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Prefacio 

A partir de los comienzos de la década de 1980, se comenzaron a detectar 

disminuciones repentinas en las poblaciones de anfibios a nivel mundial (Y oung et al. 

2001). Muchas poblaciones de anfibios dejaron de observarse incluso en sitios no 

alterados (Crump et al. 1992, Fellers y Drost 1993, Young et al. 2001, Lips et al. 

2003b). Según Young y colaboradores (2001), hay al menos siete posibles agentes 

causales de las disminuciones. Éstos son la destrucción y fragmentación del hábitat 

(Blaustein et al. 1994, Nystrom et al. 2007), las enfermedades y parásitos (Kiesecker y 

Blaustein 1995, Berger et al. 1998, Daszak et al. 1999, Jancovich et al. 2003), el 

cambio climático global (Beebee 1995, Parmesan 1996, Pounds et al. 1999, Blaustein et 

al. 2001, Carey et al. 2001, Jones et al. 2001, Pounds 2001, Carey y Alexander 2003), 

la contaminación (Meteyer 1997, Davidson et al. 2001. Rayes et al. 2002), la 

introducción de especies exóticas (Bradford 1989, Hayes y Jennings 1 986), el comercio 

de anfibios (Gorzula 1996, Schlaepfer et al. 2005) y el sinergismo o interacción de 

múltiples causas (Kiesecker et al. 2001, Kiesecker 2002, Pounds et al. 2006). 

En bábitats protegidos, la mayoría de disminuciones ocurrieron en tierras altas 

{Lips 1998, 1999, Young et al. 2001, Lips et al. 2003a). Al parecer en estas zonas las 

especies asociadas a ríos parecen ser más afectadas (Young et al. 2001, Lips et al. 

2003b, 2006, Woodhams y Alford 2005, Whiles et al. 2006, Skerrat et al. 2007). En 

Latinoamérica las principales disminuciones han ocurrido en las especies del género 

Atelopus (Bufonidae) (La Marca et al. 2005), las del grupo Craugastor rugulosus 

(Craugastoridae) (Campbell 1998, Lips et al. 2003b; Puschendorf et al. 2006b, 2009; 

Ryan et al. 2008, McCranie y Wilson 2002) y las del grupo Craugastor milesi 

(Craugastoridae) (McCranie y Wilson 2002). 
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La mayoría de extinciones en hábitats protegidos han sido asociadas con la 

quitridiomicosis (Berger et al. 1998). Esta enfermedad de reciente emersión es 

producida por el hongo quitridio Batrachochytrium dendrobatidis (Longcore et al. 

1999) y ha sido reportada en poblaciones nativas de salamandras y anuros en África 

(Weldon y du Preez 2004), América (Berger et al. 1998, Ron y Merino 2000, Bradley et 

al. 2002, Bonaccorso et al. 2003, Lips et al. 2003a, 2003b, Puschendorf el al. 2006b), 

Europa (Mutschmann et al. 2000, Bosch et al. 2001, Garner et al. 2005) y Oceanía 

(Berger et al. 1998, Waldman et al. 2001). 

B. dendrobatidis es un saprófito degradador de queratina. Presenta esporas 

flageladas y acuáticas que germinan produciendo esporangios sobre los estratos 

epiteliales superiores y queratinizados de la piel de los anfibios adultos. En larvas se 

presenta solamente en las partes bucales queratinizadas (Berger et al. 1998). Los brotes 

se caracterizan generalmente por la muerte simultánea de individuos de varias especies 

en las zonas afectadas (Lips et al. 2006). Los síntomas son letargo, pérdida del apetito, 

decoloración de la piel, pérdida irregular de células, erosiones y engrosamiento anormal 

del estrato córneo (hiperqueratosis) y de la piel (hiperplasia). Además, exhiben 

comportamientos inusuales como el colocarse en sitios abiertos con alta exposición al 

calor (Berger et al. 1998). 

La detección de la quitridiomicosis se realiza a través de histología (Pessier et al. 

1999, Longcore et al. 1999, Puschendorf y Bolaños 2006), análisis histoquímico 

(Berger et al. 2002, Van Ells et al. 2003) y por reacción en cadena de la polimerasa 

(PCR) (Annis et al. 2004, Boyle et al. 2004). El análisis por PCR en tiempo real 

presenta una mayor sensibilidad y especificidad (Boyle et al. 2004). 
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En condiciones de laboratorio, este hongo es muy susceptible a las temperaturas 

mayores a 30°C y a la desecación (Longcore el al. 1999, Bradley et al. 2002, Johnson y 

Speare 2003, Berger et al. 2004, Piotrowski et al. 2004). En condiciones naturales se 

sugiere que las variaciones estacionales y geográficas que producen variaciones en la 

temperatura y la humedad controlan la prevalencia del hongo y la aparición de brotes 

(Retallick et al. 2004, Woodhams y Alford 2005, Kriger et al. 2007). Durante los 

periodos de contagio e infección que afectan a múltiples especies se han observado 

poblaciones que disminuyen y otras que permanecen estables (Williams y Hero 1998, 

Lips 1999). Además, hay especies que parecen no ser afectadas por la enfermedad y 

otras capaces de coexistir con el patógeno a pesar de contagiarse fácilmente (Retallick 

et al. 2004). Este diferente patrón de respuesta ante la enfermedad podrfa deberse a 

diferencias en los péptidos de la piel (Rollins-Smith et al. 2006) o en el comportamiento 

(Woodhams et al. 2003). 

El origen de esta enfermedad se atribuye a una introducción global del hongo o a 

que éste es un organismo endémico que incrementa su virulencia en respuesta a cambios 

climáticos (Rachowicz et al. 2005). Los defensores de la hipótesis de introducción 

global afirman que el hongo una vez que es introducido en un nuevo ecosistema se 

mueve en forma de onda con una dirección defmida (Laurance et al. 1996, Lips et al. 

2006, 2008). Las posibles formas de introducción han sido principalmente por comercio 

de especies (Waldman et al. 2001, Mazzoni el al. 2003, Cunningham et al. 2003, 

Daszak et al. 2003, 2004, Weldon et al. 2004, Fisher y Garner 2007). Quienes aceptan 

la hipótesis que B. dendroatidis es endémico, opinan que los cambios climáticos, 

especialmente el calentamiento global, producen temperaturas óptimas para la 

reproducción del bongo (Pounds et al. 2006, Alford et al. 2007, Bosch et al. 2007). 
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En algunos sitios, que podrían definirse como refugios contra la quitridiomicosis 

(Puschendorf et al. 2005, 2009) se han reportado poblaciones estables de especies cuyas 

poblaciones han disminuido drásticamente en otras regiones. Al parecer, en estos 

refugios las condiciones climáticas disminuyen la tasa de crecimiento, dispersión y 

reproducción del hongo. Por lo tanto, independientemente del origen del patógeno, estos 

sitios son definidos por la interacción climática con el patógeno (Puschendorf et al. 

2009). 

En Costa Rica se ha detectado a Batrachochytrium dendrobatidis en once 

especies pertenecientes a cinco familias (Lips et al. 2003a, Puschendorf 2003, 

Puschendorf et al. 2006~ 2009). La mayoría de las disminuciones poblacionales y 

extinciones en zonas altas (Pounds y Crump 1994, Bolafios y Ehmcke 1996, Lips 1998) 

han sido relacionadas directa o indirectamente con esta enfennedad (Lips et al. 2003~ 

2006, 2008, Pounds et al. 2006, Puschendorf et al. 2006a). Sin embargo, también se ha 

asociado a disminuciones en zonas bajas y húmedas. Puschendorf y colaboradores 

(2006a) detectaron a B. dendrobatidis en Costa Rica mediante histologí~ cuando se 

revisaron ejemplares recolectados en 1986 en el transecto altitudinal La Selva-Volcán 

Barva. Esto ocurrió anterior a la disminución o desaparición de varias especies en esa 

zona. En dicho estudio, se registraron 9 especies afectadas desde los 1 00 a los 2600 

metros de altitud. Whitfield y colaboradores (2007) reportan una menor abundancia de 

anfibios en la hojarasca de la Estación Biológica La Selva, esto al comparar sus 

resultados con los datos de antiguos estudios realizados en el mismo sitio. 

El grupo Craugastor rugulosus comprende 33 especies que se distribuyen desde 

México hasta Panamá (Campbell y Savage 2000, Hedges et al. 2008). Son de hábitos 

nocturnos y asociadas a ríos. La historia natural y biología reproductiva de la mayoría 
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de especies es desconocida (Savage 2002) y su conocimiento es importante para el 

manejo in situ y ex situ. Las poblaciones de la mayor parte de las especies han 

disminuido debido a múltiples causas y se considera a algunas especies probablemente 

extintas (CampbelJ 1998, Pounds 2001, McCranie y Wilson 2002, Lips et al. 2003a, 

2004, 2006, Bolaffos et al. 2008, Ryan et al. 2008). En Costa Rica se reportan ocho 

especies (Campbell y Savage 2000) de las cuáles ónicamente la especie Craugastor 

ranoides se ha observado en los últimos veinte aftos. 

La especie C. ranoides tenía una amplia distribución en las zonas bajas y altas de 

Costa Rica, sin embargo hoy únicamente se le co~oce en la Península de Santa Elena 

(Sasa y Solórzano 1995, Puschendorf et al. 2005, 2009, Zumbado-Uiate et al. 2007) por 

lo que es catalogada en peligro crítico (UICN 2009). Las causas de su desaparición son 

desconocidas, pero podría deberse a la quitridiomicosis debido que otras especies del 

grupo C. n1gulosus se han visto afectadas por este hongo (Puschendorf et al. 2006b, 

Ryan et al. 2008). Se desconoce su biología reproductiva y dinámica poblacíona1 y las 

principales observaciones de su historia natural son presentadas por Savage (2002). 

La Península de Santa Elena presenta un bosque tropical seco y es la región más 

seca del país (Janzen 1998). Debido a la persistencia de C. ranoides, es considerada un 

refugio contra la quitridiomicosis (Puschendorf et al. 2005, 2009). Según algWlos 

modelos (Ron 2005, Puschendorf et al. 2009), la probabilidad de encontrar a B. 

dendrobatidis en esta región es muy baja debido a las condiciones climáticas extremas, 

por lo que de estar en esta zona probablemente se encuentre en una prevalencia baja y 

posiblemente sin causar la enfermedad. 
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En fonnato de artículo científico para ser sometido a la Revista Diseases of Aquatic 

Organisms. 

Detección de Batraclwcltytrium dendrobatidis en anuros del bosque tropical seco de 

Costa Rica: evidencias de la existencia de refugios contra la quitridiomicosis. 

Héctor Zumbado Ulate 

Escuela de Biología} Universidad de Costa Rica, San Pedro-San José, Costa Rica. 

Dirección de correspondencia: Escuela de Biología, Sistema de Estudios de Posgrado, 

Universidad de Costa Rica. San Pedro-San José, Costa Rica. Tel.: (506) 22533194 

Dirección electrónica: hugozul@yahoo.com 

RESUMEN: La quitridiomicosis es una enfermedad letal para muchos anfibios producida 

por el hongo quitridio Batrachochytrium dendrobatidis. Este patógeno está distribuido 

ampliamente en Costa Rica, sin embargo antes de este estudio no se había encontrado en el 

bosque tropical seco. En Costa Rica la extinción de varias especies en zonas altas ha sido 

atribuida a esta enfennedad. Se cree que está asociado con la disminución de poblaciones 

del género Atelopus y del grupo Craugastor rugulosus, tanto en zonas bajas como en zonas 

altas del país. La especie Craugastor ranoides, pertenecient~ al grupo C. rugulosus dejó de 

verse en casi todo el país, pero persiste en el bosque seco de Costa Rica lo que sugiere que 

este lugar podria ser un refugio contra la quitridiomicosis. Se detectó a B. dendrobatidis en 

cuatro especies en dos localidades del bosque tropical seco mediante PCR en tiempo real. 

En ambos sitios se cuantificaron cantidades muy bajas de zoosporas. La Península de Santa 
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Elena presentó menos especies afectadas, menos casos y menores prevalencias 

probablemente por ser un sitio más seco que Santa Rosa. La cantidad de esporas de B. 

dendrobatidis y su virulencia parecen estar relacionadas de manera sinergística con factores 

como la especie del anfibio, la estacionalidad, la ubicación geográfica y el clima; de manera 

que solo bajo cierta combinación de condiciones el hongo llega a ser letal. En este sentido, 

la temperatura y principalmente la humedad ambiental parecen estar más involucradas con 

el crecimiento y la dispersión del hongo. 

Palabras clave! Bmrachochytrium dendrobmidis, Craugastor rarwides, disminución de 

poblaciones de anfibios, grupo Craugastor rugulosus, quitridiomicosis, refugios 

INTRODUCCIÓN 

La quitridiomicosis (Berger et al. 1998) es una enfermedad clasificada como de 

reciente emersión (Daszak et al. 1999, 2003) y es producida por el hongo quitridio 

Batrachochytrium dendrobatidis (Longcore et al. 1999). Esta enfermedad ha sido reportada 

en una gran cantidad de especies en cinco continentes (Berger et al. 1998, Mutschmann et 

al. 2000, Ron y Merino 2000, Bosch et al. 2001, Waldman et al. 2001, Bradley et al. 2002, 

Bonaccorso et al. 2003, Lips et al. 2003a, Puschendorf2003, Ron et al. 2003, Weldon & du 

Preez 2004, Garner et al. 2005). Este hongo degrada la queratina de la piel de los anfibios 

causando hiperqueratosis e hiperplasia debido al daño provocado sobre los estratos córneo 

y granuloso (Berger et al. 1998). 

Se ha sugerido que las vanacwnes estacionales y geográficas que producen 

variaciones en la temperatura y la humedad afectan la prevalencia del hongo y la aparición 
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de brotes (Retallick et al. 2004, Woodhams & Alford 2005, Kriger et al. 2006a). Se ha 

demostrado en cultivos de laboratorio como estos factores influyen en el crecimiento y la 

supervivencia del hongo (Longcore et al. 1999, Bradley et al. 2002, Berger et al. 2004, 

Piotrowski et al. 2004). Longcore et al. (1999) indican que en condiciones controladas este 

hongo tolera un ámbito de temperatura entre· lO's 4 y 28°C con un óptimo de 23°C. A 

temperaturas mayores a 29° C el hongo muere. En relación a la humedad, se ha indicado 

que en condiciones más húmedas Batrachochytrium dendrobatidis es más letal (Piotrowski 

et al. 2004) y no sobrevive a la desecación (Johnson y Speare 2003). 

El origen de esta enfermedad se atribuye a una introducción global del hongo o a 

que éste es un organismo endémico que incrementó su virulencia en respuesta a cambios 

climáticos (Rachowicz et al. 2005); sin embargo, ambas hipótesjs no son necesariamente 

excluyentes. La primera hipótesis sugiere la idea de que Batrachochytrium dendrobatidis es 

un patógeno introducido en la mayor parte del mundo (Daszak et al. 2003), posterior a esa 

introducción, el patógeno se ha dispersado en forma de una onda con una dirección definida 

(Laurance et al. 1996, Lips et al. 2006, 2008). La baja diversidad genética encontrada en 

varias cepas de B. dendrobatidis (Morehouse et al. 2003) y la posibilidad de introducción 

mediante comercio y cultivo de anfibios son argumentos utilizados para defender esta 

hipótesis (Waldman et al. 2001, Mazzoni et al. 2003, Cunningham et al. 2003, Daszak et al. 

2003, 2004, Weldon et al. 2004, Fisher & Garner 2007). La otra hipótesis establece que 

debido al cambio climático global se producen cambios en los patrones climáticos, de 

manera que el hongo encuentra condiciones óptimas para crecer y dispersarse. Esa 

suposición se basa principalmente en el efecto sinergístico que puede ocurrir con otra causa 

que se ve favorecida por el cambio en el clima (Blaustein et al. 1994, Kiesecker et al. 



5 
2001). Pounds et al. (2006) proponen la hipótesis llamada epidemia ligada al clima para 

explicar como B. dendrobatidis produjo la disminución de las especies de Ate/opus en 

tierras altas. 

La sensibilidad que presenta el hongo en cultivos de laboratorio a condiciones 

ambientales como la temperatura y la humedad (Longcore et al. 1999, Berger et al. 2004, 

Piotrowski et al. 2004, Woodhams et al. 2003, 2008), que hacen que su crecimiento y 

dispersi6n aumente o disminuya, son importantes razones para los defensores de esta 

hipótesis. Así mismo, en algunas zonas geográficas en las que hay variaciones climáticas y 

estacionales marcadas, se han reportado extinciones y disminuciones en algunas 

poblaciones, mientras que otras poblaciones han logrado persistir a pesar de estar infectadas 

con el patógeno (Retallick et al. 2004, Woodhams & Alford 2005, Kriger & Hero 2006, 

Murray et al. 2009). Otro argumento son las correlaciones encontradas entre af'ios de 

extinciones múltiples y periodos de calentamiento (Pounds & Crump 1994, Pounds et al. 

1997, 1999, Pounds 2001 , Carey & Alexander 2003, Alford et al. 2007, Bosch et al. 2007). 

La mayoría de especies con disminuciones provocadas por la quitridiomicosis se 

asocian con elevaciones altas (Lips 1998, 1999, Young et al. 2001, Lips et al. 2003a). Aquí, 

las poblaciones asociadas a ríos parecen ser más susceptibles (Young et aL 200 l, Lips et al. 

2003b, Woodhams & Alford 2005, Lips et al. 2006, Whiles et al. 2006, Skerrat et al. 2007). 

Entre estos, los casos en América de especies del género Atelopus (Bufonidae) (La Marca 

et al. 2005) y las del grupo Craugastor rugulosus (Craugastoridae) (Lips et al. 2003b, 

Puschendorf et al. 2006b, Ryan et al. 2008), las cuales presentan gran cantidad de 

poblaciones extintas y otras en riesgo critico (UICN 2009). 
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En Costa Rica se ha detectado a Batrachochytrium dendrobatidis en once especies 

pertenecientes a cinco familias (Lips ct al. 2003~ Puschendorf 2003, Puschendorf et al. 

2006a, 2009). Este patógeno se encuentra ampliamente distribuido en zonas bajas y altas; 

sin embargo, su asociación con la extinción de anfibios se reporta solo en zonas altas (Lips 

et al. 2003a, Pounds et al. 2006, Puschendorf et al. 2006a). Se ha sugerido que las 

extinciones del sapo dorado y de la rana arlequín de Monteverde (Pounds & Crump 1994, 

Puschendorf 2003, Pounds et al. 2006, Puschendorf et al. 2006a) así como varias 

poblaciones de anfibios en tierras altas de la zona sur de Costa Rica están asociadas con la 

quitridiomicosis (Lips et al. 2003a). Pounds et al. (2006) afirman que el calentamiento que 

ocurrió en Monteverde en los años 80 produjo que el hongo encontrara un óptimo 

ambiental para reproducirse. Líps et al. (2006, 2008) afinnan que el hongo es introducido y 

altamente virulento en zonas altas y que se dispersa en forma de onda, desde Costa Rica 

hasta Panamá en dirección oeste-sureste. 

Craugastor ranoides (Cope), pertenece al grupo C. rugulosus (Campbell & Savage 

2000, Savage 2002). Fue una especie abundante en zonas bajas y altas de Costa Rica, tanto 

en la vertiente Pacífica como Atlántica. Con excepción de las poblaciones del bosque 

tropical seco, ubicadas en la Península de Santa Elena (Sasa & Solórzano 1995, 

Puschendorf et al. 2005, Zumbado-Ulate et al. 2007) todas las demás poblaciones parecen 

haber desaparecido debido a causas desconocidas (F. Bolaños com. pers.). Precisamente en 

la Península de Santa Elena hay nuevos registros de poblaciones en los últimos años 

(Zumbado-Ulate et al. 2007). Varias poblaciones de especies del grupo C. rugulosus han 

desaparecido debido a la quitridiomicosis en zonas altas (Ryan et al. 2008); sin embargo, si 



7 
la extinción de las poblaciones de C. ranoides está asociada con la quitridiomicosis se 

demostraría que incluso en zonas bajas esta enfermedad puede ser letal. 

Puschendorf et al. (2009) señalan que la probabilidad de encontrar el quitridio en el 

bosque seco de Costa Rica es muy baja, pero que de estar presente su abundancia debería 

ser muy baja debido a las condiciones de alta temperatura y baja humedad que restringen el 

crecimiento y la dispersión del hongo, lo que hace de este sitio un refugio contra la 

quitridiomicosis (Puschendorf et al. 2005). El o~jetivo de este estudio fue demostrar si la 

existencia de un refugio contra la quitridiomicosis propuesto por Puschendorf et al. (2009) 

se cumplía para el bosque tropical seco, en especial para la Petúnsula de Santa Elena. De 

esta forma, se esperaba que el hongo estuviera presente en el sitio en prevalencias muy 

bajas y sin causar la enfertnedad. 

MATERIALES Y MÉTODOS 

Sitio y especies de estudio. La investigación se realizó en dos localidades del Área 

de Conservación Guanacaste (ACG), provincia de Guanacaste, en la región noroeste de la 

costa del Pacífico, Costa Rica (Fig.l ). El primer sitio fue el Sector Murciélago (SM) ( l 0° 

54' N 85° 43'0) localizado en la Península de Santa Elena (Janzen 1998). El segundo sitio 

correspondió al Sector Santa Rosa (SSR) (10° 50' N 85° 3T 0), 15 km al sureste de la 

Petúnsula de Santa Elena. 

Ambos sitios tienen un clima estacional bien marcado, con 1.ma estación seca que 

comprende de diciembre a abril y una estación lluviosa de mayo a noviembre Se encuentra 

un bosque tropical seco, serhidecíduo, con dos estratos de bosque (Hartshorn 1983). La 

temperatura promedio es de 25°C y la precipitación pluvial anual de 1500 mm. Debido a 
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que la Península de Santa Elena se encuentra en su mayor parte rodeada por el mar 

presenta una hwnedad relativa mucho menor que el Sector Santa Rosa (Janzen 1998). 

Se trabajó con quince especies pertenecientes a siete familias (Cuadro 1). Todas las 

especies son clasificadas por UICN (2009) como preocupación menor (LC), excepto 

Craugastor ranoides que es clasificada en peligro crítico (CR). Se recolectó un mayor 

número de muestras en las especies Craugastor fitzingeri (0. Schmidt) y C. ranoides dado 

que: ( 1) previamente Batrachochytrium dendrobatidis había sido detectado en C. fitzingeri 

en otras regiones bajas del país mediante técnicas histológicas (Puschendorf et al. 2006a), 

pero el hongo no había sido detectado en el bosque tropical seco (Puschendorf et al. 2009), 

(2) la Península de Santa Elena alberga a las únicas poblaciones actualmente conocidas de 

C. ranoides (Sasa & Solórzano, Puschendorf et al. 2005 Zumbado-Ulate et al. 2007) y (3) 

en un análisis previo, B. dendrobatidis no fue detectado en 16 muestras de frotis en C. 

ranoides analizados mediante PCR convenciOnal (K. Lips com. pers, R. Puschendorf com. 

pers.). 

Toma de muestras en el campo. A lo largo del muestreo se realizaron un total de 

445 capturas de anuros (Cuadro 1). En el Sector Murciélago se capturaron 345 ranas en dos 

periodos, el primero entre diciembre del 2006 y julio del 2007 y el segundo entre diciembre 

del2007 y julio del2008. La mayoría de muestras fueron tomadas durante los inicios de la 

estación lluviosa. En el Sector Santa Rosa se realizaron 100 capturas, durante setiembre del 

2007 y julio del2008, durante la estación lluviosa 

Las ranas capturadas fueron puestas dentro de bolsas plásticas nuevas y 

manipuladas con guantes de látex sin talco. Cada una se frotó en la piel con un aplicador de 

dacrón (Medica! Wire & Equipment, MW 113) o de algodón de la siguiente forma: 20 
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veces en la superficie ventral, 20 veces en la parte inferior del muslo, 20 veces de la axila 

a la ingle, 20 veces del muslo a la ·pata, 1 O veces en una mano y 1 O en una pata. Los írotis 

fueron colocados en tm tubo Eppendorf de 1.5 mi y se dejaron secar al aire por 

aproximadamente 1 O min siguiendo el protocolo de Vredenburg y Briggs (2007). 

Posteriormente los frotis fueron congelados a -20°C. Se utilizaron aplicadores de algodón 

en 47 muestras tomadas en el Sector Murciélago durante el periodo entre diciembre del 

2006 y abril del 2007 

Las ranas fueron clasificadas por especie y se determinó su edad (juvenil o adulto) y 

el hábitat de acuerdo a los criterios dados por Savage (2002) (Cuadro 1). Se obtuvo para 

cada individuo la medida de longitud hocico-cloaca (LHC) hasta el mm más cercano con un 

calibrador digital (Mitumoyo ). 

Análisis de laboratorio. La extracción de ADN de los frotis y las condiciones de la 

reacción de PCR cuantitativo se realizaron según el protocolo de Boyle et al. (2004) con las 

modificaciones de K.riger et al. (2006~ 2006b ). La detección de Batrachochytrium 

dendrobatidis se llevó a cabo con un sistema detector de secuencias (Applied BioSystems 

Prism 7500 Sequence Detection System). Para detectar inhibidores en las muestras se usó 

un kit de control positivo interno (Applied BioSystems TaqMan Exogeneous interna} 

positive control reagents No 4308323) (Hyatt et al. ·2007). Las muestras fueron corridas una 

única vez (Kriger et al. 2006b) en un ensayo Pluslminus con los respectivos controles 

positivos y negativos (Applied BioSystems 2006). 

Un total de 36 muestras tomadas con ap1icadores de algodón en eJ Sector 

Murciélago fueron analizadas en febrero del 2007 en la Universidad Autónoma de México 

(UNAM) en México D.F., pero debido a degradación de los estándares no fue posible 
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cuantificar las muestras positivas. El resto de las muestras ( 409) fue analizado en el 

Centro de Investigaciones en Biología Celular y Molecular (CIBCM) de la Universidad de 

Costa Rica (UCR). Se determinó como positivas las muestras en las que amplificaron el 

control positivo interno y la secuencia blanco del quitridio. Se consideraron negativas 

aquellas en las que solo amplificó el control positivo interno. En los casos en los que no 

hubo amplificación del control positivo interno se consideró que existía un inhibidor de la 

reacción. Para eliminarlo se procedió a diluir la muestra en agua en una dilución 1:1 O. Las 

muestras positivas fueron analizadas por triplicado. Si alguna de las muestras no 

amplificaba en los tres ensayos se consideraría como sospechosa. Las muestras fueron 

cuantificadas con las soluciones estándar como indica Boyle et al. (2004), sin embargo, la 

curva de cuantificación se realizó con soluciones que contenían 1000, 1 000, 1 O y 1 esporas 

(Fig.2). Los estándares fueron preparados en el Australian Animal Health Laboratory 

(CSIRO) en Australia y donados por M. Lampo. 

Análisis de los datos. Se determinaron las especies afectadas, la cantidad de 

zoosporas y la prevalencia. Se realizaron pruebas de bondad y ajuste para comparar el 

número de infectados y la prevalencia por localidad. Se comparó la prevalencia según la 

edad de las ranas y el hábitat. Para cada valor de prevalencia se calcularon límites de 

confianza binomiales con un alfa de 0.05%. 

RESULTADOS 

En ninguna de las ranas capturadas se observó algún síntoma de quitridiomicosis. Se 

detectó el hongo Batrachochytrium dendrobatidis en doce individuos pertenecientes a 

cuatro especies (cuadro 2). Dos de las muestras positivas no se pudieron cuantificar. En el 
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análisis de PCR en tiempo real de los otros diez casos se obtuvo un resultado positivo en 

los tres ensayos del análisis de cuantificación, lo cual descartó muestras sospechosas. Los 

mayores niveles de infección se obtuvieron en un individuo adulto de la especie 

Leptodactylus poecilochilus (Cope) proveniente del Sector Santa Rosa, sin embargo el 

individuo no mostraba síntomas aparentes. Todos los casos positivos se detectaron en 

adultos y los niveles de infección fueron leves. Se presentó inhibición del control positivo 

interno en 75 muestras. Luego de ser diluidas nuevamente en una proporción 1:1 O se logró 

en todos los casos la amplificación del control positivo interno y no se detectó a B. 

dendrobatidis. 

El Cuadro 3 muestra como al comparar proporcionalmente los casos positivos con 

el número de muestras tomadas por especie hay una mayor cantidad de individuos con el 

patógeno en Santa Rosa (X2 = 19.53; gl = 1; P < 0.01). En el Sector Murciélago dos 

especies tuvieron individuos afectados y la prevalencia de individuos afectados es diferente 

entre las especies (G = 6.53; gl = 2; P = 0.01). En el Sector Santa Rosa, tres especies 

tuvieron individuos infectados y la prevalencia también varía entre las especies (G = 16.73; 

gl = 2; P < 0.01). A pesar de que Engystomops pustulosus (Cope) y L. forreri (Boulenger) 

tienen una prevalencia alta en el Sector Santa Rosa no se detectó ningún caso positivo en 

Murciélago. La prevalencia general del patógeno en el bosque tropical seco fue del 2. 7% 

(límite inferior 0.14%, límite superior 4.66%) y la especie con más individuos infectados 

fue E. pustulosus (G = 41.41; gl = 3; P < 0.01). La prevalencia del hongo fue mayor en las 

especies que habitan en charcos (G = 24.38; gl = 2; P < 0.01) (10 casos, 244 muestras, 

prevalencia= 4.10%, límite inferior 1.98%, límite superior 7.41%) con respecto a las que 

habitan en ríos (2 casos, 132 muestras, prevalencia = 1.52%, límite inferior 0.18%, límite 
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superior 5.36%) y en bosque (O casos, 69 muestras, prevalencia = 0.00%, límite inferior 

0.00%, limite superior 5.21 %) 

DISCUSIÓN 

En ningún individuo juvenil se detectó el hongo quitridio, únicamente en adultos. 

Según otros estudios (Kriger et al. 2006a, Burrowes et al. 2008a, Woodhams & Alford 

2005), los individuos con menor tamaño tienden a tener mayor prevalencia y mayores 

grados de infección que individuos con mayor tamafio. La discordancia con el resultado 

encontrado podría deberse a que la mayor parte de las muestras positivas se tomaron en la 

estación lluviosa, durante la epoca reproductiva, lo que puede producir un sesgo. Esto 

porque los adultos se congregan en cuerpos de agua y aumentan sus interacciones fisicas, 

aumentando así el riesgo de transmisión del patógeno (de Castro & Bolker 2005, Brem & 

Lips 2008). Si realmente el resultado obtenido es probable que al aumentar la muestra de 

juveniles de las especies afectadas aumente la prevalencia en individuos con menor tamaño. 

Si realmente los juveniles son menos afectados en el bosque tropical seco, podría deberse a 

que no forman agregaciones durante la estación liuviosa, época en que el contagio debería 

ser mayor por el aumento en la cantidad de lluvia. 

Los modelos de Ron (2005) y Puschendorf et al. (2009) indican que la probabilidad 

de encontrar a Batrachochytrium dendrobafidis causando quitridiomicosis en regiones 

secas y con altas temperaturas es muy baja. Esto concuerda con el resultado obtenido, ya 

que la prevalencia general encontrada en el bosque tropical seco fue menor al 3%. Además, 

ningún individuo presentó señales de quitridiomicosis. Esto sugiere que en determinadas 

condiciones ambientales, el hongo podría vivir en la piel de la rana de manera saprófita, sin 
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causar ningún daño a su hospedero como ha sido previamente indicado (Daszak et al. 

2003, Retalliek et al. 2004). Estos sitios donde las condiciones ambientales impiden el 

crecimiento y el surgimiento de brotes manteniendo al hongo en concentraciones muy bajas 

podrían definirse como refugios contra la quitridiomicosis (Puschendorf et al. 2005, 2009). 

El estudio de Murray et al. (2009) muestra .como en algunos sitios las poblaciones de 

anfibios pueden persistir a pesar de estar afectadas por la quitridiomicosis. En estas 

regiones, la mortalidad asociada a la enfermedad así como su prevalencia parecen disminuir 

en respuesta al aumento de la temperatura. En otras regiones donde no se presenta este 

patrón climático, las poblaciones de las mismas especies no logran sobrevivir. Este mismo 

caso podría haber ocurrido con la especie Craugastor ranoides a lo largo de su distribución 

en Costa Rica. La persistencia de esta especie en la región de la Ptmínsula de Santa Elena 

podría mostrar como el clima puede ser un factor muy importante involucrado en la 

capacidad de dispersión e infección del quitridio B. dendrobatidis. 

Otros estudios también muestran como especies de anfibios en zonas bajas 

presentan quitridiomicosis, sin embargo su prevalencia disminuye en regiones secas y con 

mayor temperatura. Por ejemplo, Burrowes et al. (2008b) indican que la ausencia de 

quitridiomicosis en las zonas bajas de Puerto Rico podrla deberse a las altas temperaturas 

debido a que éstas son mayores que el ámbito que el quitridio parece soportar. Puschendorf 

et al. (2006a) encontraron individuos de Craugastor fitzingeri infectados ligeramente con 

Batrachochytrium dendrobatidis en las zonas bajas del bosque tropical húmedo de Costa 

Rica. Estas zonas presentan temperaturas igualmente altas. por lo que es posible que la 

humedad sea también un factor ambiental determinante en el crecimiento y dispersión de B. 

dendrobatldis (Piotrowski et al. 2004, Pusebendorf et aL 2009). 
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La Península de Santa Elena ha sido considerada como un posible refugio debido 

a sus condiciones climáticas, que parecen ser inhóspitas para Batrachochytrium 

dendrobatidis. Esta zona es la más seca del país e incluso presenta menor humedad relativa 

que otros sitios cercanos que se ubican en la misma zona de vida, como es el caso del 

Sector Santa Rosa (Janzen 1998). Es notable observar como las especies que presentaron 

las prevalencias mayores en el Sector Santa Rosa presentaron una prevalencia de 0% en 

Sector Murciélago. En ambos sitios la temperatura promedio es alta y supera los 30°C 

durante la estación seca, lo que demuestra que el hongo es capaz de vivir aún en altas 

temperaturas, sin embargo su prevalencia aumenta en sitios más húmedos y probablemente 

durante la estación lluviosa. Estos datos concuerdan con otros estudios que indican como la 

interacción entre temperatura y humedad producen diferentes prevalencias en poblaciones 

de la misma especie. Estos estudios indican que durante los meses más calientes y con 

menos lluvias la prevalencia de quitridiomicosis en la población tiende a bajar o a 

desaparecer por completo (Berger et al. 2004, Retallick et al. 2004, Woodhams & Alford 

2005, McDonald et al. 2005, Kriger & Hero 2006, Kriger et al. 2007, Kriger & Hero 2008, 

Muths et al. 2008, Murray et al. 2009). 

Precisamente, uno de los principales argumentos para indicar que el bosque tropical 

seco y la Península de Santa Elena son refugios contra la quitridiomicosis es la persistencia 

en la región de Craugastor ranoides (Sasa & Solórzano 1995, Puschendorf et al. 2005, 

Zumbado-Ulate et al. 2007, Zumbado & Soley en prensa). Esta especie disminuyó 

drásticamente en el país en todo su ámbito de distribución altitudinal, incluso en sitios 

situados a muy corta distancia de la Península de Santa Elena como es el caso de Volcán 

Cacao y Volcán Rincón de la Vieja, localidades que son climáticamente muy diferentes y 
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tienen ámbitos de temperatura y humedad que posiblemente permitieron la ocurrencia de 

brotes letales de quitridiom1cosis. 

Otro importante argumento a favor de los refugios es basado en los estudios de 

Puschendorf et al. (2006a) que reportaron la presencia de el hongo en individuos de 

Craugastor fltzingeri en zonas bajas del atlántico (bosque tropical húmedo) mediante 

técnicas histológicas. En este estudio, no fue posible detectar a B. dendrobatidis en C. 

fltzingeri en el bosque tropical seco, ni siquiera con una técnica más sensible y específica 

como es el PCR en tiempo real (Boyle et aL 2004). 

En cuanto a la prevalencia encontrada en las diferentes especies, es conocido que la 

sensibilidad al quitridio varia entre especies debido a péptidos defensivos en la piel y a la 

respuesta inmooe (Woodhams et al. 2006). La especies Engysiomops pustulosus y 

Lithobates forreri presentaron una prevalencia relativamente alta en el Sector Santa Rosa. 

Esto pudo deberse a que son especies que se congregan en grandes números en pequeños 

cuerpos de agua, incluso huecos en el camino (Savage 2002), lo que aumenta el riesgo de 

contagio. 

En este estudio Engystomops pustulosus presentó la mayor prevalencia general. 

Esto puede deberse al hecho de que esta especie fonna grandes agregaciones reproductivas 

en cuerpos de agua muy pequeños (Marsh et al. 2000). En cuanto a Lithobates forreri, es 

importante indicar que otras especies de este género se han visto afectadas por la 

disminución de -sus poblaciones. Incluso estas disminuciones han sido asociadas con la 

quitridiomicosis, como es el caso de L. vibicarius (Cope) y L. warszewitschii (0. Schmidt) 

(Puschendorf et al. 2006a, UICN 2009), por lo que es importante realizar nuevos estudios a 



16 
lo largo de toda la distribución geográfica de esta rana para determinar si otras 

poblaciones presentan el quitridio y su prevalencia. 

A pesar que algunos estudios aseguran que las poblaciones asociadas a corrientes 

tienden a ser más afectadas (Y oung et al. 2001, Skerrat et al. 2007), se encontró que en el 

bosque tropical seco las especies que se reproducen en charcos presentaron mayor cantidad 

de casos positivos con Batrachochytrium dendrobatidis. Esto podría deberse a que la única 

especie asociada a ríos en esta zona (Craugastor ranoides) es menos susceptible al quitridio 

o a que las especies de charco fonnan grandes agregaciones que facilitan el contagio del 

quitridio. Es necesario realizar más estudios para lograr determinar la verdadera causa de 

las diferencias en las prevalencias. 

Este estudio representa el primer reporte de la presencia de Batrachochytrium 

dendrobatidis en las especies Craugastor ranoides, Engystomops pustulosus, Leptodactylus 

poecilochilus y Lithobates forreri en el bosque tropical seco de Costa Rica. Son necesarios 

nuevos estudios en otros sitios del mundo para determinar la existencia de refugios 

potenciales contra la quitridiomicosis. La protección y el manejo adecuado del bosque 

tropical seco es realmente importante para la conservación de las últimas poblaciones de C. 

ranoides que aún persisten en Costa Rica. 
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F¡g. l. Localidades del bosque tropical seco de Costa Rica dónde se realizó el estudio. 

Sector Murciélago (SM) en la Península de Santa Elena y Sector Santa Rosa (SSR) al 

sureste de la Península de Santa Elena. 
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Cuadro 1. Número de muestras por especie, localidad y hábitat, bosque tropical seco, Costa 

Rica, 2006-2008. 

Familia Especie Murciélago Santa Rosa Hábitat 

Bufonidae Chaunus marinus (Linné) 16 lO Charco 

Incilius coccifer (Cope) 21 7 Charco 

lncilius luetkenii (Boulenger) 11 o Charco 

Craugastoridae Craugastor fitzingeri 69 o Bosque 

Craugastor ranoides 132 o Río 

Hylidae Dendropsophus microcephalus (Cope) 2 6 Charco 

Scinax boulengeri (Cope) o Charco 

Scinax staufferi (Cope) o 3 Charco 

Smilisca baudinii (C. Duméríl y Bibron) 27 4 Charco 

Trachycephalus venulosus (Laurenti) 2 11 Charco 

Leiuperidae Engystomops pustulosus 11 19 Charco 

Leptodacty1idae Leptodactylus melanonotus (Hallowell) 18 o Charco 

Leptodactylus poecilochilus 14 22 Charco 

Microhylidae Hypopachus variolosus (Cope) 8 Charco 

Ranidae Lithobates forreri 21 9 Charco 
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Fig. 2. Batrachochytrium dendrobatidis. Curva estándar utilizada para la cuantificación de 

muestras del bosque tropical seco de Costa Rica mediante PCR en tiempo real. El valor Ct 

muestra el número de ciclos en los cuáles la dilución del estándar es detectada y 

determinada como positiva. 
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Cuadro 2. Batrachochytrium dendrobatidis. Promedio (± desviación estándar) de la 

cantidad de zoosporas cuantificadas por PCR en tiempo real en las muestras de dos 

localidades, bosque tropical seco, Costa Rica 2006-2008. 

Especie Zoosporas Localidad 

Craugastor ranoides * 

Craugastor ranoides 535 .64 ± 3.87 Murciélago 

Leptodactylus poecilochilus * 

Leptodactylus poecilochilus 1073.45 ± 6.45 

Lithobates forreri 328.14 ± 1.50 

Líthobates forreri 810.34 ± 13.71 

Engystomops pustulosus 17.16 ± 0.90 

Engystomops pustulosus 51.98 ± 4.79 Santa Rosa 

Engystomops pustulosus 21.79 ± 2.89 

Engystomops pustulosus 76.03 ± 5.59 

Engystomops pustulosus 150.05 ± 11 .42 

Engystomops pustulosus 14.74 ± 1.04 

*Las muestras no fueron cuantificadas 
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Cuadro 3. Batrachochytrium dendrobatidis. Porcentaje de prevalencia (limite inferior­

limite superior) por especie según localidad, bosque tropical seco 2006-2008. 

Especie Murciélago(%) Santa Rosa(%) Bosque seco (%) 

Craugastor ranoides 1.52 (0.18-5.36) * 1.52 (0.18-5.36) 

Engystomops pustulosus 0.00 (0.00-28.50) 31.6 (12.58-56.60) 20.00 (7.71-38.57) 

Leptodactylus poecilochilus 7.14 (0.18-33.87) 4.55 to.68-l8.66) 5.56 (0.68-18.66) 

Lithobates forreri 0.00 (O.Ob-16.10) 22.2tl (2.28-60.00) 6.67 (0.82-22.1 O) 

* La especie no se encontró en el Sector Sarlta Rosa 
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En formato de artículo científico para ser sometido a la revista Biological 
Conservation. 

Dinámica pobtacional y dimorfismo sexual en la rana Craugastor ranoides 

(Craugastoridae) en el bosque tropical seco de Costa Rica. 

Héctor Zumbado Ulate 

Escuela de Biología, Universidad de Costa Rica. San Pedro, San José, Costa Rica. 

Dirección de correspondencia: Escuela de Biología, Sistema de Estudios de Posgrado, 

Universidad de Costa Rica. San Pedro-San José, Costa Rica. Tel.: (506) 22533194 

Dirección electrónica: hugozul@yahoo.com 

Resumen: El grupo de especies Craugastor rugulosus ha sido uno de los más afectados por 

la disminución de poblaciones de anfibios en América. Son especies asociadas a ríos que se 

han visto amenazadas en todos los ámbitos altitudinales en que se distribuyen. Craugas/or 

ranoides es catalogada en peligro crítico debido a la desaparición de sus poblaciones en 

zonas altas y bajas de Costa Rica, y hoy únicamente se le conoce en la Península de Santa 

Elena. Se realizó un estudio de abtmdancia y morfometría de esta especie en tres ríos de la 

Península de Santa Elena durante dos estaciones secas consecutivas. Se encontró que la 

abundancia de ranas fue similar en ambas. La abundancia por edad y sexo varió entre 

estaciones. Durante la estación seca las ranas se agruparon posiblemente en respuesta a la 

disminución de agua en los ríos y se les observó principahnente posadas sobre rocas. Hay 

dimorfismo sexual en el tamafto, el peso y el diámetro del tímpano. Los resultados 

obtenidos concuerdan con lo descrito para otras especies del grupo C. rugulosus. 
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Palabras claves: Cfaugastor ranoides, grupo éraugastor rugulosus, disminución de 

poblaciones, anfibios 

l. Introducción 

Se estima que el 32.5% de las poblaciones de especies actuales de anfibios han 

disminuido, por lo que estas especies se encuentran actualmente amenazadas, incluso 

muchas se han extinto (Stuart et al., 2004). Estas disminuciones han ocurrido en sitios 

alterados y en hábitats prístinos y protegidos en todo el mundo (Crump et al., 1992; Fellers 

y Drost, 1993; Lips, 1998, 1999; Young et al., 2001). Se han asociadas con varios posibles 

factores causantes como la destrucción de hábitat, las enfermedades y el cambio climático 

global (Young et al., 2001). Muchas poblaciones han logrado recuperarse parcialmente, 

aunque es incierto cuántas lograran estabilizarse (Retallick et al., 2004; Kriger y Hero, 

2006). 

Las poblaciones de anfibios que habitan elevaciones intermedias son las más 

afectadas (Lips, 1998; 1999; Lips et al., 2003a; Young et al., 2001, Lips et al., 2008). En 

estas regiones, las especies asociadas a rfos parecen ser más vulnerables (Young et al., 

2001; Lips et al., 2003b, 2006; Woodhams y A.lford, 2005; Whiles et al., 2006; Skerrat et 

al., 2007). En América destacan los casos de las' especies del género Ate/opus (Bufonidae) 

(La Marca et al., 2005), del grupo Craugastor milesi (Craugastoridae) (McCranie y Wilson, 

2002) y del grupo Craugastor rugulosus (Campbell, 1998; Lips et al., 2003b; Puschendorf 

et al., 2006b, 2009; Ryan et al., 2008; McCranie y Wilson, 2002). 

En Costa Rica, la mayor parte de extinciones y disminuciones han ocurrido en zonas 

altas (Pounds y Crump, 1994; Bolaños y Ehmke, 1996; Lips, 1998; Pounds et al. 1997, 
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1999; Puschendorf et al., 2006a). Algunas especies asociadas a ríos se han visto muy 

afectadas, como Craugastor andi (Savage), Jstmohyla calypsa (Lips) (Hylidae), las del 

grupo Craugastor rugulosus y las del género Atelopus (Bolaños y Ehmke, 1996; Pounds, 

2001; Lips et al., 2003a, 2004; Puschendorf, 2003; La Marca et al., 2005). Otras 

disminuciones y extinciones han ocurrido en zonas bajas en C. ranoides (Cope) y C. taurus 

(Taylor) (ambas del grupo C. rugulosus) y Strabomantis bufon~formis (Boulenger) 

(Strabomantidae) (Puschendorf et al., 2005; UICN 2009). También se reporta la 

disminución en zonas bajas de poblaciones de especies asociadas a la h~jarasca (Withfield 

et al., 2007). 

El grupo C. rugulosus también llamado la serie de especies C. punctariolus (Peters) 

está formado por 33 especies (Hedges et al., 2008), de las cuáles ocho se encuentran en 

Costa Rica (Campbell y Savage, 2000). En la mayoría se han comunicado disminuciones y 

posibles extinciones por causas desconocidas, destrucción del hábitat o quitridiomicosis 

(Campbell, 1998; Pounds, 1991; McCranie y Wilson, 2002; Lips et al., 2003a, 2004, 2006; 

Puschendorf et al., 2006b; Bolaños et al., 2008; Ryan et al., 2008). En Costa Rica se 

clasifica a C. escoces (Savage) como extinta, dos especies presentan datos deficientes y al 

resto en peligro crítico (Bolaños et al., 2008, UICN 2009). Únicamente se conocen 

poblaciones actuales para C. ranoides en el bosque tropical seco de la Peninsula de Santa 

Elena (Sasa y Solórzano, 1995; Puschendorf et al., 2005, 2009; Zumbado-Ulate et al., 2007; 

Zumbado y Soley, datos sin publicar). El resto de las poblaciones del país no se observa 

desde hace veinte años. 

Se han realizado pocos estudios de dinámica poblacional y ecología reproductiva en 

las especies del grupo Craugastor rugulosus. Los principales son de Rayes (1985) en C. 
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angelicus y Ryan et al. (2008) en é. punctariolus. El objetivo de este estudio fue 

caracterizar los cambios de abundancia y el dimorfismo sexual de C. ranoides en la 

Península de Santa Elena durante dos estaciones secas consecutivas. 

2. Métodos 

2.1 Sitio de estudio 

El estudio se realizó en la Estación Murciélago, Área de Conservación Guanacaste 

(ACG), Península de Santa Elena, Guanacaste, Costa Rica (10° 54' N 85° 43' O~ Fig. 1). 

Presenta un bosque tropical seco y semideciduo con dos estratos (Hartshom, 1983), una 

temperatura promedio de 25° C y una precipitación medía anual de 1500 mm. Tiene un 

clima estacional, con una estación seca entre diciembre y abril y una estación lluviosa entre 

mayo y noviembre. Hay muchos ríos y quebradas que pierden su caudal en la mayor parte 

de su recorrido durante la estación seca pero que conservan agua en sus nacientes y cerca de 

éstas durante todo el año (H. Zumbado, observación personal). Algunos ríos grandes 

conservan el caudal durante todo el afio y durante la estación lluviosa su volumen y la 

velocidad de la corriente se incrementan considerablemente. Bosques de galería crecen 

contiguos a los ríos. 

Los transectos de muestreo se localizaron en tres sitios (Fig. 1 ), Rio Murciélago (1 0° 

53' N, 85° 43' 0), Quebrada Pedregal 1 (10° 54' N, 85° 44' O) y Quebrada Pedregal 2 (10° 

54' N y 85° 45' 0). Los tres presentan condiciones similares: una corriente de agua 

continua, que intercala con pequeños remansos. Durante la estación lluviosa el caudal de los 

ríos es muy alto, al entrar en la estación seca y conforme ésta avanza el caudal disminuye 

considerablemente e incluso algunos sectores se secan completamente. Los principales 
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sustratos consisten de rocas grandes y sedimentos (arena, grava y barro). Al avanzar la 

estación seca, la cantidad de hojarasca flotante sobre· el agua aumenta, lo que proporciona 

un nuevo sustrato. 

2.2 Especie de estudio 

La rana C. ranoides pertenece al grupo C. rugulosus (Savage, 1975; Campbell y 

Savage 2000, Hedges et al, 2008) y su distribución incluye desde el este de Nicaragua hac;ta 

el hasta el oeste de Panamá, en un ámbito altitudinal de los 0-1300 m. En Costa Rica su 

distribución abarca la Península de Santa Elena y las zonas bajas e intermedias del Caribe, 

del Pacífico sur y del Valle Central (Savage 2002). Se encuentra asociada a ríos y quebradas 

en bosques de premontano, bosque tropical lluvioso y bosque tropical seco en el noroeste de 

Costa Rica. Esta clasificada en peligro crítico (UICN 2009) debido a que la mayoría de sus 

poblaciones no se observan desde hace aproximadamente 20 años. Su desaparición podría 

estar asociada a la quitridiomicosis, ya que esta ha provocado ]a disminución de otras 

poblaciones de especies del grupo C. rugulosus (Lips et al., 2004, Puschendorf et al., 2006b, 

Ryan et al., 2008). 

Carnpbell y Savage (2000) han reportado dimorfismo sexual en esta especie. Las 

hembras presentan una mayor longitud hocico-cloaca (LHC) (hembras 42 3-74 mm, machos 

29.3-45 mm) y el diámetro del tímpano (DT) es mayor en los machos (longitud 66-71% en 

los machos adultos, del 33 al 50% en hembras adultas). Los machos al parecer carecen de 

excrecencias nupciales, saco bucal y cuerdas vocales. Han sido descritos como 

aparentemente mudos; sin embargo, en este estudio fue posible en varias ocasiones escuchar 

machos emitiendo cantos aislados, pero no fue posible grabarlos. No hay información sobre 

la biología reproductiva de esta especie de desarrollo directo y no se observó ningún 
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ampiexo ni masas de huevos. Así mismo, se cuenta con poca infonnación sobre la 

reproducción en el grupo C. rugu/osus. Hayes (1985) describió a una hembra de la especie 

C. angelicus enterrando una masa de 77 huevos en un nido de arena y posándose sobre éste 

durante varios días en Monteverde, Costa Rica. Ryan et al, (2008) reportaron un amplexo en 

C. punctariolus; sin embargo, no hicieron una descripción detallada. 

2.3 Abundancia 

El estudio se realizó durante dos estaciones secas consecutivas (se incluyeron los 

primeros dos meses de la estación lluviosa) entre diciembre del 2006 y julio del 2007 y 

diciembre del 2007 y julio del 2008. En cada estación seca se trabajó en cinco periodos de 

tres días, cada uno separado del otro por aproximadamente 45 días. Durante cada periodo se 

trabajó una noche en cada uno de los tres transectos (esfuerzo total: 1 O giras, 30 muestreos, 

350 horas). Los muestreos en ambas estaciones fueron realizados en las mismas fechas para 

reducir sesgos. Se trabajó durante la estación seca e inicios de la estación lluviosa debido a 

que el caudal de los ríos aumenta considerablemente y las ranas son dificiles de observar 

(Savage, 2002). En cada río se delimitó un transecto de 1 km de longitud, el cual se dividió 

en 20 intervalos de 50 m. Los intervalos en cada sitio fueron enumerados del uno al veinte y 

marcados con cinta topográfica y referenciados geográficamente con un GPS (Garrnin 

eTrek). En cada noche de trabajo, de cuatro a seis personas caminaron lentamente corriente 

arriba y se realizaron inspecciones visuales (Lips et al., 2001) sobre y bajo las rocas y en los 

bordes de los ríos a lo largo del transecto. 

Las ranas fueron atrapadas con la mano y puestas en bolsas plásticas nuevas. A cada 

una se le midió el tamaño (LHC) y el diámetro del tímpano (DT) hasta el mm más cercano 

con un calibrador digttal (Mitumoyo) y se pesó con balanzas de 10 o 50 g (Pesola®). Para 
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sexar ias ranas se utiiizó información morfométrica (éampbeíl y Savage 2000). Se 

determinó el número del intervalo de cada rana atrapada en el transecto, el sustrato en que 

estaba (rocas, arena/grava/barro, agua, hojarasca, ramas) y su actividad (sobre el suelo, 

nadando, saltando, perchada en ramas). 

No se pudo marcar a los individuos por lo que con los datos de cada intervalo se 

comparó la abundancia de ranas entre estaciones secas, entre periodos y entre ríos por 

medio de un análisis de varianza de mediciones repetidas, en el que el factor intervalo fue la 

variable de repetición. Para comparar la abundancia por edad y sexo entre ambas estaciones 

secas y según el periodo de muestreo se realizaron pruebas de bondad y ajuste. 

2.4 Distribución espacial y uso de hábitat 

Con los datos de sustrato y actividad se realizaron tablas de contingencia y pruebas 

de homogeneidad. Se calculó para cada periodo un coeficiente de dispersión (1) con lilla 

prueba de bondad y ajuste (Krebs, 1999) excepto para el quinto periodo de cada estación 

seca porque el total de capturas fue mhy bajo. 

2.5 Dimorfismo sexual 

Se comparó el peso y la longitud del cuerpo (LHC) con un análisis de varianza de 

una vía. Para no recontar individuos se tomaron los datos del segundo periodo de la segunda 

estación seca, ya que en este muestreo se realizó la mayor cantidad de capturas. Sin 

embargo, los valores mínimos y máximos de tamaño y peso se obtuvieron con los datos de 

todos los muestreos. Se utilizó una prueba de covarianza con la categoría sexo como 

variable dependiente y longitud del cuerpo como covariable para demostrar el dimorfismo 

sexual en el diámetro del tímpano. El resultado de la covarianza se comparó con lilla prueba 

a posteriori de Tukey. 
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Resultados 

3.1 Abundancia 

Se capturó un total de 858 ranas durante las dos estaciones secas, 415 capturas en la 

primera estación y 443 en la segunda. El número capturas por estación fue similar (x2 = 

0.91, gl = 1, P = 0.34). Se encontró que la abundancia por intervalo (Cuadro 1) fue mayor en 

el tercer periodo de la primera estación y en el segundo periodo de la segunda (F = 7.58, gl 

= 4/228, P < 0.001). En los últimos periodos de cada estación seca (correspondiente a los 

inicios de la estación lluviosa) la abundancia por intervalo disminuyó considerablemente. La 

abundancia total por intervalo fue la misma durante las dos estaciones secas (F = 0.61, gl = 

1157, P = 0.44). La quebrada Pedregal 2 presentó la mayor abundancia durante ambas 

estaciones (F = 19.68, gl = 2/57, P < 0.001) y la abundancia en cada estación varió entre los 

ríos (F = 10.917, gl = 2/57, P<0.001) (Fig. 2). 

Si se toma en cuenta los cinco periodos de ambas estaciones (Cuadro 2), se capturó 

más juveniles en la primera estación seca (x2 = 17.60, gl = 4, P = 0.001). La captura de 

subadultos (x2 = 11.83, gl = 4, P = 0.01) y de adultos fue mayor en la segunda estación (x2 = 

11.94, gl = 4, P = 0.02). De manera general, la proporción de capturas por edad no fue igual 

entre las estaciones (x2 = 47.16, gl = 2, P < 0.001), ya que en la primera estación seca el 

número de capturas fue similar en todas las edades (x2 = 3.74, gl = 2, P = 0.16) pero en la 

segunda la mayor cantidad fue de subadultos (x2 = 64.77, gl = 2, P < 0.001 ). En adultos (Fig. 

3), la proporción de machos sobre hembras fue cercana a 3:1 a lo largo de la primera 

estación seca (x2 = 1.22, gl = 4, P = 0.87) y cercana a 2:1 en la segunda estación, aunque 

esto no se observó en los últimos dos periodos (x2 = 6.02, gl = 4, P = 0.20). 
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3.2 Distribución espacial y uso de hábitat 

El índice de dispersión mostró un patrón espacial agregado en todos Jos periodos 

(Cuadro 3). La actividad más registrada por sexo fue la de mantenerse posado sobre un 

sustrato (G = 19.69, gl = 4, P < 0.001), principalmente rocas (G = 104.64, gt = 8, P < 0.001). 

Los juveniles utilizaron los sustratos en diferente proporción que los machos y las hembras 

(G = 133.32, gl = 8, P < 0.001) (Cuadro 4). 

3.3 Dimorfismo sexual 

Las hembras fueron más grandes (F = 147.80, gl = 4/176, P < 0.001) y pesadas (F = 

72.67, gl = 4/176, P < 0.001) (Cuadro 5). Con respecto al DT, éste varía por sexo (F = 

200.03, gl- 2/176, P < 0.001) y tamaño (F = 112.85, gl = 1/176, P < 0.001) (Fig. 4). Los 

machos (adultos y subadultos) varían con hembras (Tukey = 1 .68, P < 0.001) y juveniles 

(Tukey = 1 .62, P < 0.001). Juveniles y hembras no varían (Tukey = 0.06, P = 0.86). 

Discusión 

En ambas estaciones secas la abundancia de ranas fue similar, lo que indica la 

estabilidad que presentaron las poblaciones de C. ranoides en el área de Santa Elena durante 

el periodo de estudio. Esta aparente estabilidad concuerda con los datos de Puschendorf et 

al. (2005) y Zumbado et al. (2007) quienes comunican un número considerable de 

individuos en pequeños transectos de algunos ríos de la Península de Santa Elena. 

En escala temporal, la agregación de ranas de C. ranoides aumentó conforme avanzó 

la estación seca. Esto porque el nivel de los ríos desciende y en algunas partes se seca 

completamente, por lo que los individuos tienden a agruparse en pozas y pequeñas caídas de 

agua o se mueven hacia las nacientes. Este patrón se observó también en otras especies que 



42 
no están asociadas a ríos como C. /itzingeri, Leptodactyius melanonotus y L 

poecilochilus, lo que demuestra que en este caso el agua es posiblemente el factor limitante 

que explica las agregaciones de anuros durante la estación seca. 

La fuerte disminución en la abundancia en el último periodo de cada estación seca 

(inicios de la época lluviosa) se debe probablemente al fuerte incremento de la corriente. 

Este punto ya había sido mencionado por Savage (2002) quién indica que las ranas del 

grupo C. rugulosus son muy dificiles de encontrar en los ríos durante la estación lluviosa. 

Las fuertes corrientes podrían arrastrar a los juveniles causándoles lesiones e incluso la 

muerte. Durante una noche lluviosa en enero del 2007 dos individuos juveniles se 

encontraban sobre ramas que estaban encima de la corriente, probablemente para protegerse 

del aumento en el caudal del río; esta conducta nunca había sido descrita en esta especie. Es 

posible que la poca abundancia de ranas de C. ranoides en los ríos durante la estación 

lluviosa se deba a que las ranas entren al bosque. En varias ocasiones en noches lluviosas 

durante julio del 2007 y 2008 se encontraron adultos movilizándose varios metros fuera del 

río, incluso a orillas del camino, lo cuál consituye un reporte nuevo para esta especie. 

Dentro del grupo C. rugulosus, solo el estudio de Ryan et al. (2008) analiza patrones 

de abundancia entre adultos. Ellos encontraron para la especie C. punctariolus una 

proporción de 1 : 1 entre machos y hembras. En el presente trabajo la proporción de machos 

de C. ranoides fue mayor durante la mayor parte del tiempo. 

Respecto al grupo C. rugulosus, Ryan et al. (2008) muestran un análisis del uso y 

preferencia de sustrato por parte de C. punctariolus. Al compararlo con este estudio se 

encontró un uso diferente del sustrato según eJ sexo por parte de C. ranoides, similar a lo 

descrito por Ryan et al. (2008). Ambas especies estuvieron más frecuentemente sobre rocas, 



43 
sin embargo debido a las condiciones semideciduas del bosque tropical seco, muchos 

individuos de C. ranoides, principalmente juverúles estaban sobre la hojarasca en el agua y 

junto a los márgenes de Jos ríos, lo que difiere con los resultados para C. punctariolus. 

Similar a lo comentado por otros autores (Savage, 1975, 2002; Campbell, 1998; Campbell y 

Savage, 2000; McCranie y Wilson 2002), las especies del grupo e rugulosus presentan 

poca movilidad durante la noche, y son generalmente encontradas sobre sustratos cercanos a 

los ríos donde habitan. Este patrón coincide con en este estudio, ya que sin importar la edad 

o el sexo, la mayoría de ranas estaban sobre rocas. 

Los resultados morfométricos de juveniles y de adultos coinciden con los de 

Campbell y Savage (2000) y Savage (2002). En este estudio se caracteriza por primera vez a 

los subadultos. Como ocurre en la mayoría de anuros y en todas las especies del grupo e 

rugulosus, las hembras presentaron mayor tamaño y peso que los machos. Este dimorfismo 

sexual está generalmente asociado a la posición del macho en el amplexo (Zug et al., 2001 ). 

Con respecto al diámetro del tímpano, este fue mayor en machos independientemente del 

tamafio (Fig. 6). Este dimorfismo está generalmente asociado a la posesión de un canto de 

advertencia en machos (Brenowitz et al., 2001; Kelley et al., 2001) lo que concuerda con la 

posibilidad de que esta especie presente este tipo canto, a diferencia de las descripciones 

dadas por Savage (2002). 

Las poblaciones de la especie e ranoides de la Península de Santa Elena parecen ser 

estables en su abundancia. Presentan una distribución agrupada durante la época seca en 

respuesta a la pérdida de agua en los ríos. Los datos morfométricos y las comparaciones 

sobre uso de sustrato concuerdan con otros estudios en otras especies del grupo C. 

rugulosus. Se recomienda realizar nuevos monitoreos en estas poblaciones debido a su 
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status de especie en peiigro crítico así como para determinar cambi<?s en ia abundancia 

por sexo y edad. 
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Fig. l. Ubicación geográfica de los tres ríos, Península de Santa Elena, Costa Rica, 2006-

2008. A- Quebrada Pedregall; B- Quebrada Pedregal2; C-Río Murciélago. 



Cuadro l. Promedio y error estándar de ia abundancia por periodo y total de C. ranoides 

en dos estaciones secas, Península de Santa Elena, 2006-2008. 

Estación Periodo Abundancia Total 

0.77 ± 0.89 

2 1.77 ± 1.83 

3 2.18 ± 2.17 1.38 ± 1.57 

4 1.78 ± 1.80 

5 0.42 ± 0.63 

1 1.22 ± 1.12 

2 3.00 ±2.03 

2 3 1.87 ± 1.62 1.48 ± 1.54 

4 1.10±1.11 

5 0.20 ± 0.32 
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Río Murcielago 

o Estación seca 1 

o Estación seca 2 

Quebrada Pedregal 1 Quebrada Pedregal 2 

Río 

Fig. 2. Promedio y error estándar de la abundancia de C. ranoides en cada río en dos 

estaciones secas, Península de Santa Elena, 2006-2008. 
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Cuadro 2. Captura total por edad en cada periodo a lo largo de dos estaciones secas en C. 

ranoides. Península de Santa Elena, 2006-2008. 

Estación Periodo Juveniles Subdultos Adultos 

7 13 26 

2 41 37 28 

1 3 49 42 40 

4 47 28 32 

5 o 24 

7 39 27 

2 37 91 52 

2 3 24 54 34 

4 8 30 28 

5 o o 12 

Total 221 334 303 
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Fig. 3. Captura total por sexo en adultos de C. ranoides, Península de Santa Elena, 2006-

2008. A) Estación seca 1 B) Estación seca 2. 
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Cuadro 3. Valores del índice de dispersión (I) y distribución espacial agregada en C. 

ranoides durante dos estaciones secas, Península de Santa Elena, 2006-2008. 

Estación Periodo N I x! 

1 46 2.36 139.36 

2 106 3.91 230.86 

3 131 3.63 214.52 

4 107 4.05 239.14 

73 2.35 138.77 

2 2 180 2.28 134.86 

3 112 2.83 167.02 

4 66 2.62 154.78 

*gl = 59; p <0.01 
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Cuadro 4. Total de capturas de la especie C. ranoides según sexo, actividad y sustrato 

Península de Santa Elena, 2006-2008. 

Actividad Sexo 

Posado Saltando Nadando Juvenil Hembra Macho 

Piedra 725 34 o 410 115 234 

Sedimentos 6 o o 6 o o 

Sustrato Hojarasca 70 12 o 61 12 9 

Ramas 8 o o 5 2 

Agua o o 3 

Juvenil 454 28 

Sexo Hembra 121 7 1 

Macho 234 11 

Sedimentos: arena, grava y barro 
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éuadro 5. Promedio y error estándar, valores mínimos y máximos de tamaño (LHC) y 

peso en los individuos de C. ranoides, Península de Santa Elena, 2006-2008. 

Edad-Sexo N LHC(mm) Peso (g) 

Promedio Mínimo Máximo Promedio Mínimo Máximo 

Juvenil 37 20.86 ± 3 17 8.30 24.00 1.04 ± 0.42 0.50 2.50 

Subadulto hembra 75 31.65 ±3.47 25.40 39.90 3.52 ± 1.37 2.10 9.00 

Subadulto macho 16 28.96 ± 2.11 25.00 33.90 2.77 ± 0.60 2.00 5.50 

Hembra 25 49.16 ± 7.64 40.00 70.30 14.49 ± 7.05 6.20 34.00 

Macho 27 37.60 ± 1.91 28.50 45.40 6.05 ± 0.71 3.00 10.00 

• Ju~niles 

• Hembras 

• Machos 

R2 = 0,51 

o - --,----- -- ----- -----r-
o 10 20 30 40 50 60 70 

LHC (mm) 

Fig. 4. Dimorfismo sexual en el diámetro del tímpano en C. ranoides, Península de Santa 

Elena, 2006-2008. 


