaca, New York. 
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Fotografías:   

  Machos peleando 
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 Amplexus dentro del 

agua 

  Ranita debajo de 

roca 
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  Renacuajo y 

huevo 
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Hembra en colocando 

huevos  
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 Uno de los terrarios  
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