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CONSERVACIÓN INTERNACIONAL
Bogotá, D. C., septiembre 5 de 2006

Para la Unidad de Conservación de Especies del Centro de Biodiver-
sidad de los Andes (CBC) de Conservación Internacional, es motivo 
de orgullo dar a conocer a la comunidad científica y ambientalista 
de Latinoamérica, el segundo número de nuestra serie “Manuales de 
Campo”, el cual compila información actualizada sobre las diferentes 
metodologías y técnicas para la realización de inventarios y propuestas 
de monitoreo de los anfibios, uno de los grupos faunísticos más ame-
nazados del planeta y cuyo epicentro de diversidad se localiza en el 
“hotspot” de los Andes tropicales en Venezuela, Colombia, Ecuador, 
Perú y Bolivia, cuya riqueza dista notablemente de la encontrada en 
cualquier otra región o país en el mundo.
Este número de la serie recoge la preocupación  de las instituciones y 
personas  relacionadas con el manejo e investigación de los recursos 
naturales en el sentido de orientar esfuerzos hacia la profundización 
del conocimiento de su biodiversidad y particularmente sobre el se-
guimiento y monitoreo de sus organismos amenazados de extinción, 
con el objeto de implementar las acciones de manejo indispensables 
para la estabilización de estas poblaciones y que nos conduzcan a 
adoptar estrategias de conservación que mitiguen las graves amenazas 
que atentan contra la biodiversidad. 
Esta tarea fue acometida con mucho esfuerzo por el CBC de los 
Andes de Conservación Internacional que, con el apoyo de la 
Iniciativa Darwin, convocó a  un grupo selecto de investigadores 
y conservacionistas de los países andinos y de otras regiones del 
mundo, el cual se reunió por primera vez en la ciudad de Villa de 
Leyva, Colombia, en agosto de 2003. El tema central de la reunión 
fue el de desarrollar una estrategia de conservación e  investigación 
regional para los anfibios y el de fortalecer las alianzas existentes y 
conformar una red de especialistas en anfibios tropicales cuyo nom-
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bre fue dedicado a uno de los géneros más amenazados de extinción 
y por ello se le denominó la “Red Atelopus”.  Como resultado de 
este taller se evidenció la necesidad de colocar al alcance de la comu-
nidad regional de herpetólogos y conservacionistas las principales 
metodologías para la realización de prospecciones de campo y la 
formulación de propuestas de monitoreo de anfibios, mediante la 
edición de un manual profusamente ilustrado, escrito en español e 
impreso en grandes cantidades para acceder al mayor número de 
investigadores e instituciones de Latinoamérica.
El desarrollo y la elaboración de este Manual de Campo ha sido el 
producto de un esfuerzo colectivo, que ha involucrado profesiona-
les de diferentes instituciones y países de los Andes tropicales y de 
especialistas de otros países en América y Europa. Su conocimiento, 
experiencia extensiva y compromiso en la conservación de los anfi-
bios han sido claves para el desarrollo del mismo. Este compendio 
de experiencias llega en un momento en que los esfuerzos para la 
conservación de los anfibios son tan altamente necesarios como 
críticos y urgen el incremento del trabajo de campo que permita 
disminuir los vacíos de conocimiento colectivo acerca de los anfibios 
andinos.
Este manual se desarrolló con estas prioridades en mente, ya que 
ha sido escrito como herramienta de apoyo para los biólogos espe-
cialistas o para aquellas personas profesionales o en curso de serlo, 
interesados en los anfibios, con el objeto de facilitarles la estruc-
turación de proyectos de  investigación en los Andes tropicales. 
Esperamos que con la masiva difusión de esta guía se motive a los 
estudiantes y biólogos a adelantar las investigaciones sobre estos 
temas prioritarios para los Andes tropicales y a acoger los apoyos 
de la Iniciativa de Especies Amenazadas (IEA) (www.andescbc.org) 
que es manejada por Provita en Venezuela (www.provitaonline.org), 
Omacha en Colombia (www.omacha.org), Ecociencia en Ecuador 
(www.ecociencia.org), Apeco en Perú (www.apeco.org.pe) y Puma 
en Bolivia (www.fundacionpuma.org/iea.htm), instituciones que en 
alianza otorgan capital semilla para responder a los interrogantes de 
conservación de las especies amenazadas. 

 Con este segundo número de la serie, titulado “Técnicas de inven-
tario y monitoreo para los anfibios de la región tropical andina” 
recogemos el deseo de los autores de los capítulos en ofrecer el 
estado del arte sobre el conocimiento de los mecanismos, prácticas 
y metodologías  sobre el inventario y monitoreo de los anfibios con 
la esperanza de motivar el reclutamiento de nuevos investigadores 
que, a través de su propia iniciativa o de los cursos que hasta ahora 
han venido siendo adelantados por la Iniciativa Atelopus, puedan 
ampliar su formación académica en beneficio de la conservación de 
nuestra herencia natural.

José Vicente Rodríguez-Mahecha 

José Vicente Rueda-Almonacid

Andrés González-Hernández

Editores de la serie

Eleutherodactylus prolixodiscus
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Prólogo
Como ha sido ampliamente divulgado en las revistas científicas y 
medios de comunicación del orbe, los anfibios enfrentan, en la actuali-
dad, una grave amenaza para su conservación. Esta crisis mundial es el 
resultado de una sinergia de muchas amenazas que están conspirando 
contra la supervivencia de uno de los grupos de vertebrados de una 
forma nunca observada en tiempos modernos. Con este conjunto 
de situaciones negativas como la creciente pérdida de hábitat, el 
inclemente uso de pesticidas, el aumento de la radiación ultravioleta, 
y la peligrosa expansión y patogenicidad de la chitridomicosis, los 
anfibios en general y muy seguramente otros grupos de especies de 
nuestra rica biodiversidad tendrán que enfrentar un futuro sombrío. 
La buena noticia, si hay alguna, es que aún podemos hacer algo, pero 
requerimos dedicar esfuerzos a adquirir información reciente sobre 
la situación de conservación de las poblaciones, hacerles seguimiento 
y obtener de esta manera elementos de juicio para adelantar acciones 
novedosas y creativas que contrarresten esta crisis de conservación. 
Igualmente es importante resaltar que la investigación in situ y el 
trabajo mancomunado de muchos actores debe ser un componente 
central y clave para desarrollar este nuevo conocimiento. 
El reto es enorme, máxime si reconocemos y comprendemos que el 
estar en el epicentro de la biodiversidad convierte a los cinco países 
andinos en un escenario de máxima vulnerabilidad, pues los impactos 
de esa aún incomprendida sinergia de amenazas creciente, pueden 
ser desastrosos sobre nuestros recursos dado que siempre tendremos 
mucho que perder, pero también mucho que ganar en la medida que 
establezcamos un frente común para contenerlos.
Al igual que el estatus de conservación de las especies de anfibios en 
los Andes tropicales, nuestro conocimiento sobre la historia natural, 
niveles poblacionales y usos benéficos está en peligro. Y aunque 
los científicos lleven muchos años trabajando para incrementar el 
conocimiento sobre la diversidad de especies y se hayan adelantado 
los pasos necesarios para identificar algunas de las causas más im-

portantes de la disminución de sus poblaciones, la realidad es que 
hay aún un enorme desconocimiento sobre aspectos relevantes de 
la historia natural en general y sobre la identidad de muchas de las 
especies que habitan en diversas regiones inexploradas o exploradas 
parcialmente. Todo ello conduce a pensar que el  gran número de 
especies deficientes de datos (DD), casi amenazadas (NT) listadas en 
la última evaluación global de anfibios de 2004  según los criterios de 
UICN, pueden modificar sustancialmente e incrementar el número 
de especies en los niveles de amenaza(CR, EN, VU)  que surjan de 
próximas  evaluaciones a nivel nacional o global y probablemente, en 
la medida que conozcamos más sobre  la situación real,  se incremen-
ten también tristemente en la categoría de extinta (EX). Esta situación 
nos señala que las exploraciones de campo deben ser una prioridad 
para la investigación en el futuro y dentro de ellas las que contribuyan 
a implementar actividades de monitoreo de las especies identificadas 
como amenazadas y los inventarios de sitios inexplorados.
Con esta gran preocupación en mente este manual recoge la expe-
riencia de varios investigadores quienes han dedicado buena parte 
de su vida profesional al desarrollo de técnicas de seguimiento y a la 
ardua tarea de ponerlas en prueba por largos periodos para ver sus 
bondades en los resultados generados. De la misma manera estas 
experiencias se han puesto en práctica en los tres cursos de campo 
sobre inventario y monitoreo de anfibios desarrollados por la Inicia-
tiva Atelopus de Conservación Internacional y la Iniciativa Darwin 
en  Perú, Venezuela y Bolivia. El resultado final de este proceso de 
depuración es el producto que hoy se presenta a la comunidad aca-
démica y en general a todos aquellos interesados en los anfibios.
Igualmente este manual representa una pequeña pero estratégica 
parte del esfuerzo global para enfrentar las disminuciones y extin-
ciones como se menciona en el Plan para la Conservación de los 
Anfibios (ACAP), documento desarrollado durante la Cumbre de 
la Conservación de los Anfibios que se reunió en Washington, D.C. 
en septiembre de 2005, y que es la guía para las acciones de conser-
vación de los anfibios que se implementen, a nivel global, durante 
los próximos años. Esperamos que al promover la investigación con 
iniciativas como ésta, podamos incrementar nuestro conocimiento 
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y ser más eficaces en enfrentar la pérdida de poblaciones y salvar 
conjuntamente nuestros anfibios de la extinción. 

Claude Gascon, Ph. D.
Vice-President Senior, 

División  de Programas Regionales
Conservación Internacional

Co-Director del grupo Global de Especialistas en Anfibios,
Comisión de Supervivencia de Especies, UICN
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El estado global de los anfibios

Simon N. Stuart1, Janice S. Chanson1, Neil A. Cox1 & 

Bruce E. Young2

Introducción
Los científicos comenzaron a preocuparse sobre la amplia extensión 
de las disminuciones de poblaciones de anfibios cuando se reunieron 
en 1989 en el Primer Congreso Mundial de Herpetología. Datos 
históricos indican que las disminuciones se iniciaron hacia la década 
de los 70 en el occidente de los Estados Unidos de Norteamérica, 
Puerto Rico y el noreste de Australia (Burrowes et al. 2004, Cze-
chura e Ingram 1990, Drost & Fellers 1996, Kagarise Sherman 
& Morton 1993). Reportes subsiguientes revelaron la gravedad de 
las disminuciones. En un solo sitio en Costa Rica, 40% de la fauna 
anfibia desapareció en un corto período a finales de la década de 
los 80 (Pounds et al. 1997). Repentinas desapariciones de especies 
montanas se notaron simultáneamente en Costa Rica, Ecuador y 
Venezuela (La Marca & Reinthaler 1991, Pounds & Crump 1994, 
Pounds et al. 1997, Ron et al. 2003, Young et al. 2001). En algunas 
regiones, muchas de las disminuciones se dieron en hábitats apa-
rentemente prístinos. Estos reportes fueron inicialmente recibidos 
con cierto escepticismo, ya que las poblaciones de anfibios pueden 
fluctuar ampliamente (Pechmann & Wilbur 1994), pero pruebas con 
modelos nulos probabilísticos demostraron que las disminuciones 
eran mucho más extendidas y severas de lo que se hubiese esperado 
bajo variación demográfica normal (Pounds et al. 1997). Este des-
cubrimiento, en conjunto con muchos reportes de disminuciones 

1 IUCN/SSC - CI/CABS Biodiversity Assessment Initiative, c/o Center for Applied Biodiversity 
Science, Conservation International, 1919 M Street NW, Suite 600, Washington DC 20036, 
USA. s.stuart@conservation.org

2 NatureServe, Apartado 75-5655, Monteverde, Puntarenas, Costa Rica. bruce_young@
natureserve.org

Figuras y textos escogidos  reimpresos  con permiso de Stuart, S.N., Chanson, J.S., Cox, N.A., Young, 
B.E., Rodrigues, A.S.L., Fischman, D.L. y Waller, R.W. 2004. Status and trends of amphibian declines 
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clasificadas bajo las categorías de la Lista Roja como Vulnerable, En 
Peligro, o Críticamente Amenazada.
De los 5743 anfibios evaluados, casi un tercio (1856 especies ó 32.3 
%, según Stuart et al. 2004) están globalmente amenazados (Figura 
1). Esto es considerablemente más alto que figuras comparables 
para aves (12 %, de acuerdo con BirdLife International 2004)  y 
mamíferos (23 %, véase Baillie et al. 2004, UICN 2004), los únicos 
otros grupos para los cuales algunos análisis globales exhaustivos 
han sido completados. Treinta y cuatro especies están consideradas 
Extintas (EX), y sólo una como Extinta en la Naturaleza (EW). Otras 
2558 especies no están actualmente consideradas como amenazadas, 
y están clasificadas en las Categorías UICN como Casi Amenazada 
(NT) o Preocupación Menor (LC), mientras que no hubo informa-
ción suficiente disponible para evaluar el estado de 1294 especies 
adicionales (Stuart et al. 2004).

Figura 1. Estado de la Lista Roja UICN para todas las 5743 especies conocidas de anfibios. 

En relación con otros grupos animales, una proporción particular-
mente grande de anfibios está en las categorías de amenaza más altas. 
Por ejemplo, 7.4 % de los anfibios fueron listados como Críticamente 
Amenazados (427 especies) comparados con 1.8 % de aves (179 
especies) y 3.8 % de mamíferos (184 especies). Los niveles de ame-
naza para los anfibios están también indudablemente subestimados, 

en los años 90 (ver p. ej., Heyer et al. 1988, Houlahan et al. 2000, 
Laurance et al. 1996, Lips 1998, 1999, Lynch & Grant 1998, Young 
et al. 2001), fue clave para convencer a la mayoría de herpetólogos 
de que las disminuciones de anfibios son eventos unidireccionales 
y no al azar.
La Evaluación Global de los Anfibios (GAA, por sus siglas en in-
glés) es la primera evaluación exhaustiva del estado de conservación 
de las 5,743 especies de anfibios reconocidas del planeta (UICN, 
Conservación Internacional y NatureServe 2004, Stuart et al. 2004). 
Este proyecto, en el cual participaron más de 500 científicos de 60 
países durante tres años, representa la primera valoración global de 
anfibios a través de las Categorías y Criterios de la Lista Roja de la 
Unión Mundial para la Conservación (UICN 2001).

Objetivos de la GAA
Determinar la escala (tanto de magnitud de amenaza como del enfo-
que geográfico) de la actual crisis de extinción de los anfibios.
Identificar las áreas geográficas y hábitats más importantes que 
requieran ser conservados para evitar más extinciones.
Identificar las amenazas principales y proponer medidas de miti-
gación y acciones de conservación prioritarias para enfrentar estas 
amenazas.
Establecer una red de expertos enfocada en los anfibios, de manera 
que la Evaluación Global de Anfibios (GAA) pueda mantenerse 
actualizada; esta experiencia puede ser canalizada para abordar las 
más altas prioridades de conservación. 

Estado de la Lista Roja 
Uno de los objetivos principales de la Evaluación Global de los 
Anfibios es la evaluación de cada especie de anfibio conocida con 
respecto a las Categorías y Criterios de la Lista Roja de la UICN. 
Estas categorías de amenaza proveen una base explícita  para deter-
minar el estado de conservación de una especie, con énfasis en la 
identificación de aquellas con mayor riesgo de extinción global. En 
este contexto, el término “Amenazado” se refiere a aquellas especies 
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dado que casi un cuarto (22.5%) de las especies son muy pobremente 
conocidas como para ser evaluadas (p. ej., Datos Deficientes), y es 
posible que una proporción significativa de ellas esté globalmente 
amenazada. Las figuras comparativas para aves y mamíferos son 0.8 
% y 5.3 % respectivamente (BirdLife International 2004, Baillie et 
al. 2004, UICN 2004).
La documentación de tendencias poblacionales es clave para evaluar 
el estado de las especies, y un esfuerzo especial se realizó para de-
terminar cuáles especies están disminuyendo, cuáles se encuentran  
estables, o en incremento. La GAA encontró que las disminuciones 
están ampliamente distribuidas entre los anfibios, con un 43.2 % de 
especies reportadas con disminuciones. En contraste, 27.2 % parecen 
estar estables y sólo el 0.5 % están en incremento. Debido a que no 
hay información sobre tendencias poblacionales disponible para 29.1 
% de las especies, el porcentaje de especies en disminución puede de 
hecho ser considerablemente mayor (Stuart et al. 2004).

Extinciones
Las extinciones son notoriamente difíciles de confirmar. Utilizando 
las estimaciones más conservadoras al documentar extinciones, 
sólo se sabe de 34 anfibios que se han extinguido desde el año 1500 
(Stuart et al. 2004). De mayor preocupación, sin embargo, son los 
muchos anfibios que están ausentes y que no pueden ser encontrados. 
Hasta que se puedan llevar a cabo muestreos exhaustivos que prueben 
estas desapariciones, estas especies no pueden ser clasificadas en la 
categoría de la Lista Roja de Extintos, pero pueden ser señaladas 
como “posiblemente extintas” dentro de la categoría de Críticamente 
Amenazada. La GAA documenta 134 de esas especies posiblemente 
extintas (Stuart et al. 2004). 
Desafortunadamente, hay fuertes evidencias de que la cantidad de 
extinciones está en incremento (Baillie et al. 2004, Stuart et al. 2004). 
De las 34 extinciones conocidas, 9 han ocurrido desde 1980, inclu-
yendo especies como el Sapo Dorado (Bufo periglenes) de Monteverde, 
Costa Rica. Entre aquellas especies consideradas como “posiblemente 
extintas”, cerca de 113 han desaparecido y no han sido vistas desde 
1980 (ver Baillie et al. 2004). Afortunadamente, unos pocos anfibios 

que fueron previamente considerados como posiblemente extintos 
han sido redescubiertos. Por ejemplo, Atelopus cruciger no había sido 
visto en su Venezuela nativa desde 1986, hasta que una pequeñísima 
población fue encontrada en el 2003 (Manzanilla & La Marca 
2004), y Atelopus mucubajiensis, presumido extinto desde 1994, fue 
recientemente encontrado en una localidad de bosque nublado en 
los Andes de Venezuela (Barrio-Amorós 2004).

Estado por grupo taxonómico
Los anfibios comprenden tres grandes grupos, u órdenes taxonó-
micos: Anura (ranas y sapos), Caudata (salamandras y tritones), y 
Gymnophiona (cecilias). Existen diferencias significativas entre 
estos grupos tanto en el número de especies como en el estado de 
amenaza (ver Tabla 1). Por ejemplo, las ranas y sapos superan en 
diversidad a las salamandras y tritones por un orden de magnitud, 
y se conocen aún menos cecilias. Las ranas y sapos, con 5067 espe-
cies, dirigen el nivel de amenaza promedio para los anfibios como 
grupo, con 32.6% (1653 especies) entre amenazadas o extintas. Las 
salamandras y tritones, sin embargo, muestran significativamente 
mayores niveles de amenaza, con 46% (234 especies) de las especies 
amenazadas o extintas (Stuart et al. 2004). Las cecilias, en cambio, 
parecen estar relativamente seguras con sólo 2.3 % (4 especies) 
amenazadas (Stuart et al. 2004). No obstante, dos tercios (66%) de 
las cecilias son tan pobremente conocidos que han sido evaluados 
como Datos-Deficientes.

Tabla 1.  Estado de la Lista Roja por orden taxonómico.

ORDEN TOTAL EX EW CR EN VU NT LC DD
%

Amenazadas
o Extintas

Anura 
Ranas & Sapos 5067 32 1 381 655 584 302 1991 1121 32.6

Caudata 
Salamandras & 

Tritones 
508 2 46 105 81 57 155 62 46.0

Gymnophiona 
Cecilias 168  1 3 53 111 2.3

Total 5743 34 1 427 761 668 359 2199 1294 32.9
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También se exhibe una diferencia significativa en los niveles de 
amenaza al nivel taxonómico de Familia. Familias muy diversas de 
ranas y sapos que están más amenazadas que el promedio global 
incluyen a los Bufonidae, Leptodactylidae y Rhacophoridae (Baillie 
et al. 2004). Entre las familias grandes de salamandras, Hynobiidae 
y Plethodontidae exhiben niveles de amenaza mucho mayores que 
Salamandridae (Baillie et al. 2004).
Los Bufonidae tienen el mayor número de especies que parecen 
estar disminuyendo rápidamente debido a impactos del hongo 
quitrídio (La Marca et al. 2005). Más dramáticamente, 74 de las 77 
especies evaluadas en el género Atelopus (sapos arlequines, jambatos) 
están amenazadas o extintas (UICN, Conservación Internacional y 
NatureServe 2004). Otros géneros de sapos importantes con altos 
porcentajes de especies amenazadas incluyen (UICN, Conservación 
Internacional y NatureServe 2004) a los sapos vivíparos de Africa 
(Nectophrynoides y Nimbaphrynoides). Los Leptodactylidae son la más 
grande familia de anfibios, más de la mitad de los cuales están 
considerados amenazados. La familia está dominada por los 700 
miembros del género Eleutherodactylus (el género con mayor número 
de vertebrados), los cuales típicamente tienen rangos de distribución 
muy pequeños, por lo que son particularmente susceptibles a la 
pérdida de hábitat. Algunos miembros de esta familia también han 
sufrido los impactos de la enfermedad del hongo quitrídio (UICN, 
Conservación Internacional y NatureServe 2004).

Patrones geográficos

Diversidad
Los patrones globales de diversidad de anfibios están dramáticamente 
ilustrados en la Figura 2. Este mapa de diversidad muestra claramente 
ciertas áreas de alta diversidad global, incluyendo América del Sur 
tropical y África del Oeste tropical. En contraste con los patrones 
usuales de alta diversidad de especies que ocurren en los trópicos, 
el sureste de los Estados Unidos es un centro global de diversidad 
de anfibios, particularmente con su diversidad de salamandras. Sin 
embargo, el problema de la disparidad en los esfuerzos de investiga-

ción alrededor del mundo complica la interpretación de este mapa. 
Es muy probable que regiones como Indonesia, Nueva Guinea y la 
Cuenca del Congo estén sub-representadas en este mapa debido a 
la falta de investigaciones adecuadas.

Figura 2. Diversidad global de las especies de anfibios.

Al observar la diversidad de anfibios desde el punto de vista de 
países, Brasil, con por lo menos 731 especies, tiene el mayor nú-
mero de especies de anfibios que cualquier otro país de la Tierra, 
seguido cercanamente por Colombia. La Tabla 2 lista los 20 países 
más diversos y revela algunos hallazgos interesantes. Por ejemplo, 
Colombia, que había sido tradicionalmente considerada como el país 
más rico en anfibios, ha sido sobrepasada recientemente por Brasil. 
En general, sin embargo, estos resultados deben ser considerados 
con relación al nivel de esfuerzo de investigación. Tanto Colombia 
como Brasil han recibido esfuerzos extensivos de investigación en 
las últimas décadas, y aunque se espera que ambos países puedan 
incrementar significativamente sus totales de especies, el nivel de 
incremento posiblemente sea menor que en algunos de los otros 
países altamente diversos. En Sudamérica, Perú en particular ha sido 
pobremente muestreado y es más que seguro que el incremento en 
su número total de especies sea muy sustancial, y puede predecirse 
que pase el nivel del Ecuador. La diversidad en el Ecuador es, sin 
embargo, excepcional para un país tan pequeño. Observando desde 
una perspectiva regional, las cinco naciones tropicales Andinas (Bo-
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livia, Colombia, Ecuador, Perú y Venezuela) se ubican entre los 15 
países con la mayor cantidad de especies de anfibios. Colectivamente, 
estas naciones albergan 1400 especies, lo cual comprende el 24% de 
la diversidad global de anfibios.

Tabla 2. Países con la mayor cantidad de especies de anfibios.

Entre los países del Viejo Mundo, el nivel de esfuerzo de investiga-
ción es frecuentemente mucho más bajo que en América. Se puede 
predecir que Indonesia sea el país más rico fuera de América, pero 
incluso la mitad de sus especies probablemente aún no son conocidas; 
podría terminar con un nivel de diversidad comparable con los de 
Brasil y Colombia. La situación en India está por cambiar dramática-
mente, con más de 100 especies en proceso de descripción. También 
pueden predecirse grandes incrementos en el total de especies para 
Papua Nueva Guinea y la República Democrática del Congo; este 

último país no ha recibido un trabajo de investigación apreciable en 
anfibios en los últimos 40 años.
Países que no están lejos de pasar el nivel de las 200 especies incluyen a 
Malasia, Camerún, Tanzania, Panamá y Costa Rica. Se puede predecir 
que los Estados Unidos de América y Australia puedan caer en su 
clasificación en relación con los otros países a lo largo del tiempo; sin 
embargo, el primero permanecerá como el país con el mayor número 
de salamandras, con la posible excepción de México. 

Geografía de las especies amenazadas
Un mapa que muestra la distribución global de los anfibios amenaza-
dos (Figura 3) revela patrones muy diferentes de los ilustrados para 
la diversidad general de especies. La mayor concentración de dichas 
especies—incluyendo casi la mitad de los anfibios amenazados ac-
tualmente conocidos—está en un área relativamente limitada que va 
desde el sur de México hacia el sur hasta Ecuador y Venezuela, y las 
Antillas Mayores (detalles en la Figura 4). Esta región está dominada 
por especies con distribuciones pequeñas, frecuentemente ubicadas 
en áreas montanas. Muchas de estas especies han estado sujetas a 
una severa pérdida de hábitat y exposición a la enfermedad micótica 
de la quitridiomicosis (p. ej., La Marca et al. 2005, Lips 1998, 1999, 
Lips et al. 2004, Ron et al. 2003, Young et al. 2001). 

Figura 3.  Distribución global de los anfibios amenazados.
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Otras importantes concentraciones de especies amenazadas se en-
cuentran en los bosques atlánticos del sur de Brasil, los bosques de 
Guinea superior en el occidente de África, los bosques de Camerún 
occidental y del este de Nigeria, la Falla Geológica Albertina o región 
de los grandes lagos y montañas de África central, las Montañas del 
Arco Oriental de Tanzania, Madagascar, los Ghats Occidentales de 
India, Sri Lanka, China central y sur, Borneo, las Filipinas y el este 
de Australia.

Figura 4.  Distribución de anfibios amenazados en América Central, norte de América del Sur y el 
Caribe.

La Tabla 3 lista los 20 países con el mayor número de anfibios ame-
nazados. Estos países son en muchos casos diferentes de aquellos 
listados en la Tabla 2, lo cual sugiere que, o los anfibios en algunos 
países son más susceptibles a las amenazas, o las amenazas varían 
entre los países, o hay otros factores que influyen sobre la distribución 
de las especies amenazadas.

Tabla 3. Países con la mayor cantidad de anfibios amenazados.

Los países listados en la Tabla 3 tienen una responsabilidad particular-
mente mayor hacia la protección de los anfibios amenazados del plane-
ta. Colombia, el segundo país más diverso, tiene el mayor número de 
especies amenazadas. El mayor peligro para los anfibios en Colombia 
es la pérdida de hábitat, aunque han habido muchas disminuciones aún 
inexplicadas, y la topografía dramática de los Andes implica que muchos 
de los anfibios tienen distribuciones muy restringidas, haciéndolos más 
vulnerables a procesos de amenaza. Colectivamente, los cinco países 
tropicales Andinos (Colombia, Venezuela, Ecuador, Perú y Bolivia) 
tienen 472 especies globalmente amenazadas, lo que constituye un 
25% del número de especies globalmente amenazadas del planeta. 
Brasil, el país más diverso, se ubica en cuarto lugar por el número de 
especies amenazadas, la mayoría de las cuales están en la región de los 
bosques atlánticos, y tiene un porcentaje significativamente más bajo 
de sus anfibios amenazados que el promedio global.  
En México, ubicado en quinto lugar por su diversidad, pero segundo 
por el número de especies amenazadas, más del 50% de anfibios 
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están amenazados. Las principales amenazas en algunas regiones 
son la severa pérdida de hábitat y las epidemias. En los cinco países 
tropicales Andinos (Colombia, Venezuela, Ecuador, Perú y Bolivia) 
el porcentaje de especies amenazadas en relación al total de espe-
cies de la región es de 33.7%, valor éste ligeramente más alto que el 
promedio global.

Especies en rápido proceso de disminución
Existen 435 especies que actualmente califican para ser listadas en las 
categorías de mayor amenaza de la UICN, lo cual no habría ocurrido en 
1980 (Stuart et al. 2004). Definimos a estas especies como de “rápida 
disminución”, y las dividimos en tres grupos con base en las siguientes 
causas de disminuciones: “sobre-explotadas”- disminuciones a raíz de 
una fuerte extracción (50 especies); “hábitat reducido”- especies que 
sufren de una pérdida significativa de hábitat (183 especies); y “dismi-
nuciones enigmáticas”- especies cuyas poblaciones están en proceso 
de disminución aún cuando existe hábitat apropiado (207 especies). 
En este último caso, las razones no están enteramente comprendidas, 
aunque enfermedades y cambio climático se perfilan como las causas 
probablemente más comunes. Cinco especies caen tanto en el rubro 
de “sobre-explotadas” como en el de “disminuciones enigmáticas”. 
Especies “sobre-explotadas” y de “hábitat reducido” están amplia-
mente registradas en muchos grupos taxonómicos, tales como aves y 
mamíferos, que son el centro de atención tradicional de esfuerzos con-
servacionistas. Sin embargo, las especies que presentan “disminuciones 
enigmáticas” nunca han sido registradas a un nivel comparable al que 
actualmente se  observa en los anfibios. El porcentaje de especies que 
presenta “disminuciones enigmáticas” aumenta con un incremento 
en riesgo de extinción, desde un 9.7 % de las especies de “rápida 
disminución” en la categoría UICN Casi Amenazada, a un 25.0 % 
en Vulnerable, 47.3% En Peligro, 57.1% En Peligro Crítico, y 92.4%  
En Peligro Crítico (Posiblemente Extinta o cercana a extinguirse). 
Esta observación sugiere que los factores que causan disminuciones 
“enigmáticas” están llevando a las especies hacia la extinción en forma 
particularmente rápida.
La distribución geográfica de las especies de “rápida disminución” es 
no-aleatoria (Tabla 4). Las especies Neotropicales se encuentran mucho 

más afectadas que, por ejemplo, aquellas en los Dominios Afrotropical 
e Indomalayo. Las especies del Dominio Australasia-Oceanía muestran 
valores promedio de especies de “rápida disminución”; pero si Australia 
y Nueva Zelanda se consideran como un grupo separado, tendrían 
significativamente más especies de “disminuciones enigmáticas” que 
el promedio para los anfibios en total. La distribución geográfica de 
las especies de “rápida disminución” (Figura 5) muestra que las espe-
cies “sobre-explotadas” se concentran en el sureste y este asiáticos; 
especies de “hábitat reducido” ocurren en forma más amplia, pero 
especialmente en el sureste de Asia, Africa Occidental y el Caribe; y 
las especies de “disminuciones enigmáticas” están restringidas ma-
yormente a Sudamérica, Mesoamérica, Puerto Rico y Australia. Las 
concentraciones de especies en las tres categorías se sobreponen poco 
geográficamente.

Tabla 4. Preferencias de hábitat y afinidades biogeográficas de los anfibios de “rápida 
disminución” y “disminuciones enigmáticas” con respecto a todas las especies de anfibios

† Especies de “rápida disminución”: aquellas que ahora califican para listado en una de las 
categorías de mayor amenaza de la Lista Roja de la UICN, lo cual no ocurría en 1980. 

‡ Especies de “disminuciones enigmáticas”: especies que han demostrado una disminución 
dramática o desaparición de poblaciones, aún cuando perdura un hábitat apropiado, por razones 

que todavía no están bien comprendidas. Ver texto para más detalles. 
*P<0.05, **P<0.01, ***P<0.001 (27). ↑ significativamente mayor que el promedio, ↓ 

significativamente menor que el promedio.
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Figura 5. Patrón geográfico de la causa dominante de rápidas disminuciones en especies de 
anfibios: “sobre-explotación” (variantes en azul); “hábitat reducido” (variantes en verde); 

“disminuciones enigmáticas” (variantes en rojo). Donde hay dos tipos de amenazas traslapadas en 
la misma celda, el color que representa al tipo de amenaza con el mayor número de especies de 
“rápida disminución” en esa celda es el que se indica en el mapa. Se utilizan colores intermedios 

en los casos en donde hay igual número de especies que experimentan dos tipos de disminuciones 
en la misma celda, como se muestra en la leyenda. Los colores más oscuros corresponden a 

números más elevados de especies de “rápida disminución” de cualquier tipo (no solamente el 
tipo dominante de la celda en cuestión).

Las especies de “disminuciones enigmáticas” presentan el mayor reto 
para la conservación porque actualmente no se conocen técnicas para 
asegurar su supervivencia en estado silvestre. Tales disminuciones han 
ocurrido aún dentro de áreas bien protegidas, tales como el Parque Na-
cional Yosemite, en California (Kagarise Sherman & Morton 1993), 
la Reserva de bosque montano de Monteverde (Costa Rica) (Pounds & 
Crump 1994, Pounds et al. 1997)  y el Parque Nacional Eungella (Aus-
tralia) (UICN, Conservación Internacional y NatureServe 2004). Las 
especies de “disminuciones enigmáticas” están positivamente asociadas 
a quebradas de alta elevación en los trópicos, y negativamente asociadas 
con aguas mansas y elevaciones bajas (Tabla 4). Varios estudios indican 
que la virulencia de la enfermedad micótica de quitridiomicosis – una 
de las más citadas causas de disminuciones “enigmáticas” – es mayor en 
localidades de altitud elevada y entre especies de quebradas o riachuelos.  
La mayoría de las “disminuciones enigmáticas” han sido registradas en 
las Américas al sur hacia Ecuador (p. ej., Burrowes et al. 2004, Drost 

& Fellers 1996, Kagarise Sherman & Morton 1993, La Marca et al. 
2005, Lips 1998, 1999, Lips et al. 2004, Lynch & Grant 1998, Pounds 
& Crump 1994, Pounds et al. 1997, Ron et al. 2003, Young et al. 2001) y 
Brasil (Eterovick et al. 2005, Heyer et al. 1988), Australia (Czechura e 
Ingram 1990, Laurance et al. 1996) y Nueva Zelanda (Bell et al. 2004), 
pero estas disminuciones están expandiéndose, por ejemplo al Perú (Löt-
ters et al. 2005), Chile (Glade 1993), Dominica (Magin 2003), España 
(Bosch et al. 2001) y Tanzania (Weldon & du Preez 2004). Es posible 
que la Evaluación Global de Anfibios (GAA) subestime el número y 
extensión geográfica de las disminuciones “enigmáticas”, particularmente 
en los trópicos, donde ha habido una insuficiencia de monitoreos de 
anfibios. Estas  disminuciones tienden a ser bastante rápidas, y pocas de 
ellas han sido en efecto observadas directamente. Lo que suele ocurrir 
más comúnmente es que los investigadores regresan a una localidad 
para encontrar que varias especies han desaparecido desde su última 
visita. Por ejemplo, recientemente se ha documentado la desaparición 
de ranas en el sur de México, aunque algunas de estas disminuciones 
probablemente ocurrieron a principios de la década de los 80 (Lips et al. 
2004). Igualmente, países más muestreados tienden a tener una mayor 
incidencia de disminuciones “enigmáticas”: por ejemplo, 12.9% en 
Costa Rica, comparado con el 6.0% en toda la región geográfica donde 
la mayoría de las disminuciones “enigmáticas” han ocurrido. También 
es posible que ciertas especies no estén experimentando disminuciones 
“enigmáticas” aún, pero que sean susceptibles a ellas, particularmente 
si éstas son los resultados de factores tales como la diseminación de una 
enfermedad contagiosa o el incremento de la severidad en las condiciones 
ambientales debido a cambios climáticos.
Las rápidas disminuciones de los anfibios muestran importantes patrones 
taxonómicos al igual que patrones regionales. Cuatro familias anfibias 
poseen significativamente más especies de “disminuciones rápidas” que el 
promedio dado para todos los anfibios: Rheobatrachidae (ranas de incu-
bación gástrica), Leptodactylidae (ranas Neotropicales típicas), Bufonidae 
(sapos verdaderos) y Ambystomatidae (salamandras excavadoras).
Cuatro familias contribuyen dramáticamente al número total de 
especies en “rápida disminución: Bufonidae, Leptodactylidae, Hyli-
dae (ranas arborícolas) y Ranidae (ranas en el sentido propio de la 
palabra). Los tres tipos de disminución varían en su importancia 
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para cada familia. La sobre-explotación es mucho más importante en 
Ranidae que en las otras grandes familias, lo que refleja la extensiva 
cosecha de estas especies para el consumo humano, especialmen-
te en Asia. Las disminuciones causadas por la pérdida de hábitat 
son importantes en la mayoría de las familias, y las disminuciones 
“enigmáticas” han tenido un impacto particularmente drástico en 
los Bufonidae. Algunas familias muy pequeñas, tales como Rheoba-
trachidae, Rhinodermatidae (ranas de Darwin) y Cryptobranchidae 
(salamandras gigantes) también tienen altas proporciones de especies 
con “disminuciones rápidas”.
La gran variación entre familias en el número y proporción de especies 
de “disminuciones rápidas” está sesgada por el patrón geográfico no 
aleatorio de las disminuciones (Tabla 4). Las familias que son endémicas 
de las regiones donde las disminuciones “enigmáticas” han ocurrido 
tienden a ser más susceptibles a disminuciones serias. Si las disminu-
ciones “enigmáticas” se extienden a otras regiones, especialmente en 
África y Asia, entonces es posible que algunas de las otras familias sean 
susceptibles a disminuciones rápidas.
Las cinco naciones tropicales andinas (Colombia, Venezuela, Ecuador, 
Peru y Bolivia) constituyen un centro global de especies de “disminu-
ciones rápidas”. Un total de 118 especies de “disminuciones rápidas” 
ha sido registrado para estos cinco países, lo cual representa un 27.1% 
del total global. De estos, 11 están en el grupo de “sobre-explotación” 
(22% del grupo); 23 están en el grupo de “hábitat reducido” (12.6%); 
y 84 están en el grupo de “disminuciones enigmáticas” (40.6%). La 
importancia de los Andes para especies que están experimentando 
disminuciones “enigmáticas” es clara. Los Andes constituyen el hogar 
para más del 40% de estas especies, además de ser un área donde las 
disminuciones están expandiéndose, con informes recientes de dismi-
nuciones “enigmáticas” expandiéndose al sur a través del Perú.

Patrones de endemismo
El número y porcentaje de anfibios endémicos por país muestra 
algunos patrones importantes. La Tabla 5 lista los 20 países con el 
mayor número de especies endémicas (es decir, que no ocurren en 
otros países), mientras que la Tabla 6 lista los 20 países con el mayor 
porcentaje de endemismos.

Tabla 5.  Países con mayor cantidad de especies endémicas. 

Tabla 6.  Países con el mayor porcentaje de endémicos. 

RANGO PAÍS ENDÉMICOS POR PAÍS
1 Brasil 467 
2 Colombia 336 
3 México 233 
4 Madagascar 221 
5 Australia 201 
6 China 200 
7 Estados Unidos de América 182 
8 Perú 167 
9 Ecuador 157 

10 Papúa Nueva Guinea 157 
11 Indonesia 154 
12 India 150 
13 Venezuela 147 
14 Sri Lanka 78 
15 Filipinas 77 
16 Tanzania 61 
17 Cuba 56 
18 Malasia 54 
19 República Democrática del Congo 53 
20 Camerún 50 

RANGO PAÍS % ENDEMISMOS 

1 Jamaica 100% 
2 Seychelles 100% 
3 São Tomé y Príncipe 100% 
4 Nueva Zelanda 100% 
5 Fiji 100% 
6 Palau 100% 
7 Madagascar 99.5% 
8 Cuba 96.6% 
9 Australia 93.5% 

10 Sri Lanka 83.0% 
11 Filipinas 78.6% 
12 Japón 78.2% 
13 Puerto Rico 77.8% 
14 Estados Unidos de América 69.2% 
15 Chile 67.9% 
16 México 66.4% 
17 Papúa Nueva Guinea 66.2% 
18 India 64.1% 
19 Brasil 63.9% 
20 China 63.5% 
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Los países con la mayor cantidad de especies endémicas (Tabla 5) 
coinciden considerablemente con aquellos con la mayor diversidad 
total de especies (Tabla 2), lo cual no es sorprendente. No obstante, 
cabe notar que varios de los países isleños que no aparecen en la 
Tabla 2 sí lo hacen en la Tabla 5: Sri Lanka, Filipinas y Cuba; Brasil y 
Colombia tienen muchas más especies endémicas que cualquier otro 
país, donde destacan México, Madagascar, Australia y China -cada 
uno con más de 200 endemismos. 
Cuatro de las cinco naciones tropicales andinas (Colombia, Ecuador, 
Perú y Venezuela) se encuentran entre los 15 países que poseen la 
mayor cantidad de especies endémicas.
El porcentaje de endemismo (Tabla 6)  muestra un patrón muy dife-
rente, con seis países isleños cada uno con un 100% de endemismo 
(ninguno de estos con faunas anfibias muy diversas). De los países 
con una alta diversidad anfibia (Tabla 2), Madagascar y Australia 
(ambas, en esencia, islas muy grandes) destacan por sus elevados 
niveles de endemismo.
La Figura 6 permite dar un vistazo preliminar a las Áreas Endémicas de 
Anfibios.  Este mapa está basado en la misma metodología adoptada 
por BirdLife International al definir Áreas Endémicas de Aves (EBAs 
por sus siglas en inglés; Stattersfield et al. 1998). Definimos un Área 
Endémica Anfibia como cualquier lugar donde se dé el traslape de por lo 
menos dos especies con áreas inferiores a 50,000 km2. Aproximadamen-
te el 70% de los anfibios tienen áreas de distribución inferiores a 50,000 
km2, comparado con solamente el 25% de las especies de aves.

Figura 6. Áreas Endémicas de Anfibios.

La Figura 6 parece notoriamente semejante al mapa global de las 
Áreas Endémicas de Aves (y también se asemeja a otros mecanismos 
de definición de prioridades tales como los “Hotspots” de Conser-
vación Internacional). Claramente, los anfibios con áreas pequeñas 
de distribución se concentran generalmente en las mismas áreas que 
las aves. Los resultados preliminares para mamíferos también revelan 
un patrón muy semejante, lo que sugiere algunos patrones biogeo-
gráficos fundamentales que tienden a incluir grupos taxonómicos 
diversos, con distintos patrones de historia de vida, y diferentes 
tendencias de diversidad alfa-beta. Estos patrones fundamentales 
son claramente claves para guiar el desarrollo de estrategias de con-
servación en el futuro.
Nuestro análisis de Áreas Endémicas Anfibias incluye especies Da-
tos-Deficientes, las que talvez debieran haber sido omitidas, dado 
que incluyen un número de especies actualmente conocidas sólo 
por sus localidades tipo, pero que podrían tener mayor distribución. 
Sospechamos que si estas especies Datos-Deficientes son removidas, 
algunas de las Áreas Endémicas Anfibias en lugares tales como las 
cuencas Amazónica y del Congo desaparecerían, resultando en un 
mapa aún más semejante a aquél de las Áreas Endémicas de Aves. 

Amenazas
Una variedad de amenazas están impactando a las especies de anfi-
bios alrededor del mundo, ocasionando las dramáticas disminucio-
nes poblacionales documentadas durante la Evaluación Global de 
Anfibios (GAA). Para mejor comprender las principales amenazas 
a los anfibios, los investigadores de la GAA reportaron aquellas 
amenazas conocidas para cada especie de anfibio utilizando una lista 
estandarizada de amenazas principales (el Archivo de la Autoridad 
en Amenazas Principales de la UICN). Un resumen del número de 
especies afectadas por cada proceso de amenaza se muestra en la 
Figura 7.
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Figura 7. Amenazas principales para los anfibios.  

Las pérdidas de hábitat y degradación son, de lejos, las mayores 
amenazas a los anfibios en este momento, ya que afectan a casi 4000 
especies. El número de especies impactadas por la pérdida de hábitat 
y la degradación es casi cuatro veces mayor que la siguiente amenaza 
más común, la contaminación. Aunque las enfermedades parecen 
ser una amenaza relativamente menos significativa para los anfibios, 
para aquellas especies afectadas pueden ocasionar disminuciones 
poblacionales repentinas y dramáticas, lo que resulta en una rápida 
extinción. En comparación, aunque la pérdida de hábitat y la degra-
dación afectan a un número mucho mayor de especies, la tasa a la 
cual una especie disminuye es usualmente mucho más lenta, y existen 
una serie de estrategias, tales como la creación de áreas protegidas, 
para contrarrestar esta amenaza.

Preferencias de hábitat 
Las preferencias de hábitat para cada especie de anfibio fueron 
registradas por los investigadores de la Evaluación Global de An-

fibios, a través de una lista estandarizada de los hábitats principales 
(el Archivo de la Autoridad en Hábitats de la UICN, http://www.
iucnredlist.org/info/major_habitats). Un resumen de los hábitats 
más importantes para los anfibios se muestra en la Figura 8.

Figura 8. Las preferencias de hábitat principales de los anfibios.

La gran mayoría de los anfibios—casi 5000—dependen de los bos-
ques. Otros hábitat terrestres son menos preferidos por los anfibios, 
en particular los hábitat más secos, tales como las sabanas y los desier-
tos. Estos resultados no son sorprendentes, puesto que los anfibios 
son conocidos por su preferencia por lugares húmedos.
Tal vez un resultado más sorprendente es que sólo 3908 anfibios 
dependen del agua dulce durante alguna etapa de su ciclo de vida. Los 
anfibios son reconocidos por sus dos estilos de vida, comenzando 
como juveniles en hábitats acuáticos para luego metamorfosearse en 
adultos terrestres. Sin embargo, aunque esta es la estrategia de historia 
de vida más común para los anfibios, también hay muchas especies 
que se desarrollan directamente de los huevos sin pasar por la etapa 
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larval (y algunas especies incluso tienen desarrollo directo –es decir, 
son “vivíparas”). Muchas de estas especies no dependen para nada 
de un hábitat de agua dulce.
Los hábitats de agua dulce preferidos por los anfibios han sido cla-
sificados dependiendo de si es que son aguas mansas, corrientes o 
pantano-cenagosas (a diferencia de las aguas mansas - abiertas - estos 
últimos son dominados por vegetación emergente). 
Un hábitat de agua dulce mansa son frecuentemente las pozas tem-
porales producto de lluvias u otras pequeñas charcas de agua dulce. 
Un hábitat de agua dulce corriente son usualmente las quebradas o 
riachuelos. Un hábitat de agua dulce pantano-cenagosa son frecuen-
temente ambientes de agua dulce mansa dominados por vegetación 
emergente. Esta distinción entre diferentes tipo de hábitats de agua 
dulce tiene una fuerte influencia en la probabilidad de que una es-
pecie esté amenazada. Por ejemplo, las especies que están asociadas 
con agua corriente tienen una probabilidad mucho más alta de estar 
amenazadas que aquellas que usan aguas mansas (Tabla 4).

Conclusión
Los descubrimientos de la Evaluación Global de Anfibios (GAA) 
confirman las sospechas anteriores de que las disminuciones rápi-
das y pobremente explicadas en las poblaciones de anfibios están 
suscitándose adicionalmente a las causas típicas de pérdida de bio-
diversidad, incluyendo la pérdida del hábitat y la sobre-explotación 
(las que también son serias amenazas para los anfibios). De esta 
investigación se desprende que los anfibios están más amenazados, y 
están disminuyendo más rápidamente, que las  aves o los mamíferos 
(Baillie et al. 2004, BirdLife International 2004, UICN 2004). 
Las disminuciones “enigmáticas” han afectado 48% de las especies 
de rápida disminución, y son las que están llevando a una extinción 
más rápida de las especies. Las disminuciones son no-aleatorias en 
términos de las preferencias ecológicas de las especies, distribucio-
nes geográficas y asociaciones taxonómicas, y son más prevalentes 
entre las especies asociadas a quebradas de las zonas montañosas 
Neotropicales. 

Las disminuciones “enigmáticas” están ahora ampliamente documen-
tadas en las áreas montañosas de Mesoamérica, Colombia, Venezuela, 
Ecuador y Australia, y también hay reportes de Chile, el sureste de 
Brasil, las islas del Caribe, y los Estados Unidos. Recientemente, las 
disminuciones “enigmáticas” parecen estar expandiéndose hacia el 
sur en los Andes peruanos, al igual que en Nueva Zelanda, Tanzania 
y España. 
La mayoría de los modelos de tasas de extinción se basan en pre-
dicciones de la pérdida de hábitat, ya sea como un resultado directo 
de la actividad humana o del cambio climático (p. ej., Thomas et al. 
2004). Dado que estos modelos no toman en cuenta las disminu-
ciones “enigmáticas” del tipo que afecta a las especies de anfibios, 
ellos subestiman la tasa actual de extinciones en los anfibios. Para una 
especie que enfrenta una disminución “enigmática”, la única opción 
de conservación actualmente disponible es la crianza en cautiverio, 
pero muchas de las especies afectadas son difíciles de mantener 
bajo condiciones ex situ. Si estas disminuciones no son rápidamente 
comprendidas y reversadas, se puede esperar que cientos de especies 
de anfibios se extingan en las próximas décadas. 
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Hacia una estrategia regional de  
investigación y conservación para los 

anfibios de los países tropicales  
andinos. ¿Una oportunidad?

José Vicente Rodríguez-Mahecha1

Introducción
Desde su creación la Iniciativa Atelopus  se propuso como reto  la ge-
neración de una estrategia regional de investigación y conservación de 
los anfibios de los cinco países tropicales andinos (Bolivia, Colombia, 
Ecuador, Perú y Venezuela) que comprendiese los lineamientos guía 
de todo lo necesario para enfrentar esa terrible realidad de la declina-
ción acelerada de las poblaciones que estamos padeciendo de manera 
acelerada.  Una primera aproximación para el corto plazo  surgió 
consensualmente en el primer taller  desarrollado  en agosto del 2004 
en la ciudad de Villa de Leyva, Colombia. Allí  con la participación 
de 35 científicos expertos en la Región Andina procedentes de 10 
países (Alemania, Bolivia, Colombia, Costa Rica, Ecuador, Panamá, 
Perú, Reino Unido, EEUU y Venezuela) se gestaron  algunos de los 
lineamientos que aquí se comentan.
Teniendo en cuenta que  la problemática  de declinación  de las 
poblaciones de anfibios es similar en sus efectos en todos los países 
de la región,  sí es diferente el contexto y receptividad con la cual ha 
sido recibida esta propuesta regional,  ya que por razones obvias los 
ejercicios participativos en escenarios nacionales son más incluyentes 
y pueden vincular muchos más colaboradores y de la misma forma ser 
más aceptados y validados por las autoridades respectivas. Este es el 

1. Unidad de Conservación de Especies del Centro de Conservación de la Biodiversidad de los 
Andes Tropicales (AndesCBC). Conservación Internacional. jvrodriguez@conservation.org
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ejemplo de Venezuela  donde por el liderazgo de un connotado grupo 
de investigadores de diferentes instituciones  se ha venido desarro-
llando un proceso participativo que los llevará a plasmar en el corto 
tiempo una Estrategia Nacional que será pionera en la región.
Consideramos que si bien  es cierto  que inicialmente la Iniciativa 
Atelopus  y el conjunto de investigadores en su primera reunión pro-
movieron como meta el desarrollo de una estrategia con una visión 
regional, es igualmente valioso que siguiendo el ejemplo de Venezuela, 
todos los demás  países desarrollaran participativamente su estrategia 
nacional de acuerdo a sus realidades institucionales, culturales y socio 
económicas que sirva de guía maestra  avalada y aceptada  por las 
instancias gubernamentales, académicas y de la sociedad civil rela-
cionadas con la temática.  De todas maneras la sumatoria de estas 
experiencias generarán indudablemente procesos que implementará 
de manera especifica la Estrategia Regional  de Biodiversidad para 
los países del Trópico Andino promovida por la CAN (Comunidad 
Andina ) en el marco de la Decisión 523 de 2002.  
 Este proceso no es  necesariamente complejo pero puede que no 
sea factible en el corto plazo en algunos países donde el conjunto de 
investigadores relacionados no sea extenso para acometer, por ello 
creemos que compartiendo  lo recomendado en la reunión de Villa 
de Leyva   pueda estimular iniciativas locales  para ganar experiencia  
e impulsar a los rezagados en la planificación de las acciones que 
buscarán enfrentar la terrible amenaza de declinación poblacional y 
pérdida de biodiversidad  de este grupo que no tiene comparación 
alguna con lo sucedido en tiempos recientes. 

El porqué de la estrategia
El objetivo principal de una estrategia  para la investigación y con-
servación de los anfibios debe ser el de proveer un marco teórico 
sobre el cual se puedan fundamentar acciones concertadas a largo 
plazo, generando así una estructura y dirección para poder priorizar 
actividades y formular acciones efectivas y costo-eficientes. Debe 
facilitar además  la identificación de actores relevantes, la repartición 
de tareas institucionales, así como la identificación de  fuentes de fi-

nanciamiento potenciales e identificación de fondos de contrapartida  
de sustento para llevar a cabo las actividades necesarias.
El proceso de desarrollo e implementación de la estrategia debe ser 
dinámico y participativo. Dinámico porque  es un proceso continuo 
y adaptable, donde las acciones  se redefinen en la  medida que  exista 
o se adicione información novedosa, y participativo porque todas 
las personas e instituciones interesadas  deben ser  bienvenidas a 
colaborar, tanto en el desarrollo como en la implementación de las 
actividades necesarias.
Cabe mencionar varios aspectos que posibilitan que una estrategia 
sea exitosa en su operación. Estos condicionantes incluyen la colabo-
ración y un alto nivel de compromiso,  tanto de instituciones como 
de  miembros de la sociedad civil a nivel regional e internacional 
y, en una visión más amplia, la participación activa de  las diversas  
comunidades, desde la académica hasta la política. En particular, 
debe considerarse  la vinculación de personal especializado o de 
instituciones específicas para el desarrollo de actividades clave (por 
ejemplo, la actualización  del marco jurídico en el manejo de los re-
cursos naturales);  e involucrar al Estado desde el inicio para lograr 
una capacidad de convocatoria más amplia y  alcanzar un poder de 
decisión y ejecución relevante;  por último si  se logra esta sinergia  
institucional e individual  será  relativamente más sencillo obtener dis-
ponibilidad de fondos para llevar a cabo las actividades propuestas.

Estructura de la estrategia
El grupo de especialistas andinos recomendó  tres componentes 
clave para una estrategia regional que consideramos son aplicables 
y necesarios a nivel de todos los países: 1) Investigación y monito-
reo de poblaciones, 2) Divulgación, comunicación, capacitación y 
recaudación de fondos, y 3) Conservación.   Para el desarrollo de la 
estrategia cada línea de acción  debe tener una serie de resultados para 
ser logrados en un determinado tiempo, los cuales deben alcanzarse 
mediante  actividades especificas. Estas actividades, a su vez, deben 
ser monitoreadas a través de indicadores, identificando igualmente 
las entidades o personas y los potenciales colaboradores responsables 
para desarrollarlas.
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El caudal informativo histórico. Un punto de partida
Es razonable suponer que para la preparación de la discusión de 
cualquier planteamiento estratégico se deba partir del acopio de la 
información existente y de su  actualización y adecuación  para futu-
ros análisis. Este conjunto de datos que ya existe en todos los países 
acumulado en las colecciones de referencia de los Museos de Historia 
Natural,  requiere de acciones prioritarias para su sistematización 
y georreferenciación.  Aunque esta labor ha sido iniciada gradual-
mente en muchas instituciones,  dista mucho de  estar actualizada o 
completada, especialmente por el  gran volumen de datos acopiados 
en los Museos de la región e incluso del extranjero. Los estimativos 
actuales señalan que existen alrededor de unos 200.000 ejemplares en  
museos nacionales  y cerca de 150.000 ejemplares en otros museos 
del mundo, principalmente en  Norteamérica y Europa.
Es indudable que esta labor requiere de  esfuerzos muy grandes 
de curatoría  para concluir la actualización taxonómica de muchos 
ejemplares o la descripción de nuevas especies, algunas recientemen-
te colectadas y otras depositadas allí durante el desarrollo de cada 
colección. No obstante, a pesar de que estas labores forman parte 
del diario quehacer del personal de los museos, es necesario resaltar 
que la misma debe recibir una mayor atención  en cualquier estra-
tegia que pretenda lograr un diagnóstico actualizado de los lugares 
de importancia para la conservación de los anfibios de una región 
determinada. Igualmente esta información es  necesaria para evaluar 
con la rigurosidad necesaria el impacto de los eventos sinérgicos 
que están causando las declinaciones poblacionales de anfibios y la 
constricción de los areales de distribución de las especies afectadas, 
así como de los procesos nacionales de recategorización del estatus 
de conservación. 
Indudablemente son muchos los beneficios que la información 
histórica pueden brindar y por ello la elaboración  y refinamiento 
de los catálogos de localidades de colecta para anfibios debe ser un 
ejercicio complementario a la sistematización de los datos de cada 
país. Con ellos en construcción podremos aprovechar que muchos 
de los colectores que aún están en actividad   puedan aportar des-
cripciones o precisiones adicionales sobre los sitios de colecta; ya 

que era frecuente en el pasado no llegar al detalle de los lugares de 
las capturas limitando el valioso aporte de  información geográfica 
que un ejemplar puede brindar.
Los éxitos en esta labor nos acercarán a identificar  primero que 
todo los vacíos de conocimiento y priorizar cuales áreas inexploradas 
requieren ser objeto de inventarios exhaustivos por su potencial im-
portancia para la conservación de los anfibios, además de que podrá 
mostrarnos un escenario de lo que ha sido en el contexto histórico 
la herpetofauna de una región o país.
Como ya se mencionó antes,  esta tarea básica ha venido acome-
tiéndose gradual y paralelamente con otras acciones en todos los 
países; no obstante siempre será deficiente debido a las limitaciones 
de los recursos económicos de los museos y a la capacidad de los 
taxónomos para revisar el gran número de ejemplares acumulados.   
Con esta labor actualizada  se podrá  empezar a consolidar el banco 
de datos de los anfibios del país siguiendo parámetros estandariza-
dos y así  responder a muchas preguntas que de otra manera serían 
imposibles de resolver o que requerirían un tiempo considerable en 
el acopio y análisis. Es indudable que este logro hace más eficiente 
la gestión de una organización  e igualmente facilita la evaluación 
de las necesidades que deban ser plasmadas en solicitudes de apoyo 
financiero y científico. 
Todo lo anteriormente considerado debe conducir a un primer resul-
tado de la estrategia, que es el establecimiento de un banco de datos 
para los anfibios,  que puede incluir otros parámetros además de los 
anteriormente señalados, tales como archivos de sonidos, archivos de 
imágenes, bibliografía,  análisis de amenazas, estatus  poblacional y 
estatus de conservación a nivel global y nacional. Con esa plataforma 
de información  montada, el ideal para incrementar la información 
disponible es el de establecer acciones de inventario en áreas  poco 
conocidas o totalmente inexploradas, así como programas de mo-
nitoreo de  especies amenazadas, bien sea que hayan sido declaradas 
ya formalmente o que se sospeche que se encuentran en peligro y, 
que por ausencia de información no hayan sido adecuadamente 
categorizadas.  Estos programas de seguimiento deben ser seguir 
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en lo posible  métodos estandarizados, como los expuestos en otros 
capítulos de esta obra. 
Una segunda meta  para alcanzar es la de incrementar el número de 
investigaciones sobre especies potencialmente amenazadas, es decir 
aquellas que hayan sido categorizadas como Datos Deficientes (DD) 
o Casi Amenazadas (NT). El primer esfuerzo sobre estas especies 
debe estar dirigido a evaluar la situación actual  a nivel poblacional, 
definir su ámbito de distribución geográfica, evaluar el estado del 
hábitat, identificar las amenazas de diversa índole, entre otras el 
impacto de especies introducidas,  y muy especialmente el estado 
sanitario o de infección por chitridomicosis. Igualmente  se debe 
indagar y sistematizar la presión de uso (ya sea para fines alimenti-
cios, farmacéuticos, y comerciales) y valorar el volumen de captura 
de animales vivos con destino al mercado de mascotas, centros de 
experimentación etc.
La estrategia debe considerar el aspecto divulgativo, tanto para esti-
mular una conciencia ciudadana sobre la importancia de los anfibios 
y del peligro en que se encuentran, como también de compartir la 
información sobre su diversidad con el público en general. Para 
ello las campañas publicitarias creativas  asociadas a programas de 
campo y difundidas por todos los medios de comunicación pueden 
tener un gran impacto. 
Como actividad fundamental para compartir el conocimiento sobre 
la biodiversidad se debe estimular el  desarrollo de guías de identi-
ficación para las especies del país o de ciertas regiones, igualmente 
de parques nacionales u otras áreas de conservación o de interés  
particular de la sociedad civil. Todos estos elementos ambientan los 
escenarios propicios para convencer  a los donantes a invertir en los 
proyectos específicos o generales. De esta manera  se incrementa 
la capacidad de captación de fondos y se contribuye al apropiado 
desarrollo de  campañas  de recaudación que permitan el logro de 
los propósitos de la estrategia. Otras oportunidades para obtener 
recursos puntuales está dada por los programas de padrinazgo de 
especies, en estos casos se debe consensuar la identificación de un 
banco de especies nuevas lo suficientemente atractivas para que 
el beneficiario de una especie aporte recursos importantes para 

la compra de terrenos u otras labores  que sean necesarias para la 
conservación de la misma.
El entrenamiento y la capacitación  es otro de los aspectos cruciales 
en cualquier estrategia; por lo tanto el diseño  de cursos sobre in-
ventario y monitoreo como los que la Iniciativa Atelopus  ha venido 
desarrollando, deben consolidarse y ser adoptados  como cursos 
elegibles con créditos para el estudiante por universidades u otras 
instituciones  académicas interesadas.
La generación de redes locales con diferentes tipos de miembros 
estimula el  intercambio de experiencias entre los investigadores 
y debe ser el órgano de difusión de la estrategia donde se invite a 
la implementación de las acciones identificadas y se promueva la 
organización de encuentros y otros eventos presenciales y otros 
eventos relacionados.
Para  el desarrollo del componente de conservación in situ se debe 
promover la identificación de las áreas de importancia para la conser-
vación de los anfibios, las cuales surgen del  análisis de la información 
compilada en la base de datos y del juicio de expertos. Estas áreas 
deben ser definidas mediante criterios consensuados que incluyan 
endemicidad,  categoría(s) de amenaza de la especie(s),  procesos 
singulares, tales como áreas de reproducción o  de concentración  
buscando articularlas o declararlas como áreas protegidas haciendo 
sinergia con otras áreas identificadas para  fines similares,  como han 
sido  las IBAS o AICAS, que son áreas  que protegen aves en peligro  
u otros grupos animales. Otras acciones novedosas para el manejo 
y aprovechamiento sostenible de grandes áreas naturales han sido  
las concesiones de conservación, las cuales ha impulsado el Perú,  y 
que son  considerables extensiones donde comunidades campesinas 
manejan  el aprovechamiento de especies mediante la maximización 
de la oferta natural  de grupos reproductivos, a cambio de que la 
comunidad se comprometa a brindar protección al hábitat  evitando 
destruir la cobertura boscosa.  Estas concesiones pueden ser una 
excelente herramienta para la protección de cuencas hidrográficas, 
pero requieren de compromiso comunitario y del respeto de los 
acuerdos internacionales sobre comercio de especies amenazadas 
como la CITES.
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En cuanto a la conservación ex situ es conveniente que se identifiquen 
las capacidades institucionales  para  el manejo de individuos  en 
condiciones controladas, y se  diseñe un programa de capacitación 
en las técnicas de manejo. Idealmente los centros donde se manejen 
individuos de especies amenazadas deben contar con representa-
ción de los pisos térmicos cálidos y fríos de los países, dado que 
el manejo de especies que tienen grandes exigencias de control 
de temperatura no siempre es fácil de adelantar por lo costoso del 
proceso. Igualmente el tener más de un centro posibilita una activa 
participación de interesados que se apropien con más fortaleza en 
la conservación de una especie o grupos de ellas cuando son de su 
región. El objetivo de estos centros debe estar orientado al estudio 
de la biología reproductiva de las especies,  además de otros aspectos 
relativos al comportamiento, incidencia de enfermedades, desarrollo 
de resistencia a las mismas, todo ello con la visión de  adelantar pro-
gramas de reintroducción con criterios consensuados y protocolos 
de monitoreo eficientes.

Diseño experimental y análisis  
estadístico

Adolfo Amézquita�, César Molina� & Juan Elías 

García-Pérez�

Introducción
Probablemente la primera pregunta que el lector se haga en rela-
ción con este capítulo es si debería existir. Se podría pensar que la 
información sobre el análisis de datos de inventario y monitoreo de 
anfibios puede ser obtenida de los libros de estadística. Sin embar-
go, la estadística que aparece en los libros de texto, la que se suele 
enseñar en los cursos básicos universitarios, la que utilizamos en los 
experimentos cuidadosamente diseñados en el laboratorio (y ocasio-
nalmente en el campo), es usualmente insuficiente para los estudios 
de inventario y monitoreo. La razón es simple. Como otros estudios 
de campo, los estudios de inventario y monitoreo se caracterizan 
porque los datos suelen no cumplir a cabalidad algunos preceptos 
de la estadística básica. En un estudio de inventario, por ejemplo, las 
estaciones de muestreo suelen no mantener el mismo nivel de inde-
pendencia entre ellas; en el caso de estudios de monitoreo, realizar 
muestreos sucesivos sobre la misma área afecta profundamente el 
nivel de independencia entre los datos. En contra de lo que a veces 
se piensa, los datos obtenidos de inventarios y monitoreos no son 
simples conteos de especies o individuos; representan más bien 
complejos esquemas en los que extraer la información no siempre 
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presentados, utilizaría luego el diagrama de flujo para seleccionar las 
posibles técnicas a utilizar en relación con el tipo de investigación, 
repasaría los fundamentos de estas técnicas y, finalmente, consultaría 
otras fuentes bibliográficas para conseguir el dominio conceptual 
necesario para utilizarlas e interpretarlas.

Fundamentos de diseño experimental
La acumulación de datos en estudios biológicos se relaciona con 
alguno de tres objetivos fundamentales. El investigador puede estar 
interesado en (1) describir cuantitativamente una característica o 
proceso, (2) agrupar individuos, especies o localidades con base en 
sus características, o (3) proponer relaciones de causalidad, es decir, 
establecer en qué medida la variación en una característica o proceso 
puede ser atribuida a la variación en una o más variables estudiadas. 
Por ejemplo, un investigador que pretende estimar la riqueza de 
especies en una nueva área protegida y que, además, intenta calcular 
cuál es el margen de error con respecto a su estimación estaría re-
solviendo un problema de tipo 1 (descripción). Alguien interesado 
en clasificar un número de hábitats (o comunidades) con base en la 
presencia o ausencia de un conjunto de especies, estaría interesado 
en resolver un problema de tipo 2 (clasificación). Finalmente, quien 
se preocupa por entender cuáles características ambientales podrían 
explicar las diferencias en abundancia de individuos de una especie 
estaría resolviendo un problema de tipo 3 (causalidad). En otras pa-
labras, el análisis de los datos permitiría probar la hipótesis biológica 
de que ciertas características ambientales causan variación en la abun-
dancia de individuos. En la jerga estadística, el análisis establecería 
la probabilidad de equivocarse al descartar la hipótesis nula de que 
las características ambientales no se relacionan con la abundancia. Si 
esta probabilidad es pequeña (p.ej. P < 0.05 ó P < 0.01), el análisis 
indicará que es aceptable rechazar la hipótesis nula. Los valores de 
0.05 y 0.01, que se utilizan como un criterio estándar para la toma de 
estas decisiones, no representan un paradigma sagrado ni una cifra 
descubierta a partir de profundas reflexiones filosóficas: sugerir que 
un valor P de 0.047 representa evidencia inobjetable de relaciones 
causales mientras un valor de 0.053 no, es por lo menos absurdo. La 

es fácil. Para afrontar estos problemas, son necesarias estrategias de 
análisis más realistas, es decir, que involucren escenarios en los que 
los preceptos de independencia y representatividad de las muestras 
son en alguna medida violados.
Muy pronto en la formación de los investigadores se hace claro que 
es preferible invertir tiempo en la planeación de un estudio y en la 
colecta juiciosa (i.e. bien fundamentada, ajustada a las decisiones 
iniciales sobre el diseño experimental) de datos, que experimentar 
la frustración de nadar en mares de información sin conseguir evi-
dencia suficiente para apoyar la presencia o ausencia de patrones con 
respecto a las variables de estudio. En una situación así, es inevitable 
pensar que se ha perdido buena parte del enorme esfuerzo y del di-
nero que se invirtieron para conseguir la información deseada. Nos 
motiva reducir la probabilidad de que el entusiasmo inicial madure 
en frustración. Y nos motiva también la perspectiva de que la comu-
nidad herpetológica latinoamericana contribuya a originar una sólida 
base de conocimientos acerca de los mecanismos responsables de 
generar y mantener la diversidad de anfibios en el trópico; una base 
de conocimientos que realmente sirva para tomar decisiones políticas 
educadas sobre la conservación y el uso de la biodiversidad.
La buena noticia es que la estadística y el diseño experimental han 
avanzado lo suficiente como para tratar datos con problemas de de-
pendencia espacial o temporal. La otra noticia es que la naturaleza de 
tales avances no puede ser presentada en detalle dentro de un capítulo 
introductorio y con las limitaciones de espacio que caracterizan a un 
libro como éste. Hemos hecho, sin embargo, un esfuerzo por: (1) 
presentar los fundamentos conceptuales que afectan las decisiones 
sobre el diseño y el análisis del estudio, (2) resumir en unas pocas 
frases la lógica que subyace cada una de las técnicas estadísticas re-
comendadas, y (3) construir un diagrama de flujo que ayude a tomar 
las decisiones iniciales sobre las estrategias de análisis. El lector debe 
entonces considerar este libro como un apoyo para planear, desde 
la perspectiva del diseño experimental, un estudio de inventario y 
monitoreo, o para escoger las técnicas estadísticas que le permitirán 
analizar un conjunto de datos que ya existe. Recomendamos al lec-
tor aproximarse a este capítulo en una variante de la secuencia de 
los objetivos: empezaría por estudiar (o repasar) los fundamentos 
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Los puntos más importantes a considerar en el diseño de un estudio 
se relacionan precisamente con las características de los atributos 
(variables) y de los objetos (unidades de análisis). Entre los problemas 
asociados con los atributos, nos interesa principalmente la validez 
interna. Existe una diferencia entre, por ejemplo, la densidad de in-
dividuos como el atributo biológico de una especie en una localidad 
y la estrategia que utilizamos para estimar esa densidad: la variable. 
El número de individuos avistados en 100 m2 puede no ser un buen 
indicador de la densidad real de individuos en especies que son 
crípticas; la tasa de recaptura puede ser inútil para estimar el tamaño 
(o la densidad) de una población, si la técnica de marcaje reduce la 
probabilidad de supervivencia de los individuos marcados. La calidad 
de un estudio, y de las conclusiones que de él se derivan, depende en 
buena parte de su validez interna, es decir, de la buena relación que 
exista entre los atributos biológicos sobre los cuales se quiere hacer 
inferencias y las variables que se utilizan para estimarlos.
Entre los problemas asociados con los objetos de estudio, menciona-
remos la representatividad y la independencia de la muestra. Lo usual en 
diseño experimental es que si queremos hacer inferencias sobre un 
universo de objetos, no estudiemos cada uno de los objetos que lo 
componen, sino una muestra que los represente. La idea parece ser 
simple pero ha probado ser difícil de aplicar o evaluar en situaciones 
reales. Por ejemplo, continuando con la idea del estudio acerca del 
efecto de la perturbación antrópica sobre la riqueza de especies, en 
algún momento tendríamos que afrontar la decisión sobre cuántos 
sitios planeamos incluir y, tal vez lo más importante, cuáles sitios 
representarán la condición perturbado y cuáles la condición no pertur-
bado. Por razones que van desde limitaciones geográficas impuestas 
por quienes nos financian un estudio, hasta la belleza del paisaje o 
la calidez de sus gentes, podríamos seleccionar sitios en los que la 
perturbación antrópica podría consistir en cultivos secos (7 sitios), 
cultivos inundados (p.ej. de arroz; 1 sitio) y áreas de ganadería (2 
sitios). De manera similar, los 10 sitios que escogiésemos como 
representativos de la condición no perturbada, podrían diferir en 
el área total del bosque que la contiene, la complejidad estructural 
del hábitat, o la distancia a un ecotono. El problema en realidad no 
está en que los sitios que representen la condición perturbada (o la 

ausencia de números mágicos en este sentido implica que el investiga-
dor debe además hacer un esfuerzo de interpretación de sus propios 
datos para poder explicar los resultados de sus análisis.
En cualquiera de los tres casos, la materia prima para resolver el pro-
blema consiste en un conjunto de objetos (individuos, poblaciones, 
especies, cuadrantes, sitios, ecosistemas, muestreos) y un conjunto 
de atributos (abundancia, riqueza, temperatura, luminosidad, tipo de 
hábitat) que pueden ser medidos en cada uno de los objetos.
Existen varias maneras de medir los atributos (variables) que se 
estudian. En la situación más simple, se puede asignar a cada objeto 
una categoría que se desprende de las observaciones. Por ejemplo, 
se puede declarar que se trata de un área intervenida o bosque maduro en 
relación con el atributo Tipo de hábitat, o que se trata de un individuo 
juvenil, macho, o hembra, en relación con el atributo Sexo. En estos casos 
se dice que la variable que describe el atributo es de tipo categóri-
ca. En una variante de la situación anterior, tres o más categorías 
pueden ser ordenadas de una manera que tenga sentido biológico. 
Por ejemplo, el Grado de perturbación antrópica de un hábitat podría ser 
clasificado como alto (existencia de cultivos y construcciones para 
varias familias), medio (tala y quema de árboles para el cultivo de 
chagras/chacras), bajo (tala selectiva de algunos árboles para extrac-
ción de madera) y nulo (no hay perturbación aparente por los seres 
humanos). En este caso hipotético, el orden de las categorías es único 
(no es intercambiable) por lo que podemos describir este atributo 
como de tipo ordinal; sin embargo, no podemos garantizar que la 
diferencia entre hábitats de perturbación alta y media es la misma 
que entre hábitats de perturbación media y baja, por lo que decimos 
que la variable no utiliza un intervalo que tenga sentido. Finalmente, 
existe la posibilidad de describir el grado de perturbación antrópica 
con base, por ejemplo, en fotografías aéreas sobre las que se puede 
estimar la proporción de área deforestada en relación con el área 
total cubierta por la fotografía. En este caso, la Proporción de área 
deforestada es un atributo de tipo continuo, cuyos intervalos tienen 
sentido (i.e. la diferencia entre 0.5 y 0.6 de área deforestada es la 
misma que entre 0.8 y 0.9).
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execrable). En el párrafo anterior mencionamos que no es realista 
esperar que los objetos de una muestra biológica sean idénticos con 
respecto a todos sus atributos, excepto aquellos que se estudian. En 
este párrafo asumimos que sean diferentes, pero esperamos que sean 
más o menos “igualmente diferentes”. Semejante giro idiomático 
simplemente implica que los objetos de la muestra no formen grupos 
naturales con respecto a las variables no estudiadas o, utilizando la 
jerga estadística, que el efecto de las variables no estudiadas (error) 
se distribuya al azar entre los objetos. 
Por ejemplo, en un estudio donde se quiere establecer si la preci-
pitación anual se relaciona con la riqueza de especies se utilizan 
20 sitios. Si 7 de los sitios pertenecen a la vertiente oriental de una 
cordillera, mientras los otros 13 pertenecen a la vertiente occidental, 
podemos suponer que el nivel de independencia entre dos sitios que 
pertenecen a la misma vertiente no es el mismo que entre sitios que 
pertenecen a vertientes opuestas. Esta suposición podría implicar un 
grave problema de diseño experimental si, como suele ocurrir, las 
vertientes difieren en otras variables, además de la precipitación anual. 
Si una de las vertientes está más cerca de un puente biogeográfico, 
la riqueza de especies podría ser mayor simplemente porque esta 
vertiente está conectada con un área biogeográficamente privilegiada. 
El investigador concluiría que la precipitación está positivamente 
correlacionada con la riqueza de especies, pensando erróneamente 
que tal conclusión está soportada por 20 sitios independientes. En el 
escenario propuesto, el efecto de la precipitación podría confundirse 
con el efecto de la proximidad geográfica al puente biogeográfico, 
porque los 20 sitios no son igualmente independientes entre sí 
con respecto a por lo menos una de las variables no estudiadas (la 
proximidad geográfica). Para reducir el problema de la confusión de 
efectos, el investigador podría considerar únicamente dos de estos 
sitios (uno en cada vertiente) y agregar otros sitios en áreas diferentes, 
que mantienen niveles similares de independencia entre ellos. En 
otros escenarios en los que el problema es menos severo, es posible 
utilizar técnicas que consideran la distribución espacial de los objetos 
(en este caso los sitios) y permiten medir su nivel de independencia 
en ese sentido (ver Autocorrelación espacial y temporal). 

condición no perturbada) difieran entre sí. Sería inútil procurar una 
situación como la de laboratorio, en la que los objetos son iguales con 
respecto a todos sus atributos, excepto aquellos que se estudian (la 
condición de perturbación y la riqueza de especies). El problema está 
en pretender hacer una inferencia sobre el efecto de la perturbación 
utilizando sitios principalmente perturbados por la existencia de cul-
tivos, cuando (tal vez) la perturbación más frecuente de los bosques 
tropicales consiste en el establecimiento de áreas de ganadería. Al 
final, la mayor perturbación podría ser la que se ve en el investigador, 
al reconocer que no puede hacer inferencias ni sobre el efecto de la 
perturbación ni sobre el efecto de la ganadería (a menos que elimine 
algunos sitios) en la riqueza de especies. 
Utilizar una muestra verdaderamente representativa del universo 
implicaría conocerlo con suficiente detalle, como ocurre por ejemplo 
en las encuestas profesionales donde la muestra empleada suele re-
presentar las proporciones de sexos, edades y estatus socioeconómico 
de la población original. En esta forma de muestreo sistemático, el 
investigador consigue formar una especie de universo en miniatura, 
que le permite realizar inferencias sólidas sobre el universo real. 
Esta situación es, sin embargo, rara en los estudios biológicos. Dado 
el contexto, probablemente la mejor solución para incrementar la 
representatividad de la muestra consiste en utilizar hasta donde sea 
posible la información existente sobre el universo (como en las en-
cuestas profesionales) e incrementar hasta donde sea logísticamente 
razonable el número de objetos. En términos generales, un mayor 
número de objetos suele implicar una mejor representatividad de la 
muestra, si los objetos son escogidos al azar en relación con el uni-
verso. La escogencia aleatoria de los objetos puede ser apoyada por 
el uso de tablas de aleatorización (ver capítulo de inventarios en este 
libro), o las funciones RND o RN que generan números aleatorios 
en una calculadora o un computador. En una situación más agreste, 
se puede pensar en el uso de dados, o en la escogencia a ciegas entre 
cartas o papelitos marcados y adecuadamente mezclados.
El problema de independencia entre los objetos de estudio es proba-
blemente el más prevalente (extendido, generalizado), perjudicial 
(nocivo, dañino, desventajoso) y perverso (maligno, maldito y 
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poblacional se calcula como el número promedio de individuos por 
cada metro cuadrado inspeccionado; este número es único y no tiene 
asociado ningún margen de error. Una forma de ver el problema del 
margen de error es pensar en qué tanto depende nuestra estimación 
de que hayamos escogido precisamente esos 50 cuadrantes que 
utilizamos. En otras palabras, qué tanto cambiaría nuestro estimado 
si hubiéramos detenido el muestreo al completar 45 cuadrantes o 
si no hubiéramos incluido aquel sitio donde apareció como por 
arte de magia una enorme cantidad de individuos escondidos. Para 
saberlo, podríamos hacer el ejercicio de volver a calcular la densidad 
poblacional escogiendo de forma aleatoria 40 de los 50 cuadrantes 
que realmente estudiamos. Si repetimos el ejercicio muchas veces 
(digamos unas 100 ó 1000), cada vez escogiendo al azar 40 cua-
drantes, obtendríamos 100 ó 1000 estimaciones de densidad. La 
variación entre tales estimaciones nos daría una razonable idea de 
cuan sensible es nuestra estimación de densidad a la escogencia de 
ciertos cuadrantes o a la presencia de cuadrantes que representan 
situaciones atípicas; en otras palabras, nos proporcionaría un margen 
de error para el estimado de densidad. Si repetimos el ejercicio con 
otro valor de densidad, por ejemplo calculado de otra población, 
podríamos establecer si las poblaciones difieren en densidad, a pesar 
del margen de error de las estimaciones. 
A los análisis estadísticos que utilizan estas técnicas de re-muestreo 
se les conoce como métodos de aleatorización o de MonteCarlo. La 
utilización de estas técnicas para calcular márgenes de error en un 
parámetro incluye métodos como el bootstrapping y el jacknifing (Dixon 
1993, McPeek & Cáliz 1993). Aunque los métodos de aleatorización 
pueden ser utilizados para resolver muchos tipos de análisis estadís-
ticos, señalamos aquí su utilidad para estimar márgenes de error (o 
intervalos de confianza) sobre los estimados obtenidos en estudios 
de inventario y monitoreo.

El problema de confusión de efectos puede ser grave en experimentos 
de laboratorio y campo. Cuando las réplicas de un experimento no 
son verdaderas réplicas en el sentido de que las variables no estudia-
das se distribuyen de manera sesgada entre ellas, abriendo el camino 
para la confusión de efectos, se habla de pseudoreplicación. La mejor 
manera de reducir este riesgo sería asignar de manera aleatoria cada 
uno de los objetos a los tratamientos experimentales. Recomendamos 
al lector revisar con atención lo que se considera un clásico de la lite-
ratura científica sobre este tema: el artículo de S. H. Hurlbert (1984) 
sobre pseudoreplicación en el diseño de experimentos de campo. 
Proporciona una excelente descripción de las diferentes modalidades 
y ofrece alternativas de diseños experimentales para evitar su efecto. 
Más recientemente, Heffner et al. (1996) y Kroodsma et al. (2001) 
constataron que la prevalencia de la pseudoreplicación sigue siendo 
alta en publicaciones de revistas de alto nivel.

¿Cuántas hay? Problemas asociados a la 
estimación de parámetros
Con frecuencia, los inventarios y monitoreos son utilizados para 
estimar un parámetro como la riqueza de especies en un área, o para 
estimar la densidad poblacional de una especie. Se podría pensar que 
el resultado de tales investigaciones es en cada caso un número (37 
especies ó 0.21 individuos/m2, por ejemplo) y que, por lo tanto, no 
se necesita un tratamiento estadístico para ese número. Sin embargo, 
tarde o temprano el investigador estará interesado en comparar su 
número con otros números nuevos o pre-existentes, y deberá en-
tonces admitir que su número no es exacto sino que implica algún 
margen de error. La información sobre el margen de error podría 
ser incorporada dentro de la comparación, de manera que se pueda 
concluir si los dos o más números comparados son diferentes a pesar 
del margen de error inherente a cada estimación.
Consideraremos el escenario en que se pretende estimar el tamaño 
poblacional de cierta especie en un área protegida. Para hacerlo, se 
han trazado 50 cuadrantes (de 100 m2 cada uno) distribuidos en el 
área de estudio y se ha contado el número de individuos encontra-
dos dentro de cada cuadrante. En este escenario simple, la densidad 
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Modelos generales lineales
Los modelos generales lineales constituyen el conjunto de técnicas 
más frecuentemente utilizadas para resolver preguntas sobre co-
rrelación o causalidad. Se presentan de manera agrupada porque 
comparten una lógica matemática y porque asumen, según lo indica 
su nombre, que las relaciones entre las variables son primariamente 
lineales y que las variables involucradas siguen la distribución normal 
(Figura 1). El poder de esta lógica está en su parsimonia, es decir, en 
que asume la relación más simple que uno se pueda imaginar entre 
dos variables: la de una línea recta.  Por supuesto, los modelos gene-
rales lineales también pueden ser utilizados para analizar relaciones 
no lineales entre las variables cuando, por ejemplo, las variables son 
linearizadas mediante una transformación matemática.
El ANOVA (siglas de ANalysis Of  VAriance) es una prueba esta-
dística que permite probar posibles diferencias entre dos o más 
grupos de datos con base en sus promedios y su dispersión (p.ej. 
varianza, desviación típica o rango). En otras palabras, este método 
se usa para descubrir el efecto que tienen una o más variables cate-
góricas independientes (las que se utilizan para generar los grupos 
de datos), aleatorias o fijadas por el investigador,  sobre la variable 
dependiente o respuesta (Daniel 1977). Las variables categóricas 
son llamadas en este caso factores, y pueden ser subdivididas en 
niveles; por ejemplo, la variable categórica sexo puede ser dividida en 
los niveles macho y hembra. Hay que hacer notar que en este tipo de 
análisis la hipótesis nula es que los promedios no difieren entre los 
grupos, asumiendo además que existe homogeneidad de varianzas 
entre los grupos a comparar. Dependiendo del número de factores 
involucrados podemos tener ANOVAS de una, dos o múltiples vías; 
aunque la diferencia parece trivial, mientras más factores (variables) 
o más niveles por factor (categorías en que se divide cada variable) 
incluyamos en el análisis, necesitaremos más datos y tendremos más 
interacciones posibles entre las variables, lo que dificulta la interpreta-
ción de los resultados. Cuando los resultados de un ANOVA sugieren 
que hay diferencias significativas entre tres o más grupos de datos, 
se deben utilizar pruebas a posteriori para establecer cuáles grupos 
difieren entre sí. Como ejemplo, podríamos utilizar esta técnica si 

¿Cuáles variables predicen la abundancia? 
Problemas relacionados con causalidad
Es importante comenzar esta sección señalando que no es lo mismo 
correlación que causalidad. Por ejemplo, si nos encontramos con 
el hecho de que hay una correlación positiva entre la abundancia 
de renacuajos de una especie de anfibio (Y) y la abundancia de una 
especie de planta acuática (X), esto no significa necesariamente que 
la abundancia de la especie X sea la responsable de la abundancia 
de la especie Y. Podría ocurrir que ambas especies (anfibio y planta) 
están respondiendo a un mismo conjunto de factores ambientales, 
por ejemplo el pH del agua. Para demostrar la causalidad, tendríamos 
que demostrar con un experimento manipulado (es decir, de tipo 
manipulativo) que la presencia de la especie de planta X favorece la 
presencia de los renacuajos de la especie Y. 

Figura 1. Diagramas de flujo que representan problemas de investigación (y los 
modelos estadísticos asociados) en los que se pretende establecer qué proporción de 
la(s) variable(s) Y(s) puede ser atribuida a (o parece ser causada por) la(s) variable(s) 
X(s). El número entre paréntesis indica que se trata de una variable categórica u ordinal 
(ver Fundamentos de diseño experimental) que consiste precisamente de, en este caso, 
tres niveles (p.e. macho, hembra y juvenil). Las expresiones “n-1, n-2 y n-3” en la 
autocorrelación señalan que se trata de la misma variable X, pero con desfase temporal 
o espacial de 1, 2 ó 3 unidades, respectivamente (ver ¿Existen patrones espaciales y 
temporales? Problemas de autocorrelación. La expresión Y01 [01 van como subíndices] 
indica que Y es una variable binaria, es decir, con sólo dos estados posibles
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pendientes. Otros ejemplos de aplicación de MANOVAS han sido 
descritos en Marsh (2001) y Waldron et al. (2003).
La regresión logística es una técnica formulada para predecir y explicar 
la ocurrencia de cada uno de los dos estados posibles de la variable 
dependiente categórica binaria (dicotómica) a partir de una o múl-
tiples variables, sean estas categóricas, continuas  o combinaciones 
de ambas (Hair et al. 1995). Como su nombre lo indica, las variables 
binarias tienen dos estados posibles (0 y 1) por lo que representan 
con frecuencia la ausencia o presencia de una especie, de actividad 
reproductiva, de huevos, de larvas, etc. La interpretación de los 
resultados de una regresión logística es de manera general similar 
a la interpretación de una regresión lineal, aunque en la regresión 
logística se predice la probabilidad (entre 0 y 1) de la ocurrencia de 
los dos estados que puede tomar la variable dependiente. Por otra 
parte, la interpretación de los coeficientes de la ecuación logística 
requiere de cierta elaboración ya que se presentan en la forma de 
exponentes de la mencionada ecuación, significando el incremento de 
la probabilidad de un estado de ocurrencia de la variable dependiente 
categórica, cuando la variable predictora - asociada a este coeficiente- 
cambia en una unidad. Esta técnica es bastante robusta (es decir, es 
poco afectada) frente al no cumplimiento de la suposición básica de 
normalidad de las variables continuas. Con esta técnica podríamos, 
por ejemplo, estudiar cuáles variables predicen la presencia o ausen-
cia de una especie de rana arlequín (género Atelopus) en quebradas, 
basándonos en ciertas características de este tipo de hábitat (ancho, 
profundidad y caudal de la quebrada, pH y temperatura del agua) 
o en la presencia de otras especies de anfibios y/o de peces. Otros 
ejemplos de su aplicación son descritos en Amézquita & Hödl (2004) 
y Barr & Babbitt (2002).  
La regresión múltiple es una técnica que permite probar si una o más 
variables independientes continuas tienen un efecto lineal sobre 
una variable dependiente, que también es continua, aunque existen 
variantes de la técnica que permiten introducir variables categóricas 
como predictoras en forma de variables simuladas (dummy). Se trata 
por supuesto de una extensión de la regresión lineal simple, la cual 
evalúa la relación entre una variable dependiente  y una única variable 

quisiéramos probar el efecto que tiene el tipo de bosque (siempre 
verde, semideciduo y deciduo) y el estado de intervención de los 
mismos (prístino, levemente degradado y severamente degradado) 
sobre la abundancia de adultos de una especie de anfibio del género 
Eleutherodactylus. Otros ejemplos de su utilización están descritos en 
Barr & Babbitt (2002), Fox et al. (2004), Marsh (2001), Waldron 
et al. (2003) y Wells & Olliver (1998).  
El ANCOVA (siglas de ANalysis of  COVAriance) es usado para evaluar 
el efecto de una o más variables independientes categóricas (factores) 
sobre una variable dependiente continua, manteniendo controlado 
el efecto de otras variables continuas que covarían con la variable 
dependiente. Difiere de un ANOVA en la presencia de estas últimas 
covariables. Es sumamente útil cuando se quiere remover el efecto 
de variables que modifican la relación de las variables categóricas 
con la variable independiente o respuesta. Por ejemplo, esta técnica 
nos permitiría ver el efecto que tiene el tipo de pozas o cuerpos de 
agua (aisladas o no de la corriente principal) y el tipo de depredado-
res (peces, insectos y cangrejos) sobre la abundancia de renacuajos 
de una especie de Colostethus, controlando el efecto del caudal de la 
corriente principal. Otro ejemplo de su aplicación puede ser leído 
en Knapp et al. (2003).
El MANOVA (siglas de Multivariate Analysis Of  Variance) o análisis 
de varianza multivariado se usa para probar el efecto de dos o más 
variables independientes categóricas (factores) y sus interacciones 
sobre dos o más variables dependientes continuas. Se diferencia de 
las distintas modalidades del ANOVA en la existencia de múltiples 
variables dependientes, que usualmente están correlacionadas entre sí. 
Dada la similitud lógica entre los dos tipos de análisis, los resultados 
de un MANOVA con frecuencia van acompañados de varios ANO-
VAS, uno sobre cada una de las variables dependientes. Tomando 
como base un ejemplo anterior, con esta técnica podríamos evaluar 
el efecto que tiene el tipo de bosque (siempre verde, semideciduo 
y deciduo) y el estado de intervención de los mismos (prístino, le-
vemente degradado y severamente degradado) sobre la abundancia 
de adultos de varias especies de Eleutherodactylus. La abundancia de 
cada una de las especies representaría cada una de las variables de-
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principales que se obtienen no están correlacionados entre si, lo cual 
implica que cada uno de ellos despliega información no redundante 
con respecto a la dada por los restantes, condición que facilita la 
interpretación de los datos (Jolliffe 1986, Peña 2002). Con esta 
técnica podríamos por ejemplo representar 25 variables medidas en 
un conjunto de charcas en un número menor de variables según los 
patrones de correlación entre las variables originales. Podría resultar 
que los componentes principales obtenidos (las nuevas variables) 
describan respectivamente características fisicoquímicas, bióticas, 
y de dimensiones físicas de las charcas. Al terminar el análisis, po-
dríamos utilizar los componentes principales como nuevas variables 
en alguno de los escenarios descritos anteriormente: por ejemplo, 
como predictores de la abundancia de renacuajos de leptodactílidos.  
Un ejemplo de su aplicación en otro grupo taxonómico puede ser 
encontrado en Bianchinotti (2001).

Métodos no paramétricos
En una gran cantidad de datos biológicos colectados, es muy difícil 
establecer si su distribución original  es normal (Seaman & Jaeger 
1990) y, por ende, cumplir con los preceptos de la estadística paramétrica. 
Para analizar estos datos se necesitan procedimientos independientes 
de cualquier distribución específica, es decir, que no estén basados 
en parámetros como medias y varianzas poblacionales (Siegel 1989, 
Steel & Torrie 1988). Al conjunto de pruebas estadísticas que se 
utiliza en estos contextos se le conoce como estadística no paramétrica. 
Los métodos no paramétricos constituyen también una excelente 
alternativa cuando los valores de las variables son medidos en escala 
nominal, categórica o en escala ordinal, como es el caso de muchos 
datos ecológicos (Seaman & Jaeger 1990). La presente sección des-
cribe métodos sencillos para analizar estadísticamente poblaciones 
y comunidades de anfibios, en la circunstancia particular en que 
los datos no se ajustan a una distribución normal o que incluyen 
variables ordinales.
Algunos de ellos son poco usados, a pesar de ser bastante útiles en 
el tratamiento de datos biológicos (Seaman & Jaeger 1990). Para 

independiente. En el apartado de la regresión logística, intentamos 
predecir la ausencia/presencia de una especie de Atelopus con base 
en las características de su hábitat. Podríamos proponer el mismo 
ejemplo para el uso de la regresión múltiple, sólo que la variable 
dependiente no sería binaria (ausencia/presencia) sino continua: 
por ejemplo, la abundancia de individuos o su tamaño corporal. 
Otros ejemplos de aplicación de las regresiones múltiples pueden 
ser encontrados en Barr & Babbitt (2002), Hyde & Simons (2001), 
Lowe & Bolger (2002), y Wells & Lind (1995, 1996).
La correlación canónica es una única técnica multivariada que consiste 
en encontrar un número de combinaciones lineales de dos conjuntos 
de variables, el de las variables  dependientes y el de las indepen-
dientes, de tal manera que expresen mejor la correlación de ambos 
conjuntos. La técnica puede utilizar variables categóricas, ordinales 
y continuas. Aunque se puede trabajar con variables continuas que 
no siguen la distribución normal, el poder de esta técnica aumenta 
con la normalidad de las variables (Hair et al. 1995). Con esta técnica 
podríamos evaluar la relación entre la abundancia o la ocurrencia de 
un conjunto de anfibios asociados a quebradas de montaña y ciertas 
características ambientales de un conjunto de quebradas. Un ejem-
plo de su aplicación con organismos diferentes a anfibios puede ser 
encontrado en Rosenberg & Palma (2003).  
El análisis de componentes principales no es propiamente una técnica para 
probar relaciones de causalidad, pero con frecuencia es utilizada 
como un paso inicial y luego combinada con análisis estadísticos 
como los descritos arriba. Es una técnica descriptiva y exploratoria 
para grandes conjuntos de datos, cuyo propósito es reducir un nú-
mero grande de variables originales a un conjunto menor de nuevas 
variables (los componentes principales) que resumen los patrones de 
correlación entre las variables originales, minimizando la pérdida de 
información. Esta reducción permite representar los objetos estu-
diados en un espacio de (p.ej. dos o tres) dimensiones representadas 
por los componentes principales. Los componentes principales son 
construidos como combinaciones lineales de las variables originales, 
que deben estar correlacionadas linealmente para que la técnica fun-
cione. En la versión más frecuentemente utilizada, los componentes 
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Cuando la variable a comparar es de intervalo, es aconsejable utilizar 
una prueba de mayor potencia que considera, además de la dirección 
de las diferencias, la magnitud de éstas (Siegel 1989). Precisamente, 
la prueba de rangos igualados de Wilcoxon da mayor peso a las diferencias 
mayores en magnitud, en lugar de asignarle igual valor a las diferencias 
como en la prueba de los signos.
Entre los diseños experimentales más frecuentemente utilizados se 
encuentra el ya mencionado ANOVA (ver Modelos generales linea-
les). Cuando no se puede corroborar la distribución normal de los 
datos o cuando los mismos son de escala ordinal por su naturaleza, 
existen alternativas al ANOVA entre los métodos no paramétricos. 
El Análisis de Varianza de Kruskal-Wallis, o la prueba de Kruskal-Wallis, 
ofrecen una alternativa para analizar datos obtenidos a través de un 
muestreo completamente aleatorio. La variable debe ser, al menos, 
de carácter ordinal. Puede ser utilizado para evaluar, por ejemplo, el 
efecto del tipo de hábitat sobre la abundancia de una especie, cuando 
ésta es expresada en términos de rangos. La prueba de Friedmann de 
clasificación de dos vías es otra alternativa no paramétrica al ANOVA 
para el caso especial en que los datos que pertenecen a diferentes ca-
tegorías (p.ej. dos tipos de hábitat) están relacionados por algún otro 
criterio (p.ej. hora del día). Sería entonces la opción para comparar 
abundancias de especies entre diferentes tipos de hábitat, cuando se 
ha hecho un muestreo a cada una de las horas del día.  Sin embargo, 
si los datos de inventario no implican valores de abundancia sino 
sólo de presencia-ausencia, es decir valores de ceros y unos, la prueba 
Q de Cochran es la más indicada (Siegel 1989).

¿Existen patrones espaciales y temporales? 
Problemas de autocorrelación
Con frecuencia, el investigador interesado en monitoreos quisiera 
saber si existen patrones de agrupación de los objetos que estudia 
tanto en el espacio como en el tiempo. Por ejemplo, podría querer 
probar si los territorios de ranas de la familia Dendrobatidae pre-
sentan algún patrón de agregación espacial dentro de un parque 
natural. Si existen o no “parches” de territorios separados por áreas 
sin territorios puede ser resuelto mediante el trazado de transectos 

un panorama más amplio, incluyendo el uso de otros métodos, ver 
Hayek (1994). 
La prueba de Kolmogorov – Smirnov (KS) es una técnica de bondad de 
ajuste no paramétrica que se utiliza para verificar si una distribución 
(continua de preferencia, pero puede ser discreta) se ajusta o no a 
una distribución esperada, o si dos muestras provienen de la misma 
distribución. La única premisa que requiere para su aplicación es que 
las mediciones se encuentren, al menos, en una escala de intervalo 
(variable continua), sin hacer ningún tipo de suposición sobre el 
tipo de distribución de los datos. Aunque es aplicable cualquiera que 
sea el tamaño de la muestra, es más potente para muestras grandes. 
Con esta técnica podríamos predecir, por ejemplo, si el patrón de 
presencias y ausencias de las especies de anfibios de dos bosques 
aledaños (cualesquiera que sean las características en que difieren) 
muestran la misma distribución.
Otras pruebas de bondad de ajuste pueden ser utilizadas para resol-
ver preguntas similares. En ecología de poblaciones, la estructura 
poblacional de una especie determinada puede ser descrita por una 
distribución de frecuencias que representa, p.ej., la abundancia de 
individuos según diferentes categorías de edades. Un investigador 
podría estar interesado en establecer si un conjunto de datos recién 
tomados se ajusta a esa distribución conocida o, en otras palabras, si 
la distribución ha cambiado en el tiempo. Por supuesto, la distribu-
ción conocida puede provenir también de predicciones basadas en 
modelos teóricos. En cualquier caso, una prueba que contrasta los 
valores reales obtenidos de una muestra con proporciones estimadas 
de antemano, es la prueba de bondad de ajuste.
Las pruebas para dos muestras pareadas nos permiten comparar dos 
situaciones en una misma comunidad como, por ejemplo, la actividad 
reproductiva en una comunidad de anfibios, medida como el núme-
ro de vocalizaciones registradas antes y después de un prolongado 
aguacero. La prueba de los signos es especialmente útil cuando la escala 
de la variable es ordinal, por ejemplo, cuando se puede determinar 
si la actividad vocal es superior o inferior pero no hay una medida 
cuantitativa de la misma (ver Lips et al. 2001).
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o la precipitación en el ejemplo de la autocorrelación temporal. En 
este caso, surgirían por lo menos dos preguntas adicionales de interés. 
Primero, si existen patrones espaciales (parches) o temporales (ciclos) 
en la variable climática y, segundo, si estos patrones detectados en 
las variables climáticas se correlacionan con los parches o ciclos 
de abundancia de ranas. La primera pregunta implica simplemente 
repetir los análisis de autocorrelación pero con las variables climá-
ticas. La segunda, más novedosa, implica sobreponer los patrones 
climáticos con los patrones de abundancia mediante un análisis de 
autocorrelación cruzada. Este interesante análisis no sólo prueba si existe 
coincidencia temporal entre los dos tipos de patrones (en este caso 
climático y de abundancia) sino que además prueba si hay algún tipo 
de correlación desfasada. Por ejemplo, que los picos de precipitación 
antecedan en dos meses a los picos de abundancia de los Eleuthero-
dactylus o, en el caso de una autocorrelación cruzada negativa, que 
los parches de mayor humedad relativa tiendan a separarse más o 
menos 5-7 estaciones de los parches con mayor escasez de territorios 
de dendrobátidos. El lector interesado en conocer algunos ejemplos 
prácticos de uso de las técnicas de autocorrelación podría consultar 
a Augustin et al. (1996), Koenig (1998, 1999), Legendre (1993) y 
Swanson (1998).

¿Cómo se clasifican?
En estudios de inventarios, los problemas de clasificación parten 
usualmente de una matriz que combina atributos (variables) y objetos 
(p.ej. especies). Cuando el investigador se interesa en una agrupación 
gradual de variables o especies en bloques según su nivel de simi-
litud (o disimilitud), el Análisis de Conglomerados, también conocido 
como “Cluster Analysis”, es una herramienta bastante poderosa. El 
resultado de un análisis de conglomerados permitirá por ejemplo 
crear agrupaciones de especies tales como gremios, agrupaciones de 
localidades de acuerdo con su composición de especies y agrupación 
de especies de acuerdo con su hábitat. El análisis está basado en cal-
cular distancias multivariadas con alguno de varios criterios y utilizar 
tales distancias para gradualmente agrupar los objetos de acuerdo 
con su similitud. Para una discusión más completa de los diferentes 

lineales que consisten de N estaciones, en cada una de las cuales se 
contó el número de machos territoriales que se veían. Una forma 
de establecer si existe agregación espacial de territorios es probar si 
existe una correlación entre el número de territorios contados desde 
cada estación y el número de territorios contados en la estación ve-
cina. La misma lógica se extiende cambiando la separación (desfase 
o “lag”) entre los pares de estaciones que se pretende correlacionar: 
cada estación con la estación que se encuentra dos, tres, cuatro, 
etc., posiciones más adelante. Combinando todos los coeficientes 
de correlación calculados, se puede probar si el hecho de que haya 
muchos o pocos territorios en una estación se relaciona con la mis-
ma condición en las estaciones vecinas. La técnica estadística que 
combina estos coeficientes de correlación se conoce con el nombre 
de Autocorrelación Espacial y la gráfica que resume cómo cambia el 
coeficiente de correlación en función de la separación entre muestras 
(desfase o “lag”) se conoce como autocorrelograma. 
La lógica de la autocorrelación espacial puede ser extendida a aquellas 
situaciones en las que los muestreos no son sucesivos en el espacio 
sino sucesivos en el tiempo. Por ejemplo, un investigador podría 
interesarse en establecer si hay ciclos de abundancia en una especie 
del género Eleutherodactylus en cierto bosque. La materia prima para 
su análisis serían muestreos de abundancia que se realizan cada mes, 
durante cinco años consecutivos, en la misma área. Haciendo una 
analogía con la situación descrita anteriormente, el objetivo del in-
vestigador podría re-expresarse como: saber si existe una correlación 
entre la abundancia (o escasez) de ranas en un mes y la abundancia 
en los meses subsiguientes. En este escenario una prueba de autoco-
rrelación temporal, que técnicamente es idéntica a la autocorrelación 
espacial, le permitiría no sólo establecer si existen los patrones de 
abundancia sino, mediante la inspección del respectivo autocorre-
lograma, estimar además la duración promedio de los supuestos 
ciclos de abundancia.
Como una extensión del problema anterior, el investigador habría 
medido en cada estación (o muestreo) no sólo la abundancia de ranas 
sino alguna otra variable climática como, por ejemplo, la humedad 
relativa de cada estación en el ejemplo de la autocorrelación espacial 
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En resumen ¿qué hacer?
Hasta ahora, el lector ha encontrado una lista de pruebas esta-
dísticas con una mención de su lógica subyacente y, en la mayoría 
de los casos, un ejemplo de su aplicación. Como mencionamos 
en la introducción, esta información es de poca utilidad si no es 
vista dentro de un contexto más amplio y, sobre todo, más rela-
cionado con la realidad que aborda el investigador. El propósito 
del siguiente diagrama (Figura 2) es precisamente apoyar al 
lector en esa dirección. Se trata de una serie de preguntas que, 
respondidas en la secuencia recomendada, deberían conducir 
a una sugerencia sobre la probable estrategia de análisis. Por 
supuesto, el diagrama no pretende ser exhaustivo y solamente 
cubre aquellos análisis más frecuentemente utilizados en 
problemas de inventario y monitoreo. Probablemente el lector 
deberá referirse al resto del texto para obtener una mejor idea 
del contenido de cada cuadro. Y, seguramente, el lector intere-
sado en profundizar en los detalles de la técnica deberá acudir 
a la bibliografía especializada. Esperamos, sin embargo, que 
el contenido de este capítulo cumpla con su objetivo de sumi-
nistrar una orientación inicial para navegar entre la literatura 
biológica y, especialmente, entre la literatura estadística que 
permitirá sacar el máximo provecho de los propios resultados. 
En otras palabras, esperamos haber ofrecido al lector un mejor 
contexto y familiaridad con las estrategias de análisis estadístico 
en estudios de inventario y monitoreo.

tipos de distancias a calcular y de los parámetros a considerar en el 
análisis de conglomerados, sugerimos al lector revisar el clásico libro 
de Hand (1981).
Otros análisis utilizan distancias multivariadas para simultáneamen-
te resolver problemas de clasificación y proponer relaciones de 
causalidad. El análisis de correspondencias es una técnica descriptiva y 
exploratoria para representar las filas (p.ej. presencia de especies) y 
columnas (p.ej. sitios) de tablas de contingencia de manera resumida 
y simultánea, con base en un ordenamiento de las especies y de los 
sitios de tal manera que maximiza la correlación entre ellos (Ter 
Braak 1985, Palmer 1993, Peña 2002). Obtenido el ordenamiento, 
se pueden utilizar los datos de las características ambientales de cada 
sitio para establecer cuáles variables fundamentan el ordenamiento 
de los sitios. El método es de útil aplicación en trabajos exploratorios 
donde son pocas o inexistentes las hipótesis. Los requisitos que deben 
cumplir las tablas de datos que se analizan bajo este método son: 
todos los datos deben ser positivos, sus magnitudes deben ser del 
mismo orden, y tanto las filas como las columnas de la tabla deben 
ser susceptibles de ser sumadas (p.ej. Fernández 2002). Con esta 
técnica podemos evaluar el ordenamiento que puede surgir de un 
conjunto de quebradas evaluadas según la presencia de varias especies 
de Atelopus. Si deseamos conocer cuáles variables ambientales funda-
mentan el ordenamiento obtenido, se puede examinar la correlación 
entre los sitios y las variables ambientales registradas en los mismos. 
Un ejemplo de su aplicación puede ser leído en Fox et al. (2004).
El análisis de correspondencia canónica es una técnica que relaciona de 
manera directa un conjunto de datos de ocurrencia o abundancia 
de especies, con un conjunto de sitios caracterizados por una serie 
de variables ambientales (cuantitativas o nominales), asumiendo que 
hay un conjunto de variables ambientales fundamentales a las cuales 
las especies responden (Ter Braak 1986). En esta técnica los ejes de 
ordenación son seleccionados bajo la imposición de que sean combi-
naciones lineales de las variables ambientales que separan al máximo 
a las especies consideradas en el análisis. De allí que la variación en 
la comunidad de especies se relacione directamente con la variación 
ambiental. Esta técnica es una extensión del análisis de correspon-

dencia, que funciona mejor cuando los datos son colectados en un 
rango de sitios o hábitats lo suficientemente amplio como para que 
la relación de las especies con dichos sitios sea unimodal (Palmer 
1993). Con esta metodología podemos intentar predecir el patrón 
de abundancia de un ensamblaje de anuros basados en variables 
ambientales de un conjunto de sitios que representan un gradiente 
sucesional de vegetación boscosa. Un ejemplo de su aplicación puede 
ser encontrado en Urbina & Londoño (2003).
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Protocolo de bioseguridad y cuarentena 
para prevenir la transmisión de  

enfermedades en anfibios

A. Alonso Aguirre1 & Margarita Lampo 2 

Introducción
Publicaciones recientes muestran evidencias sólidas de que la pre-
sencia de enfermedades emergentes infecciosas en anfibios y otras 
especies de vida silvestre está estrechamente vinculada a factores 
antropogénicos (Aguirre et al. 2002, Berger et al. 1998, Daszak et 
al. 1999, 2003).  El conocimiento de la epidemiología, transmisión, 
control y tratamiento de estas enfermedades está en su infancia, 
aunque algunos avances técnicos en esta rama de la conservación son 
evidentes.  Se han identificado varias enfermedades en anfibios que 
pueden ser devastadoras (Aguirre 1994, Berger et al. 1998, Daszak et 
al. 1999, 2003, Laurance et al. 1996), al grado de causar disminuciones 
locales, globales y, en casos severos extinciones, si son introducidas 
inadvertidamente o intencionalmente en poblaciones que nunca han 
estado expuestas a estos patógenos.  Dos enfermedades infecciosas 
emergentes de gran importancia a nivel global son la quitridiomicosis 
cutánea de anfibios, causada por el hongo Batrachochytrium dendrobatidis 
(Berger et al. 1999, Blaustein et al. 1994), y la infección por ranavi-
rus (Wright & Whitaker 2001). Aunque se necesitan muchas más 
investigaciones antes de comprobar si estas enfermedades fueron 
inducidas por cambios ocasionados por los humanos, es de suma 
importancia tomar las medidas preventivas para minimizar la posi-
bilidad de introducir agentes infecciosos potencialmente patógenos, 
cuando se esté trabajando con anfibios silvestres o en cautiverio.  Se 

1  Wildlife Trust, 460 West 34th Street, 17th Floor, New York, NY 10001, EEUU. aguirre@
wildlifetrust.org

2  Instituto Venezolano de Investigaciones Cientificas - I.V.I.C.- Caracas, Venezuela. mlam-
po@ivic.ve

Figura 2. Guía preliminar para escoger un modelo estadístico con base en el tipo 
de pregunta que se quiere responder y en la naturaleza de las variables medidas. El 
procedimiento se inicia en la parte superior y el flujo depende de si las respuestas a las 
preguntas son afirmativas o negativas (ver recuadro). Es necesario referirse al texto para 
una descripción con ejemplos de los procedimientos estadísticos mencionados.
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la epidermis, y otras estructuras con alto contenido de queratina. 
Algunos signos clínicos típicos de la infección en los adultos son la 
muda excesiva de la piel, y la hiperemia (enrojecimiento) de la piel 
pálida. Los dedos normalmente son los primeros afectados. En re-
nacuajos, la queratina del área bucal puede presentar deformaciones. 
No obstante, en varios brotes epidémicos, la muerte súbita ha sido 
la única manifestación clínica observada. Es muy probable que toda 
la sintomatología esté relacionada con alteraciones en la regulación 
osmótica de la piel, aunque la invasión de otros agentes secundarios 

también pudiera ocurrir en algunos casos.
El diagnóstico de la enfermedad normalmente se hace por histo-
patología de los tejidos afectados. En anfibios vivos se han usado 
dedos cortados y raspados de piel.  Recientemente, se ha descrito 
que el hongo puede también ser detectado utilizando técnicas de 
amplificación de fragmentos de ADN (reacción en cadena de la 
polimerasa, o PCR, por sus siglas en inglés) de exudados de piel 

debe recordar que cualquier manipulación hecha en el campo es una 
fuente de estrés que puede inducir un estado de inmunodepresión 
en los individuos y, potencialmente, aumentar la susceptibilidad de 
la población en estudio a patógenos introducidos o autóctonos. Por 
ejemplo, mientras más largo el tiempo en cautiverio de un anfibio, es 
más probable que éste sea expuesto a una gama de virus, parásitos y 
especies simbióticas o comensales diferentes a las que normalmente 
está expuesto en vida libre.  
El objetivo principal de este protocolo es el de prevenir y minimizar 
las oportunidades de introducir enfermedades cuando se esté traba-
jando con anfibios en vida libre o en cautiverio. Está dirigido a todas 
aquellas personas –herpetólogos, veterinarios, conservacionistas, 
biólogos, investigadores, ambientalistas y aficionados a la herpe-
tología- que tengan previsto entrar en contacto con anfibios en su 
ambiente natural o en cautiverio.  Su propósito es el de proporcionar 
instrucciones simples, claras y precisas para evitar la dispersión de 
enfermedades infecciosas entre poblaciones de anfibios, en la ma-
nipulación de adultos, renacuajos o huevos.

Quitridiomicosis cutánea en anfibios
Una de las mayores amenazas que encaran los anfibios a nivel global 
es la de la quitridiomicosis cutánea. Esta enfermedad, producida por 
el hongo parasítico Batrachochytrium dendrobatidis, ha sido incriminada 
en las desapariciones locales de poblaciones –y en algunos casos 
extinciones- de numerosas especies de anfibios (Berger et al. 1998, 
Blaustein et al. 1994, Laurance et al. 1996). B. dendrobatidis invade la 
piel de los anfibios causando la muerte en algunas especies. A pesar 
de que la quitridiomicosis cutánea se considera una enfermedad de 
aparición reciente, la distribución actual de B. dendrobatidis incluye 
a muchos países en los seis continentes. Aunque no se conoce su 
origen, se cree que ha sido el hombre el responsable de la dispersión 
de este hongo alrededor del mundo, a través del manejo de anfibios 
con fines comerciales, e incluso, científicos. La enfermedad se ha 
reportado en muchas especies de ranas y sapos tanto en vida libre 
como en cautiverio. Debido a que el hongo usa la queratina como 
sustrato, su crecimiento está restringido a la capa superficial de 

Figura 1. Individuo encontrado en una postura agónica típica de los ejemplares que sufren por 
infección de quítridos. Foto © Jaime Bosch
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muchos años se consideró como un herpesvirus. Este virus también 
es altamente letal en varias especies de anfibios. Por otra parte, el 
iridovirus Bohle, aislado originalmente de Limnodynastes ornatus en 
Australia, es altamente patogénico a renacuajos y animales en me-
tamorfosis (Cunningham et al. 1996, Jankovich et al. 1997, Wright 
& Whitaker 2001).  

Síndrome de las patas rojas
La mayoría de infecciones bacterianas cutáneas reportadas en anfibios 
se caracterizan por causar bacteremia severa y lesiones generalizadas. 
Este síndrome, conocido desde finales del siglo XIX, se atribuye 
principalmente a Aeromonas hydrophila, aunque se han descrito otros 
géneros de enterobacterias. Aún cuando se han aislado aeromonas de 
anfibios clínicamente sanos, éstas pueden causar un eritema generali-
zado, usualmente en el vientre y los dedos, focos múltiples de necrosis 
o ulceración de la epidermis, pápulas epidérmicas hemorrágicas y 
hemorragias petequiales y equimóticas de la dermis (ver ejemplo de 
la sintomatología en la figura 12). En muchos casos existe necrosis 
(muerte celular) de dígitos, pero esta lesión se ha descrito también 
en otras enfermedades causadas por hongos y virus. Se han descrito 
otras especies de bacteria como Mycobacterium marinum asociadas a 
mortalidades de anfibios. 

tomados con hisopos estériles (Boyle et al. 2004, Annis et al. 2004). 
La enfermedad ha sido tratada con éxito en dendrobátidos, bañando 
a las ranas moribundas por cinco minutos cada día, durante 11 días, 
con una suspensión de itraconazol al 0.01% en solución salina al 
0.6%. Como la infección es superficial también se ha recomendado 
aplicar una pomada cutánea de itraconazol. Se han reportado otros 
hongos, como el Cladosporium sp. en Bufo marinus, los que pueden 
causar una dermatitis micótica (Wright & Whitaker 2001). 

Iridovirus
Los dos grupos de la familia Iridoviridae que causan enfermedades 
severas en anfibios son el de ranavirus y el de iridovirus eritrocíticos. 
En renacuajos silvestres, el virus de edema de renacuajos (TEV, Ra-
navirus tipo III) es altamente infeccioso, letal y agudo, y ha causado 
grandes mortalidades en Rana catesbeiana, algunos bufónidos y una 
especie de pelobátido. El virus de rana-3 (FV-3, Ranavirus tipo I) 
fue aislado en Rana pipiens con adenocarcinoma de Lucké, que por 

Figura 3. Manifestación del síndrome de patas 
rojas visto en Alytes obstetricans. Foto © 

Jaime Bosch

Figura 2. Manifestación de la quitridiomicosis, el sapo (Bufo woodhousii =Anaxyrus woodhousii) 
de la izquierda está sano y el de la derecha está infectado con quítridos. Fotos ©Jamie Voyles
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Bioseguridad en el campo

Planificación de visitas a localidades múltiples
Para evitar la infección de áreas libres de patógenos, se debe planificar 
la visita a sitios en donde se conoce la existencia de éstos, una vez 

Otros agentes infecciosos
Experimentalmente, el ranavirus FV-3 (frog virus 3) puede causar 
altas mortalidades de embriones y huevos. Saprolegniasis es una en-
fermedad causada por levaduras acuáticas de Oomicetos del género 
Saprolegnia. El síndrome de mortandad post-metamórfica (PDS, por 
sus siglas en inglés) se ha descrito en varios anfibios y se ha atribuido 
al síndrome de patas rojas (Scout 1993). Las características epide-
miológicas de PDS, especialmente la sincronicidad de mortalidades 
masivas a nivel regional, la relación taxonómica de especies afectadas, 
y el efecto “ripple”, esto es la enfermedad, afecta a varias especies y 
ecosistemas causando cambios profundos en las relaciones ecológi-
cas, sugieren la posibilidad de un patógeno nuevo. Además, existen 
muchos endoparásitos -microsporidios, trematodos musculares y 
de la piel, helmintos, filarias, y capilarias- y ectoparásitos (ver figura 
13) –garrapatas y ácaros- descritos en anfibios que pueden ser dis-
persados durante el manejo y traslado de anfibios. Algunos de éstos, 
además, pueden ser transmitidos a los humanos (zoonosis). De allí 
la importancia de aplicar procedimientos de campo y de laboratorio 
que minimicen el riesgo de contaminación de las personas y eviten 
la dispersión de patógenos entre localidades.

1Planificación de visi-
tas a localidades. De acuerdo 
con el estado de infección conocida se 
debe buscar acudir primero a aque-
llas identificadas como NO infectadas, 
seguido por aquellas en donde se 
desconoce la presencia del patógeno 
y, finalmente, los sitios infectados.

2 Nunca se debe obviar la aplicación de este protocolo. 
El desconocimiento de la presencia del patógeno en un área 
particular no debe interpretarse como la ausencia del mismo.

Localidad 1 No infectada
Localidad 2 No infectada
Localidad 3 No infectada
Localidad 4 Desconocida
Localidad 5 Desconocida

Localidad 6 Infectada
Localidad 7 Infectada
Localidad 8 Infectada
Localidad 9 Infectada

Localidad 10 Infectada

Figura 4b. Algunos ectoparásitos encontrados en la piel de los sapos. Fotos © Corinne Richards

Figura 4a. Algunos ectoparásitos encontrados en la piel de los sapos. Fotos © Corinne Richards
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visitados aquellos en donde no se sabe si están presente. No obstante, 
el desconocimiento de la presencia del patógeno en un área particular 
no debe interpretarse como la ausencia del mismo, y por lo tanto, 
NUNCA se debe obviar la aplicación de este protocolo.

Manipulación de anfibios y muestras de tejido 
Al manipular los renacuajos o los adultos se corre el mayor riesgo 
de contaminación, pues se entra en contacto directo con el medio 
donde crecen las zoosporas. Para minimizar este riesgo es necesario 
desinfectar las manos después de manipular a cada animal con solu-
ción desinfectante quirúrgica o utilizar guantes desechables, un par 
por cada muestra o animal. NUNCA se deben manipular anfibios 
muertos o moribundos sin guantes. Si no se dispone de guantes 
desechables, se insertan las manos dentro de las bolsas plásticas que 
se usarán para transportar a los ejemplares y luego se voltean para 
envolver al animal. Se debe usar una bolsa por animal para evitar 
contaminación entre animales y ninguna debe ser reusada, una vez que 
ha entrado en contacto con el ejemplar. Los animales vivos también 
deben aislarse en bolsas plásticas grandes individuales para evitar la 
contaminación entre individuos. 
Para tomar muestras de tejido, marcar animales mediante cortes de 
dedos, implantar radio transmisores, “data loggers” o cualquier otro 
tipo de equipo intra o extra corporal, los instrumentos deben desin-

Cadáveres 

1 Nunca se deben manipular anfibios muertos o mori-
bundos sin guantes. 

2 Los guantes deben desecharse en bolsas plásticas debida-
mente rotuladas con la etiqueta “desechos contaminados”, para 
luego ser descartados siguiendo las indicaciones descritas en 
el protocolo de Descarte de cadáveres, tejido y material sólido 
contaminado.

Recolección de anfibios 
animales vivos 

1Manipular los animales vivos 
con las manos si no se dispone de 
guantes desechables.

2 Aislar los animales vivos en 
bolsas plásticas grandes indivi-
duales para evitar la contaminación entre individuos. Se debe 
usar una bolsa por animal para evitar contaminación entre ani-
males y ninguna debe ser reutilizada una vez que haya entrado 
en contacto con el espécimen. 

3 Después de manipular cada animal, desinfectar las manos 
con solución desinfectante quirúrgica o utilizar guantes des-
echables, un par por cada muestra o animal.
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Desinfección del equipo de campo  
Tiene como objeto eliminar zoosporas que pudieran haber permane-
cido en los equipos al entrar en contacto con anfibios o con el agua 
de las charcas o quebradas en donde ellos habitan. Para el trabajo de 
campo, se recomienda el uso de botas de goma, ya que éstas pueden 
lavarse y desinfectarse con facilidad. Para los equipos de campo como 
redes, trampas, botas, y cubos de plástico que requieren mayores vo-
lúmenes, puede utilizarse etanol al 70%, hipoclorito de sodio al 4%, 
formol al 37% o desinfectantes a base de cloruro de benzalconio o 
cloruro de didecil-dimetil amonio (Speare 2003, Johnson et al. 2003). 
También se ha utilizado Gerdex® que es un fungicida a base de bro-
muro de lauril di-metil bencil amonio, aunque no ha sido probado 
su efecto específico en patógenos de anfibios. En todos los casos, se 
retiran los desechos sólidos, se enjuaga el equipo con agua hervida o 
esterilizada y se frota con la solución desinfectante. Se recomienda 
usar un cepillo de mango largo y un balde de 20 a 40 litros. Las llantas 
o cauchos de los carros que han entrado en contacto con agua de 
charcas o quebradas también deben desinfectarse. La desinfección 
del equipo debe hacerse en el mismo lugar de trabajo para evitar 
la dispersión del patógeno, pero NUNCA tan cerca de la charca o 
quebrada como para que el desinfectante drene hacia ésta.

fectarse entre ejemplares siguiendo el protocolo de desinfección de 
instrumentos (ver abajo). Las heridas que se producen en la implanta-
ción quirúrgica de equipos son especialmente susceptibles a la entrada 
de patógenos. Por ello deben ser cuidadosamente desinfectadas con 
Betadine® (solución al 1%) y selladas con Vetbond® (Wellington 
& Hearing 2001). Todo el material desechado, cadáveres, tejido, 
guantes, bolsas plásticas, papel o hisopos debe transportarse en una 
bolsa plástica debidamente rotulada como desechos contaminados 
para ser descartados siguiendo las indicaciones descritas en la sección 
Descarte de cadáveres, tejido y material sólido. NUNCA deben atra-
parse animales al menos que sea estrictamente necesario.

Desinfección de instrumentos 

1  Los instrumentos deben 
desinfectarse, luego de haber 
entrado en contacto con los 
ejemplares, para lo cual pueden 
utilizarse productos a base de 
cloroaminas o clorohexidinas 

2  También se pueden su-
mergir estos instrumentos por 
30 minutos en alcohol etílico o 
isopropílico al 70%.

Desinfección de equipo de 
campo 

1 Los equipos de campo como redes, trampas, botas, cubos 
plásticos y llantas (neumáticos o 
cauchos) de carros se desinfectan 
con etanol al 70%, hipoclorito de 
sodio al 4%, formol al 37% o des-
infectantes a base de cloruro de 
benzalconio o cloruro de didecil-
dimetil amonio. 

2  La desinfección del equipo 
debe hacerse en el mismo lugar 
de trabajo para evitar la dispersión 
del patógeno, pero NUNCA tan 
cerca de la charca o quebrada como 
para que el desinfectante drene 
hacia ésta.
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cabo no lo requiere. Los adultos y juveniles vivos deben transportarse 
en bolsas plásticas individuales en las cuales se ha dejado aire y se ha 
introducido sustrato húmedo del suelo. Los renacuajos se pueden 
transportar también en bolsas plásticas o frascos individuales con 
suficiente agua y un volumen equivalente de aire. Cada bolsa debe 

Desinfección de instrumentos
Para los equipos de campo e instrumentos más pequeños y delicados 
como balanzas de resorte, calibradores o reglas, tijeras de disección, 
escalpelos y pinzas, que requieren de volúmenes menores, se pueden 
utilizar desinfectantes a base de cloroaminas o clorohexidinas, que 
pueden usarse también para las manos. El alcohol etílico o isopro-
pílico al 70% es efectivo también pero los equipos deben sumergirse 
al menos por 30 minutos (Wellington & Hearing 2001).

Transporte de anfibios y muestras de tejido 
NUNCA deben trasladarse anfibios o muestras de anfibios de un 
lugar a otro, si el programa de investigación o monitoreo que se lleva a 

Toma de muestra de tejido,  
marcaje de individuos e  

implantación quirúrgica de equipo  
intra-corporal 

1 Los instrumentos deben 
desinfectarse siguiendo el 
protocolo de Desinfección de 
instrumentos.

2 Las heridas que se produ-
cen deben ser cuidadosamente 
desinfectadas con Betadine® 
(solución de povidona iodada al 
1%) y selladas con el adhesivo 
líquido de piel Vetbond®. 

3 Cada muestra debe ser 
almacenada individualmente. 
Todos los materiales desecha-
dos, cadáveres, tejido, guantes, 
bolsas plásticas, papel o hiso-
pos deben ser transportados en una bolsa plástica debidamente 
rotulada como DESECHO CONTAMINADO.

Transporte de anfibios vivos

1 Introducir los juveniles y adul-
tos en bolsas individuales con aire  
y sustrato húmedo del suelo.

2 Introducir los renacuajos en 
frascos con suficiente agua y un 
volumen equivalente de aire.

3  Transportar las bolsas y los 
frascos en contenedores plásticos 
(neveras) que en el fondo conten-
gan hielo o bolsas de refrigerante 
artificial (Blue Ice®) envueltas en 
papel periódico.

4 NUNCA  deben trasladarse 
anfibios si el programa de investi-
gación o monitoreo no lo requiere.
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técnicas recomendadas en la sección de Eutanasia, se debe hacer una 
necropsia minuciosa preferentemente por un veterinario patólogo en 
el laboratorio, y tomar muestras de tejido epitelial de la zona inguinal, 
de membranas interdigitales y del hígado, y almacenarlas en hielo para 
el cultivo in vitro del patógeno. Si no se dispone de contenedores 
plásticos o cavas deben usarse dos bolsas plásticas grandes de basura 
y cajas de cartón. Cada contenedor, cava o caja de cartón se rotulará 
como “material contaminado”. Éstas NUNCA deben abrirse hasta 
llegar al sitio de destino de la muestra (Aguirre & Green 2001).

Descarte de cadáveres, tejido y material sólido contaminado
Se considera material para descarte contaminado los restos de ani-
males que no se utilizarán y el papel, bolsas, guantes, hisopos y otros 

ser rotulada individualmente con la fecha y sitio de recolección, y el 
nombre de la persona que recolectó la muestra. Para evitar el derrame 
de líquidos contaminados durante el transporte de especímenes vivos 
o muertos, o muestras de tejido, es recomendable usar contenedores 
plásticos. Para animales vivos es aconsejable usar cavas con bolsas de 
refrigerante artificial (Blue Ice®) previamente congeladas, e introducir 
papel periódico arrugado para restringir el movimiento de la bolsa y 
absorber el líquido que se produce por condensación. Los animales 
muertos deben preservarse en formalina buferada al 10% para el 
diagnóstico histopatológico; si se desea llevar a cabo un diagnóstico 
por PCR es necesario tomar una muestra y almacenarla en etanol al 
70%, antes de preservar al animal en formalina buferada. Animales 
moribundos o recién muertos son los especímenes más valiosos. 
Después de realizar una eutanasia adecuada, usando cualquiera de las 

Descarte de cadáveres, tejido y 
material sólido contaminado 

1 Todo material de dese-
cho debe ser transportado en 
bolsas rotuladas como DESE-
CHO CONTAMINADO. 

2 Si no es posible incinerar 
o esterilzar el material de de-
secho este debe ser sumergido 
en la solución desinfectante 
descrita en el protocolo de 
Desinfección de Equipo de 
Campo. 

¿Qué constituye el material de desecho?
Restos de animales, papel, bolsas, guantes, hisopos y otros elementos 
que hayan entrado en contacto con éstos animales, o el agua en donde 
ellos fueron recolectados.

Toma de frotis para diagnóstico 
con PCR

1 Con un hisopo (palillo con 
extremo envuelto en algodón) 
estéril, frotar la zona inguinal y 
las palmeaduras y dedos de las 
manos y patas de los juveniles o 
adultos.

2 Guardar cada hisopo indivi-
dualmente en un tubo de ensayo 
estéril y mantenerlo en un lugar 
fresco hasta su almacenaje.

3 Almacenar los hisopos dentro de sus envases a 4°C.
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de papel pueden servir como sustrato, y bolas de toallas de papel hu-
medecidas pueden servir como cubierta y áreas de protección. Estos 
encierros deben tener suficientes barreras visuales para evitar estrés en 
individuos específicos. Los tanques deben cubrirse con una tapa con 
la posibilidad de mantener por lo menos una humedad relativa alta 
(>70%). Se debe proveer ventilación adecuada, y la humedad puede 
ser mantenida con nebulizados frecuentes con agua no clorinada. Los 
encierros de cuarentena deben, preferiblemente, ubicarse en  cuartos 
alejados de la colección principal.
El protocolo mínimo de seguimiento debe comprender un examen 
clínico detallado que incluya monitoreo del peso del animal, postura 
física, y cambios de apariencia. Idealmente, se debería tomar una 
muestra de sangre para su examen hematológico, bioquímica san-
guínea y determinación de  la relación Ca:P. Por lo menos un frotis 
sanguíneo puede proporcionar datos importantes de la salud, estrés 
y estado inmunológico del animal. Se debe llevar a cabo un examen 
coproparasitoscópico de las heces utilizando la metodología estándar 
en frotis fecales. Además, se debe hacer un diagnóstico de quitridio-
micosis cutánea a través de histopatología de los dedos o algunas de 
las nuevas técnicas de reacción de polimerasa en cadena (PCR) o el 
ensayo inmuno absorbente ligado a enzimas  (ELISA). Los protoco-
los para el examen histológico se han publicado detalladamente en 
el sitio de internet “Amphibian diseases home page” moderado por 
R. Speare de la Universidad James Cook en Australia (www.jcu.edu.
au/dept/PHTM/frogs/ampdis.htm).  En algunos casos, la presencia 
de iridovirus se puede diagnosticar utilizando un frotis sanguíneo o 
cultivando el virus en líneas celulares comercialmente disponibles a 
partir de los tejidos colectados durante la necropsia.
Desafortunadamente en Latinoamérica existen pocos laboratorios con 
las técnicas y/o infraestructura necesaria para el aislamiento viral. El 
Laboratorio Medicina de Conservación basado en la Escuela Superior 
de Medicina del Instituto Politécnico Nacional en la ciudad de México 
y el National Wildlife Health Center del U. S. Geological Survey en 
Madison, Wisconsin, en Estados Unidos, son dos laboratorios donde 
se pueden procesar ejemplares con cuotas bastante módicas. También 
se puede realizar histopatología y microscopía electrónica.  Idealmente, 
todas las técnicas son requeridas para un diagnóstico apropiado. Con 

elementos que hayan entrado en contacto con estos animales, o el 
agua en donde ellos fueron recolectados. Todo este material debe ser 
incinerado o esterilizado, y, si no es posible, sumergido en solución 
desinfectante antes de ser arrojado en la basura.

Bioseguridad en el laboratorio

Protocolo de cuarentena  
Los anfibios que han sido adquiridos para ser mantenidos en cautiverio 
por razones de experimentación o exposición en parques zoológicos, 
herpetarios o acuarios deben ser sometidos a cuarentena. El período 
de cuarentena es arbitrario debido a la falta de conocimiento epidemio-
lógico de las enfermedades que afectan a los anfibios, pero NUNCA 
debe ser de menos de 30 días, en anfibios con examen coproparasi-
toscópico negativo. Idealmente se recomienda mantener estos anfibios 
en cuarentena hasta 60 días. Los anfibios que han sido capturados en 
vida libre deben ser sometidos a cuarentena por lo menos por 90 días, 
especialmente si son de origen desconocido y han sido expuestos a un 
estrés severo al ser transportados. Durante este período de cuarentena, 
cada animal debe ser examinado por un veterinario para determinar la 
presencia subclínica de virus, bacteria, hongos y parásitos. Cualquier 
animal enfermo debe ser aislado permanentemente de la colección del 
laboratorio o herpetario y NUNCA debe ser utilizado para propósitos 
de reintroducción. Cualquier animal que muera durante este período 
de aislamiento debe ser sujeto a una necropsia detallada que incluya 
exámenes específicos histopatológicos y cultivo de B. dendrobatidis e 
iridovirus. Debido a los peligros asociados a estas dos enfermedades, 
NUNCA deben exponerse animales sanos en estado silvestre o cau-
tivo a anfibios infectados o sospechosos. Siempre es recomendable 
documentar la fauna parasitaria de anuros en las áreas de estudio, al 
igual que se deben verificar los estudios parasitológicos previos en 
estas áreas. 
Las áreas de cuarentena -peceras o herpetarios-, pueden ser relati-
vamente rústicas para este propósito. Así es que cajas de plástico, 
vivarios de policarbonato o acuarios de vidrio sirven perfectamente 
como encierros de cuarentena en la mayoría de los anfibios. Toallas 
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prolongada de vapor aunque ésta no es muy práctica. Una solución sa-
lina con formalina (>500 ppm) puede ser otra opción para patógenos 
como Mycobacterium. El tratamiento de equipo y encierros debe ser de 
por lo menos 30 minutos siguiendo el protocolo antes descrito. En 
conclusión, los protocolos de desinfección y esterilización dependen 
de la colección y deben desarrollarse de acuerdo a los riesgos de salud 
y enfermedades, presupuesto y objetivos de la colección.

Cambios y disposición de agua
Para mantener una calidad de agua adecuada se requiere una filtración 
del 10% del agua cada semana, o 20% cada 15 días. Los sistemas sin 
filtros requerirán cambios múltiples de agua diariamente, además de 
la remoción del alimento no consumido y los desperdicios tóxicos. 
Es obvio que la temperatura, pH, dureza y turbidez del agua deben 
ser similares al estado silvestre de los animales. Es necesario llevar 
a cabo un monitoreo adecuado de varios parámetros. El agua no 
debe contener cloro u otros químicos. Es importante suministrar 
minerales esenciales como Na y Ca en el agua, ya que los anfibios 
dependen de éstos para llevar a cabo varios procesos metabólicos. 
Se debe recordar que una calidad de agua adecuada es una inversión 
excelente que es premiada con anfibios sanos.

Eutanasia
En ocasiones el biólogo de campo, herpetólogo, veterinario o conser-
vacionista se verá en la necesidad de inducir eutanasia (una muerte sin 
dolor humanamente inducida) a anfibios moribundos o que necesitan 
ser sacrificados por razones de experimentación y transporte. El mé-
todo de eutanasia depende de la condición del animal, la necesidad 
de exámenes postmortem o preservación corporal. Obviamente el 
método a elegir debería estar en manos de un veterinario calificado. 
Los métodos más apropiados incluyen:

Sobredosis con metanosulfonato de tricaína normalmente 
por inmersión, el cual se considera el método más adecuado 
y menos estresante para anfibios. La tricaína se puede inyectar 
por vía intracelómica (200 mg/kg).

1.

las más recientes técnicas moleculares ha sido posible identificar a la 
bacteria o virus causa de mortalidad sin necesidad de utilizar las técnicas 
tradicionales de aislamiento e identificación de especies.
El mantenimiento de registros médicos y de manejo detallados es 
esencial para una cuarentena adecuada. Todo el personal que tenga 
contacto con animales en cuarentena, tejidos provenientes de éstos 
o el material de desecho debe tener acceso a todos los protocolos 
detallados y por escrito.  

Síndrome de aclimatación y mal-adaptación 
El Síndrome de Aclimatación y Maladaptación (AMS, por sus siglas 
en inglés) se observa comúnmente en anfibios adquiridos en estado 
silvestre, o importados para colecciones cautivas. AMS es un com-
plejo de síntomas clínicos asociados con la falta de adaptación de 
ciertas especies al cautiverio aún cuando las condiciones de este sean 
similares a su estado silvestre. Muchos de estos anuros desarrollan 
lesiones del rostro y la piel ocasionadas en el encierro, hay pérdida de 
peso, anorexia e infecciones secundarias. Para evitar el AMS durante 
el manejo de anfibios en cautiverio es necesario conocer la biología y 
requerimientos de cada especie antes de traerlos a confinamiento.

Desinfección
La limpieza y desinfección son una de las claves para la manutención 
adecuada de anfibios en cautiverio. Es importante enfatizar que se 
debe limpiar cuidadosamente cualquier objeto o encierro antes de 
desinfectarlo o esterilizarlo. En colecciones establecidas, se deben 
realizar dos desinfecciones. Por ejemplo, una herramienta, después 
de ser lavada, se desinfecta con una solución de cloro (hipoclorito 
de sodio al 5%) de 10-15 minutos. Después de este enjuague, se su-
merge en una segunda solución de amonio (5-10%), por otros cinco 
minutos, y se vuelve a enjuagar antes de su uso. Este enjuague entre 
desinfectantes es importante ya que ambas soluciones pueden formar 
gases tóxicos si se combinan. Los desinfectantes mencionados son 
muy efectivos para eliminar la mayoría de patógenos potenciales. En 
caso de la colección en cuarentena con animales recién capturados o 
con enfermedades existentes, se puede, además, utilizar la aplicación 
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Sobredosis con etanol a concentraciones de 20% o más, con 
una sedación inicial con etanol al 5%. Este método es adecua-
do para la conservación de especímenes para museo.
Barbitúricos como el pentobarbital a dosis de 100 mg/kg por 
vía intracelómica causa muerte en 30 minutos. Estas substan-
cias pueden ocasionar alteraciones histopatológicas e inhiben 
crecimiento bacteriano en algunas pruebas bacteriológicas.
La descerebración (“pithing”) se puede efectuar en anfibios 
inconscientes y se debe realizar en dirección del rostro desde 
el foramen magnum al igual que en forma caudal hacia el canal 
vertebral. En caso de lesiones de sistema nervioso esta técnica 
no se recomienda.
El congelamiento también se puede utilizar en anfibios 
inconscientes pequeños de menos de 40 g de peso, los que 
pueden ser sumergidos en nitrógeno líquido. Congelamiento 
en un congelador casero a –2ºC no es aceptable, además 
algunas especies pueden tolerar este método hasta por más 
de 48 horas. El congelamiento es inaceptable en especies 
montañosas y neárticas.
Se ha sugerido como método el trauma en la cabeza con 
un objeto sólido, pero no es el más recomendable, ya que 
se necesita experiencia para causar una muerte rápida y no 
dolorosa.
La administración de dióxido de carbono es totalmente 
inaceptable al igual que la decapitación, hipertermia, electro-
cución y exsanguinación.

2.

3.

4.

5.

6.

7.

Fundamentos de bioacústica y  
aspectos prácticos de grabaciones y 

análisis de cantos 

Ariadne Angulo1,2

Introducción
La bioacústica es la ciencia que trata del estudio de los sonidos emi-
tidos por animales, su grabación y análisis, así como los sistemas de 
comunicación acústica y ecolocación. Tiene muchísimas aplicaciones 
y un sinfín de potenciales objetos de estudio, desde pequeños insectos 
hasta ballenas. Su importancia viene del hecho de que una buena 
cantidad de sonidos animales y sus mecanismos de generación poseen 
información. De esta manera, las señales acústicas son componentes 
fundamentales en la comunicación entre individuos de una misma 
especie, “que se comunique acústicamente”.
En el área de herpetología, específicamente en lo que se refiere a 
sonidos producidos por anfibios anuros, la bioacústica viene a ser una 
poderosa herramienta. Las señales acústicas producidas por anuros 
pueden poseer una o más funciones, según el contexto en el cual se 
generan. Una clasificación general identifica los siguientes tipos de 
cantos: 1) cantos de “advertencia” o anuncio (“advertisement calls”), 
los que son producidos por machos y cuyas funciones principales 
son  la atracción de la hembra y la demarcación de territorio ante 
posibles competidores; 2) cantos de cortejo (“courtship calls”), pro-
ducidos por machos vocalizadores al ser abordados por una hembra 
y que suelen estar seguidos de un amplexo; 3) cantos agresivos y/o 
agonísticos (“aggressive calls”) y (“agonistic calls”), generados por 

1 Conservación Internacional, Carrera 13 No. 71-41, Bogotá, Colombia. aangulo@conser-
vation.org

2 Departamento de Herpetología, Museo de Historia Natural de San Marcos, Apartado 140434, 
Lima 14, Perú.
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“transectos” audio y/o monitoreo acústico de sitios de apareamiento 
sin necesidad de colecta en lugares específicos, por ejemplo.  
Este breve capítulo acerca de ciertos elementos fundamentales de la 
bioacústica, así como de grabaciones en campo y análisis de sonidos 
dentro del rango audio, busca simplemente servir como un punto de 
contacto inicial para aquel investigador que no esté familiarizado con 
esta disciplina. No es nuestra intención el proporcionar un tratado 
sobre el tema, ni mucho menos profundizar en él, sino simplemente 
servir como una guía inicial a partir de la cual el investigador pueda 
comenzar a elaborar una propuesta sobre algún tema específico. La 
bioacústica, subdisciplina de la acústica, campo de la física, es extre-
madamente compleja, y amerita un tratado profundo para su mejor 
comprensión. Para el investigador que procure informarse más al 
respecto, le referimos a algunas fuentes bibliográficas así como de 
internet al final de este manual.

Fundamentos teóricos

Sonidos: Qué son y algunas propiedades fundamentales
¿Qué es un sonido? Si definimos sonido desde una perspectiva física, 
nos referimos a la generación de vibración que se transmite en un 
medio físico (Speaks 1996). O en otras palabras, consta de una serie 
de compresiones y rarefacciones (cambios de presión) mecánicas, o 
una onda que se propaga en un medio. Un sonido se puede generar 

una rana interactuando con otra en una situación de conflicto; 4) 
cantos de desprendimiento (“release calls”), producidos por una 
rana involucrada en un amplexo indeseado; y 5) cantos de “deses-
peración” (“distress calls”), generados por una rana al ser atrapada 
por un predador o al escapar de uno (Rand 1988). Cabe notar que, a 
veces, identificar la función de un canto no es tarea sencilla, y se debe 
recordar que esta clasificación es una herramienta de identificación, 
pero que puede haber aún otros tipos de señales acústicas, o señales 
compuestas, cuya función se desconoce.
Los cantos de anuncio, en particular, son muy importantes para la 
identificación de los miembros de la misma especie. Dado que exis-
ten muchas especies morfológicamente crípticas en el mundo de los 
anfibios anuros, y dado que el componente acústico es sumamente 
importante en la elección de un potencial pretendiente, es fundamen-
tal minimizar el riesgo de equivocación. Es decir, es importantísimo 
asegurar que el pretendiente sea de la misma especie, para de esta 
manera garantizar la viabilidad de la fertilización. Por ello, los cantos 
de advertencia de los anfibios anuros suelen ser importantes meca-
nismos de aislamiento pre-reproductivo entre especies simpátricas 
(Duellman & Pyles 1983) y cada especie tiene su canto distintivo 
(Fouquette 1960). Y es justamente esta naturaleza distintiva la que 
puede ser utilizada por el investigador para determinar la identidad 
de las especies, incluso aquellas que son crípticas en su morfología. 
Es por ello que las grabaciones en campo son una herramienta 
fundamental y poderosa para trabajos tanto de inventario (p. ej. 
determinación de especies) como de monitoreo (p. ej. seguimiento 
de poblaciones), si bien hay que tomar precauciones antes de pro-
ceder a cualquier grabación para que pueda ser de utilidad a futuro. 
Las grabaciones pueden ser efectuadas en campo y ser analizadas 
posteriormente, para lo cual se debe asociar un canto particular con 
el individuo que lo emite (ejemplar “testigo” o “voucher” del canto, 
el cual puede ser colectado y referenciado a los datos de campo). El 
análisis de estos cantos permite comparaciones entre especies cuya 
identificación sea problemática, como en los casos en que se trata de 
determinar si una o más especies están involucradas. Las grabaciones 
también le permiten al investigador familiarizarse con los cantos de 
anuros de una comunidad dada, lo que es muy útil si se van a efectuar 

Antes de empezar
Antes de iniciar cualquier estudio que comprenda informa-
ción acústica y antes de salir al campo, es muy importante que 
el investigador tenga muy claro cuáles son los objetivos de su 
estudio, el tipo de información que necesitará recopilar para 
poder cumplir con los objetivos propuestos, y el equipo que 
necesitará para llevar a cabo su trabajo. La fase de gestación 
y planificación es absolutamente necesaria para procurar 
que el estudio esté bien fundamentado, y que los resultados 
que se obtengan reflejen esta planificación a través de su 
confiabilidad.
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desplaza del equilibrio a un desplazamiento máximo en una dirección, 
para luego volver a pasar por el equilibrio, y luego a otro desplaza-
miento máximo pero en sentido opuesto. Esto es lo que se llama un 
ciclo de vibración (Speaks 1996). La frecuencia (f) de un sonido se 
refiere entonces al número de estos ciclos completados por segundo, 
expresados en Hertz (Hz). El periodo (T) es el tiempo que se requiere 
para completar un ciclo, y es inverso a la frecuencia, es decir:

Una dimensión adicional de una onda sinusoidal viene a ser la longi-
tud de onda (λ), que es la distancia cubierta por una onda durante un 
periodo de vibración o la distancia entre dos puntos idénticos en dos 
ciclos adyacentes (Speaks 1996; ver Figura 2).  La longitud de onda 
de un sonido puede ser calculada mediante la siguiente ecuación:

Donde c es la velocidad de la propagación en un medio dado en 
metros por segundo y f  es la frecuencia en Hz. En el caso del 
aire, a 20°C y nivel del mar, c = 343 m s-1, en el caso del agua, 
a la misma temperatura a nivel del mar y 32% de salinidad, c 
= 1518 m s-1 (Bass & Clark 2003). Por ejemplo, si una señal 
acústica posee una frecuencia de 2 kHz (2000 Hz) y se propaga 

f = 1/T

λ = c/f

Figura 2. Representación visual de una onda sinusoidal simple. La línea que atraviesa la figura 
horizontalmente indica el nivel de presión normal, a indica la amplitud, y l representa la longitud 

de onda.

mediante un cuerpo físico que tenga la capacidad de vibración, es 
decir, posea las propiedades físicas de masa y elasticidad (Speaks 
1996).
El sonido se propaga a partir de un generador de sonido mediante 
ondas longitudinales donde las partículas del medio físico oscilan 
en la dirección de la propagación de la onda con una velocidad 
determinada (Michelsen 1983). Un ejemplo de onda longitudinal 
se muestra en la Figura 1, donde  una mano genera una onda longi-
tudinal en un resorte al moverse periódicamente hacia atrás y hacia 

delante “en línea” con la dirección del resorte y ocasionando que las 
áreas de compresión altas y bajas se muevan a lo largo del resorte 
(Mannell 2004). Cuando un objeto en vibración genera ondas, éstas 
se propagan en todas las direcciones (Fletcher 1992). El sonido se 
propaga entonces esféricamente (propagación geométrica o “geo-
metric spreading” en inglés), disminuyendo en intensidad a medida 
que se incrementa la distancia de la fuente de sonido.
Una onda posee una serie de atributos o dimensiones, y la combi-
nación de éstos le dan una naturaleza específica. Algunas de estas 
propiedades están ilustradas gráficamente en la Figura 2. 
La amplitud de una onda (a) se refiere al desplazamiento que una 
partícula del medio experimenta con relación al nivel de presión 
normal (sin excitación vibratoria,  o en equilibrio -0-). Una onda se 

Figura 1. Ejemplo de onda 
longitudinal. La mano pulsa el 
resorte hacia atrás y adelante 

periodicamente, creando así un 
movimiento de compresiones 

y rarefacciones en línea con la 
dirección del resorte. Tomado 

de Mannell (2004).
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sencillo (ver Michelsen 1983). La intensidad del sonido también 
se ve afectada por la distancia del generador. Se define la intensidad 
como la cantidad de energía transmitida por segundo en un área de 
un metro cuadrado (Speaks 1996). Esta energía debe estar referida 
a algún parámetro. Por comodidad y convención, el nivel de sonido 
está indicado en decibeles (dB), pero éstos deben estar referenciados 
a una presión de sonido dada. En este caso, se denomina nivel de 
presión de sonido (NPS) o “sound pressure level” (SPL) en inglés 
y se calcula mediante la siguiente ecuación:
Donde ρ es la presión de sonido sobre la cual se quiere calcular el 
NPS y ρr es la presión de referencia. Normalmente esta presión de 

referencia es de 0.0002 μbar (aproximadamente el umbral humano 
a 1 kHz; Michelsen 1983). Los NPS pueden ser medidos a través 
de un medidor de nivel de presión de sonido (en inglés “sound 
pressure level meter”). 
Si la producción del generador se mantiene constante (es decir, si una 
rana canta a la misma intensidad cada vez, por ejemplo), el conocer 
un nivel de presión de sonido para una señal acústica sobre una 
distancia dada nos permite estimar los niveles de presión de sonido 
a otras distancias del receptor al generador. Esto es posible gracias a 
la llamada ley del cuadrado inverso (“inverse square law” en inglés), 
la que indica que en una situación de atenuación por propagación 
geométrica, en un medio sin fricción y libre de vegetación y super-
ficies ásperas, el orden de magnitud de atenuación es de 6 dB por 
cada duplicación de distancia (ver Michelsen 1983). Por ejemplo, si 
una señal acústica bajo estas condiciones es de un orden de magnitud 
de 80 dB a 50 cms del receptor, entonces a 100 cms del receptor la 
señal teóricamente debiera ser 74 dB.

NPS =  20 log10 ρ  dB
	             ρr

en el aire a 20ºC, entonces la longitud de onda de esa señal será   
λ = 343/2000= 0.17 m, ó 17 cm.
Las propiedades mencionadas anteriormente son importantes para 
definir la naturaleza de una onda, y por ende también para definir 
una señal acústica producida por un animal. 
Una señal acústica puede ser de naturaleza sinusoidal (la forma más 
sencilla de una onda) y un componente fundamental de otras ondas 
de sonido (Figura 3 a), aunque es frecuente encontrar señales que sean 
compuestas de ondas complejas (Figura 3 b), definidas así porque 
son compuestas por dos o más ondas sinusoides que pueden diferir 
en amplitud, frecuencia y fase (punto de inicio de una onda dentro 
de un ciclo). Es decir, cuando dos o más ondas sinusoides distintas 
se adicionan, lo que resulta es una onda compleja (Speaks 1996). 
Las ondas de sonido tienden a comportarse diferencialmente en 

función a la distancia de la fuente generadora de sonido. En las 
cercanías del generador de sonido, la onda se transmite de forma 
compleja (campos cercanos o “near fields” en inglés), mientras que a 
distancias mayores (campos lejanos o “far fields”) el comportamiento 
de la onda puede ser más sencillo. Campos libres (o “free fields”) se 
refieren a una situación donde no hay sonidos re-direccionados. Es 
importante tener estos campos en consideración al posicionar un 
micrófono para efectuar una grabación, ya que en el caso de fuentes 
pequeñas de sonido se debe estar a por lo menos una longitud de 
onda de distancia para estar en el campo lejano, y así poder efec-
tuar una grabación donde el comportamiento de las ondas es más 

Figura 3. Representación visual de a) una onda sinousoidal simple y b) una onda compleja.
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sea relativamente plana y suave, y 
que haya pocos cambios bruscos 
en amplitud a lo largo del rango de 
frecuencias que cubra el grabador 
u otro aparato electrónico.

Documentación y calibración

Antes de iniciar el estudio, el inves-
tigador debe tener en cuenta dos 
palabras claves: documentación y cali-
bración (ver Wickstrom 1982). Esta 
es la mejor manera de asegurar la 
rigurosidad científica de los proce-
dimientos seguidos y minimizar los 
factores de error introducidos por 
falta de controles. Es fundamental 
que se tomen buenos datos acerca 
de la grabación y que se incluyan 
no solamente dentro de la cinta, 
pista, o archivo, sino también en la 
libreta de campo. Igualmente, es su-
mamente importante que el equipo 
esté calibrado antes de efectuar una 
grabación, pues de lo contrario no 
hay certeza sobre la confiabilidad de 
la grabación y esta pierde su valor 
científico. 
Para que una grabación pueda ser 
utilizada en estudios de inventarios y 
sistemática (para investigar identida-
des biológicas), debe tener algunas 
características básicas: 1) se debe 
tener confianza en la grabación, es 
decir, confianza en el equipo y la 

Fundamentos prácticos

Grabación 
Antes de proceder a grabar, se debe tener muy claro cuáles son los 
objetivos del estudio de señales acústicas y qué tipo de información 
se necesita. Esto es de suma importancia, puesto que estos datos van 
a determinar los requerimientos de equipo para efectuar el estudio. 
Hoy en día existe una gama de equipos de audio disponibles en el 
mercado, con rangos de especificaciones distintas y precios que van 
desde unos cuantos cientos, a miles de dólares americanos. Una 
inversión óptima requiere de un conocimiento de los objetivos y 
requerimientos del estudio, del animal o grupo de animales que serán 
estudiados, así como cierto conocimiento del equipo.
La literatura primaria indica que la gran mayoría de las ranas y sapos 
producen sonidos en el rango audio, es decir, frecuencias que van 
desde los 20 Hz hasta aproximadamente los 20000 Hz (20 kHz). La 
mayoría de grabadores analógicos o digitales semi-profesionales o 
profesionales que cubren ese rango de frecuencias son económica-
mente más accesibles que en el rango de frecuencias de ultrasonidos, 
por ejemplo. Es importante notar, sin embargo, que los grabadores 
comerciales que son fácilmente disponibles en los comercios de elec-
trodomésticos no son necesariamente apropiados para grabaciones 
que se hagan con el propósito de análisis de sonido. Esto es porque en 
muchos casos no se especifican los rangos de frecuencias (“frequency 
range” en inglés), o la curva de respuesta de frecuencias (“frequency 
response curve”) cubiertas por el grabador, o si hay algún algoritmo 
de compresión de frecuencias. Una curva de respuesta de frecuencias, 
o respuesta de frecuencias, indica cómo el aparato electrónico 
trata o detecta las frecuencias dentro de un rango dado (ver Figura 
4). Es decir, sí trata a todas las frecuencias dentro de su rango de 
capacidad de manera uniforme (respuesta plana o “flat frequency 
response”), o si es que artificialmente enfatiza unas frecuencias sobre 
otras (por ejemplo, enfatizando las frecuencias de la voz humana 
sobre otras frecuencias en grabadores de uso doméstico), o si algunas 
frecuencias son comprimidas, afectando así el sonido grabado y su 
posterior análisis. Se busca que la curva de respuesta de frecuencias 

Figura 4. Ejemplo de una curva de respuesta de frecuencias, donde el eje de las ordenadas 
muestra la intensidad en decibeles (dB) y el eje de las abcisas  indica el rango de frecuencias 

cubierto por el aparato electrónico. Tomado de Wickstrom (1982), reimpreso con permiso de Elsevier.
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Documentación de datos acústicos 

Aunque la cantidad y detalle de la información utilizada para docu-
mentar una grabación puede parecer un tanto abrumadora, es muy 
importante incluir la mayor cantidad de información posible acerca 
de la misma. Esto no sólo hace que la grabación tenga valor científico, 
sino que también tenga el potencial de posibilitar estudios que utilicen 
algún aspecto específico de los datos colectados. Proporcionamos 
aquí una relación de los tipos de datos que son tomados y que re-
comendamos se incluyan con las grabaciones y/o libreta de campo 
(derivados de González-García 2004, Heyer et al. 1994, Kroodsma 
et al. 1996, página web del Laboratorio Borror de Bioacústica (http://
blb.biosci.ohio-state.edu/), y experiencia personal de la autora). La 
lista está dividida en dos rubros, constituidos por 1) aquellos datos 
que son considerados necesarios, y 2) aquellos datos que serían útiles, 
pero que pueden ser prescindibles. Es importante mencionar que, en 
algunos estudios, ciertos datos que podrían ser considerados útiles 
en determinadas circunstancias podrían ser considerados necesarios 
en otras; esto dependerá de los objetivos de cada estudio.
Datos necesarios

Nombre de la persona que ejecuta la grabación, afiliación 
institucional y dirección.

Datos geográficos y localidad (de general a específico).

Número de cinta/CD/archivo/disco.

Fecha.

Hora de grabación.

Temperatura (del medio de transmisión -aire, agua- y si es 
posible del animal).

Especie.

Número de campo de espécimen, si lo hay (especificar).

Tamaño del ejemplar grabado (longitud rostro-cloacal), dado 

1.

2.

3.

4.

5.

6.

7.

8.

9.

forma en que se efectuó la grabación, 2) la grabación debe estar bien 
documentada y 3) se debe tener acceso al animal grabado, el cual 
constituye un espécimen “testigo” o “voucher” del canto.

La confianza en la grabación depende del equipo utilizado (si es 
fiel a las especificaciones, si fue calibrado antes de salir al campo, 
y si fue monitoreado antes de proceder a la grabación) y de la 
forma en que se condujo la grabación (si la hizo un investigador 
experimentado, si se documentó apropiadamente, etc.).

Una grabación bien documentada (ver siguiente sección para 
detalles de documentación de grabaciones), es un valioso 
componente de una colección museológica, siempre y cuando 
esté referenciada apropiadamente a los números de campo y de 
museo del espécimen. 

Cuando sea posible y necesario, se recomienda capturar al indivi-
duo cuyo canto fue grabado. En el caso de que el individuo haya 
sido grabado mas no colectado, es muy importante mencionar 
esto tanto al finalizar la grabación como en las anotaciones de 
campo. Un “voucher o ejemplar testigo” de canto es un ejemplar 
muy valioso por partida doble: constituye una muestra de la va-
riación morfológica de una población o especie, pero al mismo 
tiempo también constituye una muestra de vocalizaciones para 
esa misma población o especie, de manera que no queden dudas 
con relación al canto característico de esa unidad biológica. Existe 
también el potencial de efectuar estudios donde se pueden co-
rrelacionar datos morfológicos asociados con la producción de 
las vocalizaciones generadas. Si lo que se va a hacer es monitoreo 
acústico, o si se trata de especies amenazadas, no hay necesidad de 
colectar a los ejemplares, pero siempre es recomendable medirlos 
y pesarlos, para permitir la asociación de datos de tamaño a 
características del canto. También, y sobre todo en el caso de 
especies amenazadas, es fundamental que la documentación 
fotográfica acompañe a los cantos grabados. De esta manera 
se busca recabar evidencia fotográfica que ayude a la posterior 
confirmación de la especie.

1.

2.

3.
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Posición relativa del animal con relación al micrófono (frente 
a él, de espaldas, a 90° del micrófono, etc.)

Lapso o período de grabación según la numeración del me-
didor de cinta o según el indicador del grabador. 

Otros sonidos que pudieran ser percibidos al efectuarse la 
grabación. 

Existen algunas pautas que pueden ser útiles en la documentación 
de las grabaciones, como lo son: 

Establecer un patrón metódico de registro y almacena-
miento de información (incluyendo el orden en el cual 
se anexa la información pertinente a una grabación o 
corte dado, lo que puede ser al principio o al final de 
la grabación), de manera que su posterior extracción 
sea más fácil.
Establecer cuándo se acaba una grabación; normalmente 
se hace verbalmente con la palabra “corte” o “fin de 
grabación”.
Si se hacen paradas en el transcurso de la grabación tratar 

8.

9.

10.

1.

2.

3.

que los patrones de frecuencia varían en función al tamaño, 
ya que generalmente existe una correlación negativa: a mayor 
tamaño, frecuencia más grave.

Hábitat general y detalles de microhábitat.

Condiciones climáticas y del tiempo, humedad relativa.

Contexto en que se observó la producción de vocalizaciones 
(p.ej., ¿Estaba solo el animal cuando cantaba? ¿Había otras 
ranas de la misma (u otras) especie(s) en la proximidad y de 
ser así a qué distancia? ¿Había llovido? ¿Había luna llena?). 
Este tipo de observaciones puede ayudar en la compilación 
de un inventario de los diferentes tipos de vocalizaciones 
que pueda tener una especie. 

Si el animal fue expuesto a estímulos acústicos vía reproduc-
ción de cantos grabados (“playbacks”). 

Datos útiles

Peso del ejemplar grabado.

Marca y modelo de todos los equipos utilizados (grabadora, 
micrófono, parlantes, etc.).

Si el equipo tiene varias opciones para grabar (estéreo vs. 
mono, con o sin atenuación –“Dolby system”-, cambio de 
velocidad, direccionalidad del micrófono, tipos de cinta, 
casete, etc.) anotar las opciones utilizadas.

Número de ranas observadas, o detectadas por canto.

Si más de una rana de una misma especie está cantando, 
indicar a cuales de las vocalizaciones grabadas pertenece el 
ejemplar, y aproximadamente cuántas están vocalizando en 
el entorno inmediato a la hora de efectuarse la grabación. 

Otras especies de ranas observadas o cantando en las in-
mediaciones. 

Distancia aproximada entre el ejemplar y el micrófono. 

10.

11.

12.

13.

1.

2.

3.

4.

5.

6.

7.

Temperatura
Uno de los datos de mayor importancia que se debe tomar 
en cuenta al efectuar grabaciones de anfibios anuros es la 
temperatura del medio de transmisión, y si es posible, del 
propio animal grabado. Esto es porque dado que los anuros 
son poiquilotermos, ciertas características de sus vocaliza-
ciones suelen variar con cambios de temperatura (que afecta 
notablemente algunas características temporales tales como 
duración, tasa de repetición y tasa de pulsos del canto (Zweifel 
1959, 1968)), de manera que el canto de una especie grabado a 
23°C puede diferir substancialmente de aquel grabado a 15°C. 
Esto puede afectar el análisis de variación en canto, de manera 
que si se tienen suficientes animales grabados y estas vocali-
zaciones ocupan un rango de temperaturas, se sugiere hacer 
una corrección a través de un análisis de regresión simple.
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de indicar en la misma cinta, pista o archivo cuándo se 
han efectuado, el porqué, y si se conocen los intervalos 
de tiempo entre parada y parada, incluirlos en la cinta 
o pista antes de que se le olvide. 
Como una ayuda para recordar cuáles datos son lo que 
se deben tomar en el campo, se recomienda imprimir 
formularios de campo vacíos y sacarles fotocopias, de 
manera que una vez que se esté en el campo sólo sea 
necesario rellenar los formularios con los datos (ver 
ejemplo de formulario en Tabla 1).

Calibración del equipo

La calibración se debe efectuar antes de salir al campo, y consiste 
en probar el rendimiento del equipo y que éste opere de acuerdo 
con sus especificaciones. Ya el monitoreo o control se efectúa tanto 
antes de entrar al campo como antes de grabar. Los equipos de audio 
se pueden calibrar mediante el uso de tonos puros de las diferentes 
frecuencias de interés, los que comúnmente son producidos por 
un generador de frecuencias o digitalmente;  y se busca la relativa 
uniformidad de la curva de respuesta de frecuencias del aparato en 
evaluación, la que es tomada a través de un medidor de intensidad 
de sonido y programas de análisis de sonido. Se puede usar, además, 
un osciloscopio para la visualización de las ondas reproducidas por 
el equipo de sonido. El uso combinado de estos aparatos permite 
la detección de cualquier irregularidad, y la calibración y ajuste del 
equipo para compensar estas irregularidades.
Los componentes electrónicos que forman parte de un sistema de 
grabación y análisis de sonido influyen sobre la señal que pasa a 
través del mismo. En muchos casos el efecto es beneficioso, pero 
también existen costos, tales como la adición de ruido y distorsión 
de la señal (Wickstrom 1982). La mejor manera de minimizar los 
efectos negativos que tengan estos costos en la señal es comprender 
cómo operan los instrumentos utilizados y, dadas sus propiedades, 
cómo optimizar su calidad y rendimiento.  Igualmente, al ejercer 
controles (monitoreo) en el proceso de grabación, se busca no so-
lamente una grabación viable, sino también mejorar la calidad de la 

4.

Tabla 1. Ejemplo de formulario de campo para la colección de datos de grabaciones de 
vocalizaciones
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herramienta muy útil en sitios de apareamiento son los Sistemas o 
Unidades de Grabaciones Audio (SGA o UGA).  Estos son sistemas 
de grabación que frecuentemente integran la capacidad de grabar au-
tomáticamente cortes de duración predeterminada por el investigador 
a intervalos regulares con instrumentación que provee información 
complementaria, tal como la temperatura y la humedad relativa.

El proceso: De la rana a la computadora
Muy sucintamente, lo que se está logrando cuando se efectúa una 
grabación acústica, es un cambio de forma de energía. Es decir, la 
energía se transforma. Cuando una rana emite una vocalización en 
un medio físico tal como lo es el aire, el canto toma la forma de 
energía vibratoria. Al grabar una vocalización, lo que se está haciendo 
es transformar esta energía vibratoria en un tipo de energía eléctrica 
que se puede almacenar en dispositivos especiales tal como lo son las 
cintas de audio magnéticas o digitales o discos ópticos (ver Figura 5). 
La posterior extracción de estas vocalizaciones se efectúa mediante 
otra transformación de energía. Para lograr estas transformaciones 
se utiliza lo que se llaman transductores, que son dispositivos que 
convierten un tipo de energía en otro. Por ende, aparatos eléctricos 
tales como micrófonos y parlantes constituyen transductores elec-
troacústicos (Hall 1987).

Componentes de un sistema de grabación y análisis de sonido
¿Qué ocurre desde la grabación hasta el análisis? Podemos resumir 
este proceso en tres etapas: 1) grabación, 2) digitalización y 3) análisis. 

señal adquirida (para detalles ver bajo “Consideraciones importantes 
en el campo”). 

Monitoreo acústico
Las vocalizaciones y grabaciones de las mismas pueden ser muy útiles 
en trabajos de monitoreo de poblaciones y comunidades. Este tipo 
de monitoreo acústico se puede efectuar en la forma de “transectos 
audio” (recorridos de detección de vocalizaciones) o de inspecciones 
en sitios de apareamiento. En el caso de transectos audio, los que 
funcionan en forma semejante a los “transectos visuales” (recorridos 
de detección visual de ejemplares), el propósito es identificar y cuan-
tificar el número de machos que vocalicen a lo largo de un transecto. 
La ventaja del transecto audio es que provee una mejor relación en 
términos de tiempo empleado y personal involucrado. Las desventajas 
son que este tipo de monitoreo sólo se puede efectuar con especies 
vocalizadoras; que sólo se registran los machos vocalizadores mas 
no las hembras y juveniles o algunos machos satélite, si los hubiera; 
que hay una curva de aprendizaje para lograr identificar a los cantos 
correctamente y a estimar el número de machos vocalizadores (esto 
hasta un cierto punto pues con un gran número de individuos es 
muy difícil estimar con precisión), y que los resultados pueden variar 
dramáticamente con las condiciones climáticas en el momento en 
que se efectúe el muestreo (ver Lips et al. 2001). Existen varias pro-
puestas para estimar la densidad poblacional de machos con un rango 
subjetivo de abundancia. Recomendamos el uso de la propuesta de 
“ranking” en Lips et al. (2001): 

Para un individuo macho
Para un coro de 2-5 machos
Para un coro de 6-10 machos
Para un coro de >10 machos

En lo que refiere a inspecciones en sitios de apareamiento, el propó-
sito es identificar y cuantificar el número de machos que vocalicen 
en un sitio dado a una hora o intervalo de horas determinadas. En 
este caso, se recomienda que los puestos de escucha se encuentren 
a distancias mayores de 100 m para evitar sobreposiciones y contar 
a uno o más machos más de una vez (revisar Lips et al 2001). Una 

1.
2.
3.
4. Figura 5. Esquema de representación de la conversión  de energía en una grabación. Una señal 

acústica comprende un tipo de energía vibratoria, la cual es convertida en energía eléctrica 
mediante el uso de un transductor.
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Haven & Ranft 2005) Se incluyen, además, unos breves comentarios 
sobre algunos modelos analógicos en esta sección, al igual que otros 
modelos más recientes. La autora ha utilizado extensamente Sony® 
Walkman® Professional WM D6C y también ha usado el Maran-
tz® PMD-222. Ambos grabadoros analógicos se desempeñan bien 
en el campo, si bien se ha experimentado que en condiciones muy 
húmedas los cabezales del Sony® Walkman® Profesional WM D6C 
pueden trabarse temporalmente. Para minimizar que esto ocurra, ya 
sea con este modelo u otros modelos de grabadores analógicos, se 
recomienda tener el grabador en un ambiente seco hasta el momento 
de su uso. 
En lo que refiere a los grabadores digitales, la autora tiene experiencia 
con el grabador Sony® DAT PCM-M1 y con el MiniDisc Sony® 
Hi-MD MZ-RH10. 
Del tamaño de un Walkman el modelo PCM-M1, es muy portátil, 
utiliza cintas DAT, ofrece una nítida calidad de grabación, y permite 
selección de pistas in situ. Las desventajas son el costo de las cintas y 
el hecho de que el grabador consume rápidamente las pilas alcalinas 
convencionales, por lo que es necesario utilizar pilas recargables tipo 

Cabe resaltar que para todas las etapas se requiere ciertos compo-
nentes básicos, los que por comodidad dividimos en hardware (los 
componentes físicos, p. ej. electrónicos, mecánicos y magnéticos) y 
software (programas). 

Grabación

El primer paso para efectuar una grabación es armar un sistema de 
grabación. La selección adecuada de los componentes de este sistema 
le permitirá al investigador maximizar la cantidad de información 
que pueda extraer de sus grabaciones, así como ahorrarle tiempo, 
dinero y frustraciones.
Un sistema básico de grabación (constituido mayormente por com-
ponentes físicos) comprende: a) micrófono (externo o interno de un 
grabador, aunque de preferencia externo), b) grabador, c) medio de 
almacenamiento (cintas magnéticas, cintas de audio digitales, discos 
de memoria, discos ópticos), y d) audífonos. Existe otra instrumen-
tación adicional útil en el proceso de grabación (p. ej. parlantes, 
amplificadores, parábolas o reflectores parabólicos, medidores de 
intensidad de sonido, cables conectores), pero su uso dependerá de 
las necesidades del estudio [p. ej. si se requiere estimular una respuesta 
acústica, como un canto agresivo, que podría derivar en una grabación 
(parlantes y amplificadores), o efectuar grabaciones de animales que 
estén vocalizando desde muy lejos o desde el dosel de un bosque 
(parábola o reflector parabólico), o para medir la intensidad de una 
señal acústica (medidor de intensidad de sonido)].
Todo equipo electrónico que se utilice para grabaciones con fines de 
análisis científico debe contar con un folleto informativo que detalle 
las especificaciones del equipo, sobretodo detalles importantes como 
lo son el rango de frecuencias cubierto y curva de respuesta a estas 
frecuencias. Así y todo, existe una cierta varianza en la producción 
del equipo, y las especificaciones suelen ser más precisas al tratarse 
de unidades nuevas (Wickstrom 1982).  
Los tipos y modelos de grabadores han variado en el tiempo, y si 
bien en la actualidad hay una mayor diversidad, existen modelos 
antiguos que, aunque descontinuados son herramientas populares 
en la grabación de señales acústicas. (ver González-García 2004 y 

1.

Equipo básico de grabación en campo
Los componentes básicos de un equipo de grabación para el 
campo incluyen:

• Grabador
• Micrófono externo
• Audífonos
• Medios de almacenamiento (casetes, discos, etc.)
• Fuente de energía (pilas o baterías en el equipo y de reserva)
• Termómetro
• Vernier/calibrador (para medir el tamaño de los 		
animales)
• Balanza (para pesar a los animales)
• Libreta de campo
• Lápiz o rapidógrafo (lapicero de tinta china)



112 •

Fundamentos de bioacústica

• 113

·	 Poder capturar las frecuencias de las vocalizaciones con 
exactitud

·	 Poseer un buen control de la velocidad de grabación (en el 
caso de grabadores analógicos)

·	 Poseer un medidor del nivel de grabación
·	 Permitir la reproducción de la grabación
·	 Poseer opciones para el uso de diferentes fuentes de energía 

(red eléctrica o pilas)
·	 Poseer conexiones de entrada y salida del equipo, las que 

permiten conectarlo a tableros de adquisición de datos y 
computadoras 

·	 Ser relativamente fácil de usar
·	 Ser resistente a la humedad
·	 Ser durable

Cabe mencionar aquí que el elemento de costo es también de gran 
importancia. 
Dada la naturaleza especializada de lo que implica efectuar graba-
ciones en ambientes naturales para su posterior análisis acústico, 
la gama de equipo electrónico para este propósito disponible en el 
mercado era tradicionalmente algo limitada (aunque ha habido un 
notable incremento en opciones con la nueva tecnología digital) y 
con costos que, para el bolsillo latinoamericano común, iban desde 
lo moderado hasta bastante elevado. En la actualidad hay más opcio-
nes con precios más asequibles. Se busca, pues, llegar a un término 
donde se puedan satisfacer los requerimientos de grabación dadas 
las fuentes económicas disponibles. 

a) Micrófono 

El micrófono constituye el primer transductor del sistema de 
grabación, y por ello es un elemento fundamental. Se recomienda 
utilizar un micrófono que se pueda conectar al grabador mediante 
un cable, en vez de los micrófonos que vienen integrados a ciertos 
grabadores. Algunas consideraciones importantes en la elección de 
un micrófono son i) el tipo de dispositivo para convertir la energía, 
ii) el patrón polar, iii) la respuesta de frecuencias, y iv) la eficiencia. 

NiMH. El MiniDisc RH10 opera bien ante la humedad y condiciones 
de campo, y la calidad de grabación es muy buena y nítida. Algunas 
observaciones prácticas en relación con este modelo son 1) los bo-
tones de control son pequeños, especialmente el de grabación, por lo 
que en condiciones de poca visibilidad queda difícil apretar el botón 
apropiado, 2) al grabar las secuencias en el disco, el aparato hace un 
sonido mecánico de grabación cada cierto intervalo de tiempo, y si se 
tiene un micrófono muy sensible lo captará, por lo que se debe tener 
el micrófono a cierta distancia y/o aislar acústicamente el equipo con 
material aislante (p. ej. espuma, o ponerlo dentro de un estuche de 
cámara con insule); esto puede hacerse difícil si se está controlando 
el nivel de grabación, 3) el control del nivel de grabación debe ser 
puesto en manual cada vez que se opere la unidad, pues el “default” 
es automático, 4) cuando se presiona pausa el aparato automática-
mente asigna una pista nueva a la secuencia siguiente, 5) el estuche 
de la batería externa se aloja justamente sobre el puerto USB, por 
lo que para poder transferir los archivos a la computadora hay que 
remover el estuche, y 6) hay una curva de aprendizaje para aprender el 
manejo de los menús digitales, por lo que es altamente recomendable 
practicar el uso de los menús antes de salir al campo.
La Biblioteca Macaulay del Laboratorio de Ornitología de la Uni-
versidad de Cornell (www.birds.cornell.edu/macaulaylibrary/) ha 
producido un informe de grabaciones de campo en formato pdf  con 
una evaluación de equipo audio disponible en el mercado. El informe 
es accesible a través de la siguiente página web: http://content.or-
nith.cornell.edu/UEWebApp/data/bin/RecordingEquipment.pdf, 
y provee detalles de equipo que incluyen marcas, precios, ventajas y 
desventajas. Igualmente, la página web de la Biblioteca de Sonidos 
de las Aves de México (www.ecología.edu.mx/sonidos) también 
proporciona información acerca de equipo audio (González-García 
2004). Referimos al lector(a) a estos documentos y a otras fuentes 
proporcionadas al final de este capítulo para detalles más específicos 
de equipo. 
Un buen equipo de audio portátil para el trabajo de campo en regiones 
tropicales debería contar con ciertas propiedades básicas, entre ellas 
(González-García 2004, Heyer et al. 1994): 
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ii) El patrón polar se refiere a la sensitividad del micrófono en 
relación con el ángulo de incidencia del sonido. El patrón 
polar de los micrófonos puede ser omnidireccional, bidirec-
cional o unidireccional (cardioide, lo que puede incluir una 
serie de variantes, incluso un micrófono “shotgun”, el que 
es altamente direccional; ver Figura 6).  La elección de un 
micrófono de determinado patrón polar dependerá del tipo de 
grabación que se requiera. Por ejemplo, si se requiere de una 
grabación clara de una sola rana un micrófono unidireccional 

sería una buena opción, mientras que si se requiere grabar 
coros un micrófono omnidireccional sería una alternativa 
apropiada.

iii) Idealmente se busca utilizar un micrófono que posea una 
respuesta de frecuencias lo más uniforme o plana posible 
sobre el total abanico de frecuencias que pueda cubrir, y que 
puede variar entre 20 y 20000 Hz en aquellos micrófonos de 
rango audio disponibles en el mercado.

iv) La eficiencia de un micrófono se puede interpretar como una 
combinación del nivel de intensidad (“output level”) y sensi-
tividad. Generalmente se prefieren aquellos micrófonos que 
tengan un nivel de intensidad más alto dado que comúnmente 
hay cierto grado de ruido interno generado por el sistema, 
además del ruido externo, con los que hay que contender.

b)  Grabador

Al igual que en el caso del micrófono, existen varias consideraciones 
que se recomienda tener en cuenta al elegir un grabador, tales como 

Estas consideraciones se resumen a continuación de acuerdo a  
Wickstrom 1982. 

i) En lo que refiere al dispositivo para convertir la energía, un 
micrófono puede ser dinámico, condensador, de cristal o 
cerámica, o de cinta. La base de un micrófono dinámico es un 
diafragma conectado a un tubo, el que está envuelto por una 
bobina de alambre en un campo magnético. Cuando el soni-
do hace vibrar el diafragma, la bobina se mueve dentro del 
campo magnético, creando una corriente eléctrica dentro de la 
bobina. Las ventajas del micrófono dinámico son su sencillez, 
durabilidad y resistencia al ambiente. Las desventajas son su 
sensibilidad al ruido mecánico, baja intensidad de volumen, 
inestabilidad ante diferentes temperaturas, pobre manejo de 
señales cortas y frecuencias bajas. 
El micrófono condensador posee un diafragma hecho de material 
conductivo fino. Tras este diafragma se encuentra una placa 
conductiva, y ambas superficies constituyen un “capacitador”. 
A medida que el diafragma vibra, la “capacitancia” varía, 
creando una señal eléctrica ya sea por un cambio en voltaje 
proporcional a la variación de la “capacitancia”, o por un cam-
bio de frecuencia en el circuito resonante de un oscilador. El 
micrófono condensador suele ser estable, resistente a ruidos 
mecánicos, y ofrece una buena respuesta de frecuencias. Las 
desventajas son que requieren de fuentes de energía para su 
operación, el diafragma se puede contaminar fácilmente, y 
es sensible a la humedad -factor que aumenta la cantidad de 
ruido de bajas frecuencias.    
El micrófono de cristal o cerámica usa un material que produce 
un voltaje eléctrico cuando se ve deformado (material piezo-
eléctrico). Se anexa un diafragma a este material o el material 
en sí se convierte en diafragma. Este tipo de micrófono es 
de uso limitado.
El micrófono de cinta usa una cinta metálica ligera dentro de 
un fuerte campo magnético. A medida que la cinta vibra, se 
genera un voltaje proporcional a la velocidad de la onda.

Figura 6. Patrones polares de los diferentes tipos de micrófonos, los cuales son como sigue: 
A) omnidireccional, B) cardioide, C) hipercardioide, D) supercardioide y E) shotgun. Tomado de 

Wickstrom (1982), reimpreso con permiso de Elsevier.
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acústicas al medio de almacenamiento (González-García 
2004). Los sistemas digitales incorporan ya elementos de la 
digitalización , y tienen la capacidad de generar una alta calidad 
y nitidez de grabación (ver sección 2: Digitalización). 

ii) La respuesta de frecuencias de un grabador es tan impor-
tante como lo es la de un micrófono, e igualmente se busca 
un grabador con una respuesta de frecuencias lo más plana 
posible sobre el mayor número de frecuencias dentro del 
rango que abarca la unidad (normalmente de 20 a 20000 o 
22000 Hz). 

iii) En el caso de grabadores de carrete a carrete y de casete, la 
velocidad de una cinta puede variar, operando en forma ya 
sea más rápida (vibración) o más lenta (ululación), introdu-
ciendo así una alteración en la señal grabada o reproducida. 
Se busca que estos valores sean muy bajos (González-García 
2004).

iv) Las distorsiones en una grabación pueden estar dadas por 
adiciones involuntarias ajenas a la señal (denominada dis-
torsión armónica) y/o por la interacción de dos frecuencias 
captadas simultáneamente por el grabador (distorsión inter-
modular). Ambos tipos se expresan como un porcentaje, y 
se busca que estos valores sean lo más bajos posible (Gon-
zález-García 2004).

v) La relación existente entre información y ruido en una de-
terminada grabación se denomina la relación entre señal y 
ruido (“signal to noise ratio”, o S/N). En lo que se refiere 
a un grabador, esta relación señal-ruido se aplica a la inten-
sidad de la señal que ingresa al grabador en relación con la 
intensidad del ruido generado por los circuitos del grabador  
y del medio de almacenamiento utilizado. Cuanto mayor sea 
la relación señal-ruido, menor será el contenido de ruido. 
Igualmente, una proporción menor de señal-ruido indica 
una grabación ruidosa. Algunos equipos, sobre todo los de 
bajo costo y/o que utilicen un micrófono integrado al apa-
rato, suelen captar el  sonido del mecanismo de arrastre de 
la cinta en una grabación, incrementando el nivel del ruido 

son i) el formato o tecnología, ii) la respuesta de frecuencia, iii) la 
velocidad (en el caso de grabadores analógicos), iv) distorsión, y v) 
proporción señal-ruido.

i) Existen varios formatos para efectuar grabaciones disponibles 
en el mercado actual. Los formatos incluyen sistemas ana-
lógicos (grabadoras de carrete a carrete, también conocidas 
como multicanales, y cintas casetes) y digitales (grabadoras 
de cintas digitales audio o R-DAT: digital audio tape, gra-
badoras de disco duro, grabadoras de tarjetas de memoria, 
minidiscos y discos compactos). Los formatos se han hecho 
progresivamente más pequeños, siendo las grabadoras de 
carrete a carrete (más antiguas) las de mayor porte, hasta los 
recientemente desarrollados sistemas digitales, algunos de 
los cuales caben cómodamente dentro de un bolsillo (p.ej. 
los MiniDiscs). Cabe resaltar que cada formato tiene tanto 
ventajas como desventajas, y la idoneidad del sistema en su 
aplicación dependerá del contexto en el cual se use. También 
se debe tomar en cuenta la relativa facilidad para obtener 
medios de almacenamiento y ayuda técnica en el caso que se 
requiriera en el país del investigador.
Los sistemas analógicos convierten los cambios de presión de 
un sonido en energía eléctrica mediante una fuerza eléctrica 
o campo magnético. Los materiales son magnetizados por 
fuerzas externas, y permanecen en esa condición aún cuando 
ya no existe esa fuerza. Durante una grabación, el material 
magnético (p.ej. una cinta casete) pasa por un transductor 
(que viene a ser el cabezal) formando un circuito magnético. 
A medida que la cinta pasa por el cabezal, las partículas del 
material se magnetizan proporcionalmente a la corriente que 
se transmite en ese instante (Wickstrom 1982). Ya los sistemas 
digitales tratan las variaciones de presión del sonido mediante 
algoritmos numéricos, los que convierten a señales acústicas 
en una serie de números discretos, donde cada número 
representa la presión del aire en un momento dado y que 
viene a constituir la grabación. En sistemas digitales como los 
MiniDiscs, se utiliza un rayo láser para transferir las señales 



118 •

Fundamentos de bioacústica

• 119

Estas cintas son comparativamente más resistentes al estiramiento 
y posibles daños (González-García 2004).    
Las cintas R-DAT vienen en un formato semejante a un cassette 
de video. También vienen en diferentes longitudes, y tienen una 
alta capacidad de almacenamiento de datos así como una excelente 
calidad de grabación (baja distorsión y ruido interno mínimo), si bien 
son más delicadas que las cintas de cassette y de carrete por ser más 
angostas y vulnerables al polvo, suciedad y humedad, lo cual puede 
alterar la grabación (Biblioteca Macaulay 2004).
Los discos ópticos para los modelos más recientes de MiniDisc (Hi-
MD, una notoria mejoría a los modelos anteriores de MiniDisc que 
comprimen frecuencias y al hacerlo sus grabaciones son dudosas para 
el análisis) poseen una capacidad de 1 GB, lo que se traduce en poco 
más de una hora y media de grabación estéreo total sin compresión 
por disco (Biblioteca Macaulay 2004). Constituyen un desarrollo 
relativamente reciente.

d) Audífonos

Es fundamental el poder evaluar y monitorear auditivamente la cali-
dad de las grabaciones en el momento de su obtención en el campo, 
puesto que, en función a lo que se escuche, se puede re-dirigir el 
equipo o arreglar cualquier desperfecto proveniente del grabador, 
micrófono, una cinta o cable, logrando así maximizar la calidad de 
la grabación. Aunque muy variables en estilos, es importante que los 
audífonos tengan un buen nivel de intensidad y que a la vez provean 
cierto aislamiento (atenuación de ruido) del entorno inmediato para 
así poder escuchar bien la señal en el proceso de grabación (Biblio-
teca Macaulay 2004).

2. Digitalización

Una vez obtenida una grabación de valor científico, la segunda etapa 
consiste en extraer la grabación del medio de almacenamiento y 
transformarla en un archivo digital para poder proceder a la genera-
ción de representaciones visuales y consecuentemente al análisis de 
las señales acústicas almacenadas. Con ciertos equipos más recientes 
la digitalización se puede efectuar en forma casi inmediata, de tal 
manera que la grabación pueda ser archivada como un documento 

en una grabación.  Se busca siempre maximizar la relación 
señal-ruido, y aunque existen técnicas de “limpieza” (filtros) 
que se pueden efectuar con posterioridad a la grabación, 
el mejor momento para maximizar esta relación es en el 
momento de la grabación (Wickstrom 1982).  Esta relación 
varía también con el tipo de medio de almacenamiento que 
se use (González-García 2004). 

c) Medios de almacenamiento

El medio de almacenamiento inicial de una grabación dependerá del 
tipo de grabador que se utilice (analógico o digital). Sin embargo, dado 
el creciente uso de formatos digitales, se está buscando convertir las 
secuencias previamente grabadas en cintas magnéticas en archivos 
digitales, lo cual facilita la extracción de la información, siempre y 
cuando las secuencias se digitalicen dentro del rango de  frecuencias 
de interés del investigador.   
En el caso de grabadores analógicos de casete, se utilizan cintas 
magnéticas, las que pueden variar notablemente según el componente 
(oxido férrico o “tipo I”, dióxido de cromo o “tipo II” y metal, o 
“tipo IV”) o la polaridad (normal o alta). El tipo de cinta utilizada 
debe ir de acorde con las opciones para cintas que tenga el grabador, 
puesto que el uso de una cinta determinada en un grabador que no 
tiene capacidad para procesarla, o cuya opción no está seleccionada 
para ese tipo de cinta, puede resultar en distorsiones en la graba-
ción (González-García 2004). Normalmente se recomienda el 
uso de cintas tipo II o IV (debido a su mayor fidelidad) en equipo 
con estas opciones. Las cintas cassette también vienen en formatos 
de diferente duración, y se recomienda utilizar las cintas de menor 
duración como 45 o 60 minutos para evitar problemas relacionados 
con el uso de cintas más delgadas (de mayor duración) como son 
el estiramiento de la cinta (González-García 2004). Asimismo, se 
sugiere  el uso de un solo lado de la cinta de ser posible, para evitar 
posibles “sangrías” (migración de señales magnéticas de una parte 
de la cinta a otra adyacente; Heyer 1994).
Las cintas de carrete vienen en diferentes tamaños, pero al igual que 
las cintas cassette también vienen en diferentes grosores y longitudes. 
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mos entonces que grabamos una rana, pero que desconocemos su 
frecuencia dominante. Asumiendo que su frecuencia dominante se 
encuentre dentro del rango arriba mencionado, se podría calcular 
una tasa de muestreo utilizando el valor de 8000 Hz: 8000x2= 16000 
Hz, de manera que la tasa de muestreo para esa señal podría ser de 
16000 Hz. Sin embargo, las tasas de muestreo utilizadas en la práctica 
suelen ser muy superiores a este valor. Esto es en parte porque las 
vocalizaciones suelen tener harmónicos, los que usualmente tienen 
valores superiores a la frecuencia dominante, y que se pueden perder 
no sólo en la grabación (bajo el efecto de la distancia de grabación), 
sino también al elegir una tasa de muestreo muy baja. En estos casos, 
es preferible elegir una tasa de muestreo más elevada (donde el costo 
incurrido es uno de almacenaje, ya que los archivos generados con 
tasas de muestreo más altas ocupan mayor memoria), que una tasa 
de muestreo más baja (donde se arriesga a perder información o en 
caso extremo distorsión de la señal).
Una consideración importante, ya sea en la fase de digitalización o 
en la fase de análisis, es el uso de filtros. Un filtro acústico viene a ser 
un mecanismo mediante el cual se bloquean o pasan componentes 
de sonido de diferentes frecuencias (Johnson 2003), siendo así una 
importante herramienta para manejar problemas de ruido. Depen-
diendo del estudio o la calidad de la grabación, una secuencia puede 
ser filtrada en el proceso de digitalización, en cuyo caso el archivo 
digital resultante ya ha tenido ciertos componentes espectrales retira-
dos. En estudios exploratorios, sin embargo, se recomienda usar una 
banda de paso muy ancha (cubriendo una amplia gama de frecuen-
cias), dado que se pueden perder componentes espectrales valiosos 
al filtrar durante la digitalización. Cabe resaltar que una vez que la 
secuencia ha sido filtrada no se puede ampliar al rango de frecuencias 
original, y se tendría que volver a digitalizar la grabación. Otra opción 
es filtrar una secuencia una vez que esta se encuentra digitalizada. En 
este caso, siempre se puede revertir al archivo original. Los filtros 
pueden atenuar o remover frecuencias altas (y entonces son conocidos 
como filtros “pasa-baja” o “low pass”, dado que permiten el paso 
de frecuencias bajas) o frecuencias bajas (filtros “pasa-alta” o “high 
pass”, que permiten el paso de frecuencias altas), y una combinación 
de ambas al definir bandas de paso.

digitalizado desde un principio, lo que ahorra tiempo. Con equipos 
analógicos, la digitalización se puede hacer a través de tarjetas de 
sonido de la computadora o tableros de adquisición de datos.
En todo caso, un fundamental concepto en la digitalización es aquel 
de la tasa de muestreo (“sampling rate”), que es constituida por el 
número de veces que se registran diferentes puntos de amplitud en 
una señal acústica en un intervalo de tiempo determinado, y que se 
expresa en Hz o ciclos por segundo (Figura 7). Según el Teorema 
de Muestreo, para evitar distorsión en la reconstrucción digital de 
una señal analógica de banda espectral limitada, la tasa de muestreo 
debe ser de un orden de magnitud por lo menos dos veces mayor 
que la frecuencia máxima de la señal. El valor que cae en la mitad de 
esta tasa de muestreo se conoce como la frecuencia de Nyquist. La 
exactitud de la distribución de frecuencias en una señal digitalizada 
es mayor por debajo de la frecuencia de Nyquist. Las frecuencias 
dominantes de las vocalizaciones de muchas ranas están compren-
didas en un rango de 300 a 8000 Hz, aproximadamente. Suponga-

Figura 7. Ejemplo de una tasa de muestreo en un ciclo completo. La onda representa una señal 
análogica, mientras que los círculos negros representan los puntos de muestreo de la señal en 
el proceso de digitalización. A mayor cantidad de puntos de muestreo, mayor será la tasa de 

muestreo en ciclos por segundo.
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ciones visuales se pueden dar de varias formas, dependiendo de si los 
parámetros que estén siendo evaluados son de naturaleza temporal 
(relacionada al tiempo) o espectral (relacionada a la frecuencia), o 
una combinación de ambas.
Las formas más comunes de representaciones visuales son el os-
cilograma o forma de la onda (“waveform”), el espectrograma (o 
audioespectrograma) y el espectro de poder. El oscilograma es una 
representación de la señal acústica (ver Figuras 8a y 8b) que permite 
observar los patrones de amplitud o intensidad (eje de las y) de la señal 
en el transcurso del tiempo (eje de las x). Las unidades de amplitud 
son relativas. Se recomienda utilizar el oscilograma para mediciones 
de parámetros temporales. El espectrograma permite visualizar el 
componente espectral (distribución, energía, número y patrones 
de frecuencias utilizadas) y de cómo éste varía en el transcurso del 
tiempo (ver Figura  8c). Tradicionalmente ha sido el espectrograma 
el que se ha utilizado para caracterizar vocalizaciones en la literatura 
sobre cantos de anfibios; sin embargo, existen elementos temporales 
informativos, dados por los patrones de amplitud, que no pueden 
ser inferidos a partir de un espectrograma, y por ende más y más se 
están utilizando combinaciones de representaciones visuales en la 
literatura especializada. Un espectro de poder (“power spectrum”), 
por otro lado, provee información de amplitud (eje de las y) o energía 
vs. frecuencia (eje de las x) (Figura  8d). El nivel de resolución (lo 
cual permite observar ya sea un mayor nivel de detalle o un patrón 
más generalizado) puede ser ajustado según las necesidades del in-
vestigador en cualquiera de estas representaciones visuales.
Los cantos generados por ranas normalmente varían tanto en el do-
minio temporal como en el dominio espectral, y es esta variación la 
que es caracterizada y cuantificada. Los caracteres acústicos pueden 
ser (Gerhardt & Huber 2002) ya sea cualitativos (p.ej. presencia/
ausencia de harmónicos) o cuantitativos discretos (p. ej. número de 
pulsos en el canto) o cuantitativos continuos (p.ej. duración del canto). 
Lo que se vaya a necesitar en términos de mediciones va a depender 
de la naturaleza del estudio y del sujeto del mismo. Además existen 
variaciones en la literatura en cuanto a cómo se interpretan o se miden 
determinados parámetros (no hay definiciones universales), los que 

Se recomienda verificar las especificaciones del hardware que se esté 
empleando para asegurar que la tasa de muestreo máxima del equipo 
sea suficiente para cubrir las necesidades de la investigación. Elegida 
la tasa de muestreo a ser utilizada, así como el número de bits, los 
filtros, canales y/o formato o extensión en el cual se irá a archivar el 
documento (estos datos adicionales dependerán del programa que 
se utilizará), se procede a la digitalización de la secuencia. Algunos 
equipos digitales recientes ya vienen con algunos de estos elementos 
pre-determinados.

Una vez digitalizado y conservado en un formato con una extensión 
compatible con el programa de análisis de sonido, el archivo se en-
cuentra listo para el siguiente paso: el análisis.  

3. Análisis: caracterización y cuantificación

Al tener una secuencia disponible en formato digital y con una ex-
tensión reconocible, se puede proceder a la descripción y análisis de 
los caracteres acústicos de interés mediante el uso de programas de 
análisis de sonido. El análisis efectuado por el investigador puede 
ser de dos tipos: un análisis acústico, el que genera un inventario de 
propiedades físicas de la señal, y un análisis estadístico (p. ej. medidas 
de tendencia central y tendencias de variabilidad) de estas propiedades 
físicas (Gerhardt & Huber 2002). Juntos, ambos tipos de análisis 
suelen ser utilizados en la caracterización de señales acústicas. Para 
poder medir los parámetros de un análisis acústico se requiere de 
representaciones visuales de las señales acústicas. Estas representa-

Filtración anti-alias
Este tipo de filtración es importante para lograr mediciones precisas y 
confiables de frecuencias de señales audio. Al muestrear frecuencias, 
el proceso llamado “aliasing” genera falsa(s) frecuencia(s) (o “alias”), 
la(s) que acompaña(n) las frecuencias correctas.  Esto ocurre siempre 
que la secuencia a ser muestreada posea componentes espectrales 
iguales o superiores a la frecuencia de Nyquist. La función de la filtración 
anti-alias entonces es reducir o eliminar componentes espectrales que 
sean superiores a la frecuencia de Nyquist. 
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y/o medición, suelen ser los más utilizados en la caracterización y 
cuantificación de los cantos. En el dominio temporal (Figura 9), ru-
bros tales como la duración del canto, tasa de canto/tasa de repetición 
de canto, número de notas/pulsos por canto, intervalo entre cantos, 
período de pulsos, y duración del pulso son parámetros frecuentes 
en la literatura. Igualmente, en el dominio espectral (Figura 10),  la 
frecuencia dominante, la frecuencia fundamental (Ewing, 1989) y 
los harmónicos son elementos útiles y comúnmente utilizados para 
describir un canto. El factor de calidad o valor Q, que indica el ancho 
de banda de la frecuencia dominante a 3 ó 10 dB bajo el pico de 

son establecidos y definidos por el investigador a priori. No obstante, 
hay algunos parámetros que si bien varían un tanto en su definición 

Figura 9. Representación gráfica de algunos parámetros temporales usualmente empleados en 
la descripción de cantos de anuros. Los cantos de anfibios anuros presentan una gran variedad 

de formas, las ilustradas aquí son sólo dos ejemplos de una amplia gama de posibilidades. 
Modificado de Angulo (2004).

Figura 8. Representaciones del canto de una especie de rana de hojarasca Leptodactylus 
hylaedactylus. Las figuras a) y b) son ambas oscilogramas que muestran amplitud de la señal 

versus tiempo, difieren por sus distintos niveles de resolución (mayor resolución en b). La figura 
c) muestra cómo la frecuencia de la señal cambia con el tiempo, representación conocida como 
espectrograma. La figura d) muestra la relación entre amplitud y frecuencia en la señal acústica, 

representación que se conoce como espectro de poder. Modificado de Angulo et al. (2003).
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Existen varios programas de análisis de sonido disponibles tanto 
en forma comercial como gratuita (ver al final de este manual en la 
sección de recursos/fuentes de información de internet para más 
detalles). La mayoría de los programas comerciales permiten el uso 
de estos tres tipos de representaciones visuales, aunque no todos 
los programas que son de distribución gratuita o de uso compartido 
(“shareware”) permiten el uso de los tres a la vez, o proveen ciertas 
facilidades para su uso (es decir, a veces permiten una representación 
mas no una cuantificación de la señal). La elección del programa 
dependerá del sistema operativo utilizado, las necesidades de inves-
tigación, ya que como ha sido mencionado anteriormente, no todos 
los programas poseen la misma gama de funciones, y del costo del 
programa.

Laboratorios de acústica y bancos/bibliotecas de sonido
Los laboratorios de acústica, o que utilicen equipos acústicos, pueden 
ser un recurso valioso para el investigador, al igual que los bancos/
bibliotecas de sonido. Estos laboratorios suelen contar con personal 
versado en efectuar grabaciones y análisis de datos acústicos, así 

máxima amplitud en el dominio espectral (Bennet-Clark 1999), es 
otro importante descriptor de señales acústicas. Cabe recordar que 
los inventarios acústicos no necesariamente se limitan sólo a estos 
parámetros descriptores, se pueden utilizar otros parámetros, los que 
usualmente son definidos por el investigador según las características 
de las señales acústicas que vaya a analizar. 

Figura 10. Representaciones gráficas de algunos parámetros espectrales comúnmente utilizados 
en la descripción de cantos de anuros. En la figura a) se observa la distribución de frecuencias 
del canto de Leptodactylus hylaedactylus en un espectrograma. Notar que todas las bandas 

espectrales mostradas son múltiplos de la frecuencia fundamental, constituyendo harmónicos, y 
que luego de la frecuencia dominante el nivel energético de los harmónicos va disminuyendo al 

incrementarse la frecuencia. La figura b) representa un espectro de poder con las frecuencias de 
a). Modificado de Angulo (2004).

Análisis espectral - Fourier y su teorema
Al hablar de análisis espectral, debemos mencionar las transformacio-
nes de Fourier. El espectrograma y el espectro son representaciones 
visuales donde se descomponen las diferentes frecuencias existentes 
en una señal acústica, lo que en análisis de sonidos se conoce como 
Transformación Rápida de Fourier (o “Fast Fourier Transform”- FFT 
por sus siglas en inglés). La FFT es una expresión matemática basada 
en el teorema de Fourier, el cual indica que cualquier función periódica 
puede ser descompuesta en una suma de elementos sinusoidales. Es 
decir, un patrón u onda compleja cualquiera puede ser descompuesta 
en las diferentes ondas sinusoidales que la componen sin importar el 
patrón, siempre y cuando se repita.  Por lo tanto, cuando se le solicita 
al programa de análisis de sonido que genere un espectrograma, lo que 
ocurre es un cálculo de FFT, donde se descomponen las frecuencias 
de la secuencia analizada.
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transmisión y recepción de la señal de interés (Ryan 1988). El ruido 
puede estar constituido por elementos bióticos, tales como los cantos 
de otros animales co-específicos (otros machos de la misma especie) y 
de animales hetero-específicos (otras especies de ranas, insectos, aves, 
mamíferos, por ejemplo),  o abióticos (p. ej., el viento, agua corriente, 
etc.). El ruido ambiental suele ser uno de los principales problemas 
tanto para los animales que buscan comunicarse como para el inves-
tigador que busca grabar. Algunos ambientes son particularmente 
difíciles, como por ejemplo los márgenes de las quebradas de agua 
corriente rápida y pequeñas o medianas caídas de agua,  el bosque 
tropical a ciertas horas del día, los alrededores de lagunas y charcas 
que sirven de ambiente reproductivo para especies de reproducción 
explosiva, páramos y punas expuestos al viento, y alrededores de 
carreteras o centros poblados. Muchas especies han adoptado ciertas 
estrategias para lidiar con el problema del ruido (cantar a diferentes 
frecuencias u horas, utilizar diferentes posicionamientos, utilizar 
micro-ambientes especiales, etc.). El investigador cuenta también 
con herramientas de auxilio (p. ej. filtros, micrófonos direccionales, 
quiebra-vientos), pero se recomienda especialmente que se busque 
optimizar la relación de señal y ruido en el momento de la grabación, 
pues es el mejor momento para lograr un  registro sonoro de buena 
calidad (Wickstrom 1982).

¿Cómo iniciar una grabación? 

Es una frecuente pregunta para el investigador que comienza sus estu-
dios de acústica y grabaciones. En el caso específico de ranas y sapos, 
el primer paso consiste en localizar un animal que esté cantando (la 
vocalización más común es el canto de advertencia). Esto suena más 
fácil de lo que en ocasiones es, sobre todo si el animal canta desde 
el dosel o desde la hojarasca de un bosque o entre aglomeraciones 
densas de gramíneas, arbustos, o maraña de raíces de ciertos árboles, 
por ejemplo. Si no se puede localizar al animal visualmente desde 
un principio, es importante por lo menos localizar el área inmediata 
desde donde está vocalizando, e intentar una grabación. Una vez 
identificada el área y/o localizada la rana, se procede a “armar” el 
equipo de grabación (prender el micrófono, si es de pilas, encender 
el grabador, revisar todas las conexiones entre los diferentes aparatos, 

como recursos bibliográficos y herramientas electrónicas. En mu-
chos casos, incluso es posible conseguir un préstamo o alquiler de 
materiales, y el personal puede proveer información y técnicas útiles 
para los investigadores de campo. Laboratorios de herpetología, 
ornitología, mastozoología y entomología, además de laboratorios 
de ingeniería acústica, son potenciales de exploración.
Los bancos/bibliotecas de sonido son lugares de depósito de gra-
baciones efectuadas por distintos investigadores, y frecuentemente 
incluyen archivos sonoros de una diversidad de taxones y localida-
des. Cumplen funciones de investigación, educativas, comerciales 
y personales (González-García 2004). Es más común encontrar 
bancos/bibliotecas especializados en un determinado grupo de ani-
males que bancos/bibliotecas generalistas; nuevamente, las mejores 
fuentes de información acerca de estos bancos las constituyen los 
laboratorios, departamentos o grupos de investigación (universida-
des , institutos y museos) especializados en grupos dados y fuentes 
confiables de internet. Las colecciones privadas también pueden ser 
una fuente de archivos sonoros, si bien su acceso dependerá del o 
los investigadores a quienes pertenezcan.

Consideraciones importantes en el campo
Antes de salir al campo, se recomienda que el investigador que vaya 
a trabajar con bioacústica por vez primera tenga en consideración 
dos elementos importantes: silencio y paciencia. El estudio de cualquier 
aspecto etológico (o de comportamiento) en muchos animales re-
quiere de ambos factores, y es sobre todo importante en el caso de 
estudios de bioacústica puesto que 1) al mantener silencio el animal 
puede sentirse menos vulnerable y continuar la generación de señales, 
y 2) a menor ruido en el ambiente inmediato de la grabación, mejor 
calidad de la misma. El elemento de paciencia también es impor-
tante puesto que muchos animales se inhiben fácilmente al detectar 
la presencia de un posible predador (en este caso, el investigador), 
y pueden tardar en sentirse lo suficientemente seguros como para 
reanudar sus actividades de canto (y también hay que tomar en 
cuenta que en muchos casos no lo hacen).
Otra consideración bastante importante en el campo la comprende 
el ruido. Se entiende por ruido cualquier sonido que interfiera con la 
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aproximadamente el valor de ésta al finalizar cada grabación. Así, es 
posible luego proceder al análisis de estas secuencias y determinar 
la longitud de onda, y cuál distancia de grabación es la más cercana 
a este parámetro. 

¿Cuánto se graba? 

Este es un parámetro muy subjetivo, pero se pueden adaptar ciertos 
criterios generales en función a la tasa de repetición del canto del ani-
mal que se quiere grabar. Si se trata de un tipo de vocalización que se 
repite en forma rápida y constante, un par de minutos pueden bastar 
para grabar varias docenas de cantos. Si se trata de vocalizaciones más 
espaciadas en el tiempo, entonces se busca grabar nítidamente entre 
10 y 30 cantos, siempre y cuando el animal coopere. Es importante 
tener acceso a varios cantos de un mismo individuo para determinar 
la variación tanto en el individuo como a nivel intrapoblacional, al 
compararse con otras grabaciones de la misma especie. También es 
recomendable que se prolongue la grabación por un tiempo ligera-
mente mayor que el final de la(s) vocalización(es).

Mantenimiento y almacenamiento
Independientemente del sistema de grabación que se esté utilizando, 
se deben tener ciertas consideraciones con relación al almacenaje y 
mantenimiento del equipo. Se recomienda que se almacene el equipo 
electrónico en lugares secos en la medida de lo posible. Normalmente 
el equipo electrónico suele ser vulnerable a los efectos inmediatos y 
acumulativos de la humedad propia de muchas localidades donde se 
efectúan trabajos de campo. Por ende, tanto en el laboratorio como en 
el campo, un recipiente o bolsa plástica hermética con una sustancia 
desecante tal como Silicagel® o Dryrite® son apropiados para el 
almacenamiento de material de grabación. En el caso de no tener 
estos químicos a la mano y ante una emergencia, se puede utilizar 
arroz crudo, desecado previamente en una sartén limpia, almacenado 
dentro de una media/calcetín y guardado con el equipo dentro del 
recipiente hermético. Si se encuentra en el campo efectuando una 
grabación, es muy importante que el equipo no se moje, sobre todo 
el micrófono, los cabezales del grabador analógico, el compartimiento 

controlar que todas las opciones (p.ej. velocidad, si lleva atenuación 
o no, radio de acción, tipo de cinta) de los equipos sean las selec-
cionadas por el investigador, y monitorear el nivel de grabación (no 
muy intenso para evitar distorsión, pero tampoco demasiado tenue 
para mejorar la relación de señal-ruido ver figura 11). Cuando todo 
el sistema está conforme, se puede proceder a efectuar la grabación, 
buscando siempre la mejor relación de señal-ruido. Es muy posible 
(y hasta frecuente) que en el transcurso de todo ésto o incluso an-
tes, la rana o sapo haya dejado de vocalizar. En estos casos, si es de 
noche, se recomienda tener el equipo listo para grabar (micrófono 
posicionado y botón para grabar por presionar o en pausa), apagar la 
linterna y permanecer en silencio y sin movimiento por un periodo de 
tiempo (este es subjetivo, dependiendo de la motivación del animal 
y de la circunstancia, necesidad o motivación del investigador en 
grabar a ese ejemplar en particular), hasta que (o si) el animal decida 
retomar sus vocalizaciones. Una alternativa a apagar la linterna es 
utilizar una luz roja tenue, lo cual se puede lograr adicionando un 
filtro rojo a una linterna de cabeza o de mano. La ventaja de usar 
una luz roja es que se pueden observar los movimientos del animal 
objeto de la grabación.

¿A qué distancia?  

Entre localizar a la rana y proceder a la grabación, debemos to-
mar una decisión en cuanto a qué tan cerca se debe posicionar el 
micrófono con respecto al animal (considerando, además, el nivel 
de aproximación que pueda permitir el animal). Si ponemos el 
micrófono demasiado cerca, mejoramos la relación de señal-ruido 
pero podemos introducir distorsiones por la complejidad propia del 
campo cercano; pero si lo ponemos demasiado lejos, nuestra razón 
de señal a ruido se ve afectada negativamente y perdemos detalles 
de la señal. Si ya tenemos alguna idea de la frecuencia utilizada por 
la rana (pongamos por caso que provenga de grabaciones previas o 
archivos de un CD o banco de sonidos), podemos utilizar esta in-
formación para calcular la longitud de onda y utilizar este valor para 
determinar el campo cercano. Si no tenemos idea de la frecuencia 
utilizada, es recomendable intentar grabar a más de una distancia, 
la que puede estar comprendida entre 0.5 y 2 metros, indicando 
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del disco de grabadores digitales, y los puntos de conexión (input/
output) de todos los aparatos electrónicos.

Si se está utilizando equipo analógico, se recomienda la frecuente 
limpieza (a través de un hisopo humedecido con alcohol) y desmag-
netización de los cabezales (mediante un desmagnetizador, que se 
puede utilizar cuando el sistema esté apagado).
Se recomienda también la frecuente revisión de pilas o baterías, ya 
que ciertos equipos electrónicos continúan operando aún cuando las 
pilas están bajas, y esto puede afectar la grabación (p.ej., la velocidad 
de transporte de la cinta en un grabador analógico). En el caso de 
equipo digital, el sistema suele dejar de operar apenas baja el poder de 
las pilas a un determinado umbral (con pilas alcalinas nuevas algunos 

equipos digitales suelen operar un aproximado de dos horas de uso 
continuo). Se recomienda el uso de pilas NiMH recargables, pues 
duran más que las alcalinas.
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Lista de chequeo de procedimentos para realizar 
una grabación exitosa

1. ¿Se encuentra el equipo de grabación calibrado?
2. ¿Lleva fotocopias de la hoja con los datos básicos que requiere 

recopilar en el campo?
3. ¿Lleva suficientes medios de almacenamiento?
4. ¿Tiene pilas o baterías cargadas en los equipos y de repuesto?
5. ¿Lleva equipo de repuesto?
6. ¿Lleva termómetro o termohigrómetro?
7. ¿Lleva materiales y recipientes para guardar y proteger el equipo una 

vez finalizada la grabación? 
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Técnicas para el inventario y muestreo de anfibios

Técnicas para el inventario y muestreo 
de anfibios: Una compilación

José Vicente Rueda1, Fernando Castro2 &  

Claudia Cortez3

Introducción
Un inventario es el estudio de un área, lugar o hábitat para determinar 
el número de especies (riqueza), por lo que el resultado final es una 
lista de especies; en tanto que el monitoreo consiste en el estudio de la 
abundancia de individuos, en una o más poblaciones de una especie, 
a lo largo del tiempo. La base para los programas de monitoreo de 
poblaciones de anfibios es la estimación de la abundancia absoluta 
o relativa con el objetivo de hacer inferencias sobre variación en 
espacio y/o tiempo.
Existen diversas técnicas para medir la diversidad biológica, las 
cuales dependen para su aplicación de los objetivos de los estudios, 
los recursos económicos y de personal que se tengan para su im-
plementación y el nivel de precisión que se desee lograr en estos 
estudios. Es importante conocer la precisión y el nivel de profun-
didad de los inventarios, dado que, por presupuestos bajos, y la alta 
inversión de tiempo que demandan los estudios sobre densidades 
poblacionales, muchas veces resulta más útil medir y comparar la 
riqueza de especies.
Como casi siempre resulta imposible efectuar conteos de todos los 
individuos y especies de un determinado lugar (censo), se recurre 

1 Conservación Internacional, Carrera 13 No. 71-41, Bogotá, Colombia. jvrueda@yahoo.com

2 Universidad del Valle, Facultad de Ciencias Naturales y Exactas, Laboratorio de Herpetología, 
Cali-Colombia. fcastro@univalle.edu.co

3 Investigadora Asociada a la Colección Boliviana de Fauna, calle Pedraza #344, Casilla 9179 
La Paz, Bolivia. mabuyaccf@yahoo.com

Anexo 1. Antes de trabajar...

Recuerde: 
1. Probar el equipo antes de salir al campo
2. Controlar y monitorear el equipo y el ajuste de sus conexiones antes 

y durante el desarrollo de una grabación
3. Monitorear el nivel de grabación y lo que está grabando
4. Grabar a una distancia entre 0.5 y 2 metros del animal si no conoce 

su frecuencia. Si la conoce, grabar a aproximadamente una longitud 
de onda de distancia del animal

5. Buscar optimizar la razón de señal a ruido antes o en el transcurso 
de la grabación, evitando a la vez la distorsión

6. Grabar varios cantos por individuo en la medida de lo posible
7. Documentar la grabación en las hojas y en el medio de almace-

namiento, así como la temperatura, las condiciones climáticas y 
hábitat en los que se efectuó la grabación

8. Establecer un patrón metódico de registro y almacenamiento de 
información

9. Escribir o indicar cualquier aspecto de importancia (si utilizó  
“playbacks” para obtener los cantos, si hubo interrupciones en 
la grabación y porqué, si hubo otros sonidos, etc.) al finalizar la 
grabación, antes de que se le olvide

10. Proteger el equipo de grabación del contacto directo con el agua o 
con tierra, suciedad, etc.

11. Llevar equipo extra de repuesto en el caso de cualquier eventualidad, 
donde sea posible

12. Tener paciencia 
13. Mantener silencio mientras efectúa sus grabaciones
14. Revisar la carga de las pilas/baterías con regularidad
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nivel de precisión y sesgos de los estimadores poblacionales. De la 
misma manera, los métodos de análisis de la información que se 
sugieren a continuación, están orientados a interpretar los datos 
acopiados informando acerca de las restricciones impuestas por la 
detectabilidad de anfibios en los diferentes hábitats, la experiencia 
de los investigadores y el tiempo. 

Técnicas de muestreo

I) Inventario completo de especies (búsqueda libre y sin 
restricciones) 
Es el método más eficiente para obtener el mayor número de es-
pecies en el menor tiempo por parte de colectores experimentados. 
Consiste en realizar caminatas durante el día y la noche, en busca 
de anfibios, pero sin que existan mayores reglas para la búsqueda 
(excepto el revisar minuciosamente todos los microhábitats disponi-
bles). Su objetivo es registrar el mayor número posible de especies; 
la eficiencia y comparabilidad se fortalecen si el muestreo, a corto 
plazo, se realiza durante el período del año y condiciones climáticas 
en que la herpetofauna es más activa (época de lluvias y alta hume-
dad). La herpetofauna, en general, suele incrementar su movilidad 
2 ó 3 días después de lluvias fuertes dependiendo de la temperatura 
ambiente. Esta técnica permite comparaciones entre hábitats en un 
solo lugar, puesto que las comparaciones entre lugares diferentes 
resultan inapropiadas, en virtud de las diferencias ambientales (cli-
ma, cobertura vegetal, predadores, competidores, etc.) que tienen 
un impacto significativo sobre la composición y abundancia de la 
herpetofauna. Se recomienda estratificar por tipos de hábitats. Es de 
vital importancia que se cuantifique el esfuerzo de colecta valorado 
bien sea como el número de individuos avistados o atrapados, o en 
términos de área o tiempo.
Para que las comparaciones resulten válidas se requiere medir el nivel 
de esfuerzo; éste se puede realizar mediante la curva de acumulación 
de especies, en donde la frecuencia de adicionar una especie, no avis-
tada previamente, decrece con el tiempo. Las curvas de acumulación 
de especies muestran qué tan rápidamente aumenta el número de 

a efectuar un muestreo sobre la base de selección aleatoria y repre-
sentativa de las poblaciones y hábitats. A partir de las muestras se 
pueden realizar inferencias acerca de los tamaños de las poblaciones 
y la diversidad de especies. Para tener precisión en los estimadores 
es necesario identificar las fuentes de variabilidad y sesgos: periodo 
del día, condiciones climáticas, capacidad/experiencia de los obser-
vadores, distribución de especies, variación natural de los hábitats, 
etc. Igualmente es necesario que los estudios puedan ser replicados 
para validar los resultados obtenidos, lo cual puede realizarse re-
muestreando los sitios originales de muestreo o muestreando en 
hábitats similares. 
Si los puntos de muestreo no están distribuidos al azar, en toda el área 
de estudio, el análisis de las muestras resultantes podrá subestimar 
o sobrestimar la biodiversidad. La heterogeneidad ambiental puede 
evitarse: 1) reconociendo la variación, efectuando submuestreos en 
los diferentes tipos de hábitats y luego comparando las estimaciones 
resultantes entre los tipos de hábitat (muestreo estratificado), o 2) 
ignorando la heterogeneidad y muestreando al azar, sin tener en 
cuenta el tipo de hábitat (Thompson 2002, Morris & Doak 2002). 
En ambos casos, distribuir los muestreos al azar en el área de estudio 
es una excelente estrategia para minimizar el problema del sesgo del 
muestreo, tanto en comparaciones dentro de un mismo estudio como 
en comparaciones entre estudios.
La meta principal de los estudios de inventario y monitoreo es brindar 
datos comparativos para el análisis de la biodiversidad, así como exa-
minar las tendencias poblacionales, las extinciones locales y el impacto 
de las actividades locales sobre las poblaciones de anfibios.
En este manual se resumen algunas de las técnicas expuestas en He-
yer et al. (2001), Lips et al. (2001), Bibby et al. (1998), Thompson, et al. 
(1998) y Schemnitz (1980), para medir la riqueza de anfibios, en un 
sitio en particular, mediante procedimientos cuantitativos y diseños aleatorios 
para que un inventario inicial de anfibios pueda expandirse a un programa de 
monitoreo. La clave de un programa de monitoreo radica en obtener los 
objetivos dentro de las limitaciones de costos, por lo que la selección 
de una técnica de muestreo debe ser vista en términos de costos y 
utilidad de los resultados. La utilidad de los resultados depende del 
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Figura 1. Curva de rarefacción para las comunidades herpetológicas de bosque primario en la 
Selva de Florencia, Caldas. 

Tabla 1. Ejemplo de cálculo del acumulado de especies en función del número de ejemplares 
capturados/día. El acumulado resulta de la adición de los valores de captura anteriores al día del 
cálculo. En este caso, los números de animales son fracciones en lugar de enteros por cuanto son 

promedios de un gran número de trampas de caida.

II) Muestreo de Relevamiento Sistemático (MRS) 
Muestreo riguroso a corto plazo limitado por el número, en donde se 
registra cada animal encontrado en cada hábitat hasta una cantidad 
preseleccionada de antemano (30-50 individuos); este procedimiento 
se centra en la captura o avistamiento de ejemplares y no de espe-
cies. Los coros de reproducción se contabilizan como UN ejemplar. 
El MRS es más comparable entre sitios muestreados con diversas 
técnicas de colecta, y en los que los tiempos de búsqueda están bien 
distribuidos entre hábitats y horas del día y la noche.

especies registradas en cierta localidad con relación al aumento en 
el esfuerzo de muestreo. Las curvas de acumulación de especies son 
útiles para contrastar la riqueza de especies en varias localidades, aún 
cuando el esfuerzo de muestreo haya sido distinto. 
Se recomienda cuantificar el período de tiempo gastado para registrar 
la riqueza, el número de observadores y el número de horas mues-
treadas; si se registra también el tiempo y la fecha en que cada especie 
es observada es posible adelantar varios análisis (determinación de 
patrones de actividad, índices de abundancias relativas). Se debe tener 
en cuenta que si se trabaja en parejas, cada pareja representa en la 
práctica un único observador; igualmente períodos simultáneos de 
observación por diferentes parejas pueden ser agrupados o tratados 
como períodos de observación consecutivos, verbigracia, dos parejas 
trabajando en diferentes áreas, a la misma hora, pueden ser tratadas 
como una unidad, la unidad de tiempo puede ser expresada en horas 
o días (semanas, meses, etc). Es preciso recordar que unidades de 
tiempo menores de un día pueden sesgar la curva (por cambios en 
los patrones de actividad de las especies).

Análisis de los datos 

El propósito es efectuar comparaciones entre sitios y permitir pre-
dicciones acerca de la riqueza de los sitios y describir la abundancia 
relativa de las diferentes especies en un mismo hábitat y entre sitios. 
La riqueza estimada puede ser predicha sobre las curvas de acumula-
ción de especies (exponencial o logarítmica), o mediante una recta de 
regresión (número de nuevas especies registradas por cada unidad de 
muestreo contra el logaritmo10 del número acumulado de especies). 
La curva exponencial resulta más adecuada en aquellos casos que 
se muestrea una anfibiofauna bien conocida, en un área pequeña y 
homogénea; pero en aquellos casos que se muestrean grandes áreas 
inexploradas y heterogéneas es preferible utilizar una curva logarít-
mica; en todo caso se recomienda seleccionar la curva con la más 
baja varianza residual. La curva de aparición de especies estima qué 
tanto del total de la riqueza de un sitio ha sido registrado durante un 
muestreo y el número total de especies que es factible registrar.
La Tabla 1 demuestra cómo se calcula el acumulado de especies en 
función del número de ejemplares capturados/día.
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Tabla 2. Categorías de abundancia relativa en función a la tasa de encuentro de individuos y su 
interpretación jerárquica y ordinal.

Tabla 3. Cálculo de las categorías de abundancia relativa en función a la tasa de encuentro de 
múltiples observadores. Tasa de encuentro=Número total de individuos registrados por uno o 

todos los observadores dividido por la duración del período de observación.

b) Listas de Mackinnon (Mackinnon & Phillips 1993) 

Técnica para estimar curva de acumulación de especies y establecer 
un índice de abundancia relativa que se basa en el tiempo (unidad 
de esfuerzo) que le toma a un investigador registrar un número pre-
determinado de especies. Su ventaja radica en su menor sensibilidad 
a las habilidades de los investigadores y periodos de actividad de la 
fauna. El observador hace una lista de especies registrando cada 
nueva especie hasta que un número predeterminado (8-20 taxa) es 
alcanzado. La cantidad de especies preseleccionada es proporcional 
a la riqueza (a mayor riqueza mayor cantidad de especies a registrar 
en las listas). Una especie solo puede ser anotada una sola vez en 
cada lista, pero puede ser registrada en listas subsecuentes, dentro 
de un hábitat en particular. Las comparaciones solo son válidas 
entre muestreos donde se escogió la misma cantidad de especies. El 
número ideal de listas por sitio puede variar entre 10-15. Se debe 
tener cuidado de no muestrear los mismos sitios.

III) Relevamiento por Encuentros Visuales (REV) 
Búsqueda limitada por unidad de tiempo de esfuerzo (que brinda 
un cierto número de especies colectadas u observadas por persona 
hora). Para su empleo se debe estandarizar el esfuerzo de colecta 
dentro de los diversos tipos de hábitats; así se pueden expresar tanto 
los datos de abundancia individual de especies como el número de 
animales vistos por unidad (distancia o superficie) de hábitat por 
hora. Su principal limitación es que no todos los hábitats y micro-
hábitats pueden ser muestreados con la misma eficiencia, y debido a 
la violación de gran cantidad de los supuestos (igual probabilidad de 
detección para todos los individuos y todas las especies, no ocurren 
sesgos debido a la capacidad de los observadores, un individuo solo 
es registrado una vez durante el muestreo), la abundancia relativa de 
especies puede ser comparada sólo entre sitios con el mismo tipo de 
hábitat. Cuando se utiliza el individuo detectado como la unidad de 
muestreo (y no una unidad de tiempo de muestreo, así por ejemplo, 
una hora de muestreo), se controla la variación temporal en la detec-
tabilidad causada por el hecho de que ciertas horas del día son más 
productivas para la detección de animales. Este método es útil para 
registrar lagartijas grandes, culebras y ranas arborícolas.

Métodos para estimar abundancias relativas

a) Tasas de encuentro 

Si se registra el tiempo (horas) invertido en cada muestreo y el 
número de individuos de cada especie detectada, se puede derivar 
una tasa de encuentro por especie, al dividir el número de anfibios 
registrados por el número de horas invertido en el muestreo (anfi-
bios por hora para cada especie). Información adicional puede ser 
derivada si se determinan por separado las tasas de encuentro para 
cada tipo de hábitat.
Por otra parte, si se asume que una especie es tan fácil de localizar 
en un sitio como en otro, entonces la tasa de encuentro por especie 
puede ser empleada como un indicador de la abundancia relativa 
(no un substituto de la densidad). La tasa de encuentro puede ser 
clasificada en categorías ordinales de abundancia, como se muestra 
en las Tablas 2 y 3.
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de que entre más común sea una especie, esta podría ser registrada 
en los primeros intervalos de tiempo de cada conteo y aparecería 
en muchos más conteos que las especies más raras. Se recomienda 
realizar un mínimo de 15 muestreos en diferentes partes de cada sitio 
o utilizar un área de 1 km2  para cada conteo. Al realizar cada conteo 
el investigador inspecciona de manera intencional todos los hábitats 
y microhábitats disponibles  y se concentra en aquellos lugares donde 
la actividad de la anfibiofauna es mayor.

Tabla 4. Tabla de conteos de aparición de especies en el tiempo. Cada especie registrada se anota 
una sola vez en la tabla. 

Para analizar los resultados de la Tabla 4, a cada especie se le asigna 
una puntuación arbitraria, dependiendo del intervalo de tiempo en 
que fue detectada, de tal manera que a las especies registradas en el 
primer intervalo (0-10 minutos) se les asigna un puntaje de 6, a las 
del segundo intervalo un puntaje de 5 y así sucesivamente, hasta que 
las especies detectadas en el último intervalo de tiempo tienen un 
puntaje de 1. El índice de abundancia relativa se obtiene de promediar 
los puntajes para cada conteo y varía entre  un valor máximo de 6 
y un mínimo de 1/n (donde n es el número de conteos realizados; 
ver Tabla 5).
Las tasas de encuentro, las listas de Mackinnon y los conteos de 
especies en el tiempo sirven para estimar las abundancias relativas; 
pero debe tenerse cuidado con las comparaciones dados los sesgos 
provocados por la detectabilidad de las especies. Las listas de Mac-
kinnon y los conteos de especies en el tiempo subestiman la abun-
dancia de las especies gregarias, puesto que, a diferencia de las tasas 
de encuentro, no contabilizan el número de individuos registrados, 
sino más bien la frecuencia de avistamiento de las especies.

La elaboración de una curva de descubrimiento o aparición de es-
pecies implica el graficar el número acumulado de especies contra el 
número de individuos (Figura 2). La abundancia relativa para cada 
especie, para cada sitio, es equivalente a la fracción de la lista en que 
la especie fue registrada; así por ejemplo si una especie fue registrada 
en 8 de 10 listas en el sitio A y en 3 de 15 listas en el sitio B, el índice 
de abundancia relativa es de 0.8 para el sitio A y de 0.2 para el sitio 
B. Este índice puede variar entre 0 (ausente) y 1 (especie registrada 
en todas las listas).

Figura 2. Curvas de rarefacción de anuros para tres bosques de niebla de la cordillera Oriental de 
Colombia.  

c) Conteos de aparición de especies en el tiempo 

Método simple de comparar faunas de áreas extensas mediante 
muestreos de hábitats representativos. Es una metodología sencilla 
para derivar un estimador de abundancia relativa. Los datos se re-
gistran en una tabla de 6 columnas, correspondientes a 6 intervalos 
de 10 minutos de duración para muestreos de 1 hora de duración 
(ver ejemplo en la Tabla 4). El investigador se desplaza lentamente 
a través del área de estudio por espacio de una hora. Durante los 
primeros diez minutos  de observación se registran, en la primera 
columna de la tabla, todas las especies avistadas (sin prestar atención 
al número de individuos). Durante el segundo período, de 10 mi-
nutos de duración, se anotan en la segunda columna las especies no 
registradas previamente y así sucesivamente hasta completar los 60 
minutos. El índice de abundancia relativa se basa sobre la presunción 

0-10 minutos 10-20 minutos 20-30 minutos 30-40 minutos 40-50 minutos 50-60 minutos 
Bufo marinus 
Bufo granulosus 
Hyla mathiassoni 
Scinax rubra 
Hyla crepitans 

Leptodactylus
colombiensis
Phyllomedusa 
hypochondrialis 
Hyla lanciformis 

Scinax rostrata 
Hyla punctata 
Leptodactylus
pentadactylus

Leptodactylus
fuscus
Lithodytes 
lineatus

Physalaemus
enesefae 
Phrynohyas
venulosa

Elachistocleis 
ovalis
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IV) Muestreos de parcelas o cuadrantes 
Consiste en buscar de manera intensiva los anfibios en polígonos de 
formas y tamaños diversos. Para la implementación de esta metodo-
logía se recomienda el empleo de parcelas cuadrangulares de 8 x 8 m, 
en lugares seleccionados de  manera aleatoria dentro de un hábitat, y 
se inspeccionan exhaustivamente en busca de anfibios y reptiles. Es 
una técnica muy útil para especies (anfibios y lagartijas pequeñas) que 
viven sobre hojarasca dentro de un área relativamente homogénea. 
Las parcelas, además de ser dispuestas aleatoriamente en el área, 
deben ser muestreadas en una secuencia aleatoria para minimizar los 
efectos de cambios temporales de corto plazo en la actividad de las 
especies. Igualmente, es preferible no cambiar a los observadores a 
lo largo del estudio; el mismo equipo analizará todas las muestras. 
Se recomienda repetir los muestreos bajo las mismas condiciones 
climáticas y en el mismo período de tiempo. Un mínimo de 50 cua-
drantes brindan datos suficientes para análisis estadísticos. 
El método de las parcelas sirve para monitorear cambios a través del 
tiempo, para medir las diferencias entre diversas áreas (o tipos de hábi-
tats) en un tiempo dado. Este tipo de muestreo ha sido empleado con 
éxito en las selvas tropicales para determinar densidades, diversidad 
de especies y abundancias relativas (Lieberman 1986, Scott 1976). 
Si se dispone un gran número de cuadrantes de manera aleatoria, los 
resultados no se ven comprometidos por efecto de la heterogeneidad 
de hábitats, aún  en ambientes muy fragmentados. El muestreo por 
cuadrantes resulta útil para detectar patrones espaciales, determinar 
el reparto de los diferentes microhábitats y acopiar datos importantes 
acerca de la historia de vida de cada especie.

Tabla 5. Análisis de tres conteos de aparición de especies en el tiempo (el primero de ellos 
se encuentra tabulado acorde con la tabla anterior). Datos derivados de una pequeña charca 

localizada en los Llanos Orientales de Colombia.
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agregadas. Un error común consiste en establecer las transectas a lo 
largo de los caminos. Los caminos y senderos nunca son establecidos 
al azar, y por lo regular están dispuestos siguiendo la topografía, y 
no cruzándola. La fauna puede estar influenciada positiva o negati-
vamente por la presencia de caminos.
Esta técnica se emplea para monitorear cambios, en un área deter-
minada, a lo largo del tiempo o para evaluar diferencias faunísticas, 
entre áreas, en un tiempo dado. Este método es útil para monitorear 
especies no muy móviles que no huyen durante el período de mues-
treo y con distribución en parches. Una modificación consiste en 
realizar un conteo por puntos: caminar a lo largo de una transecta 
determinada y registrar todos los anfibios observados durante un 
período de tiempo predeterminado (10 minutos), para luego mo-
verse a otro punto seleccionado de manera aleatoria o sistemática y 
repetir la operación. 

VI) Transectas de bandas auditivas 
Se fundamenta en las vocalizaciones emitidas por los machos adultos 
durante la época reproductiva, las cuales son específicas para cada 
especie. Esta técnica consiste en contar los machos que cantan a lo 
largo de una transecta de una longitud predeterminada, por lo regu-
lar1 km de longitud, cuyo ancho varía de acuerdo con la distancia de 
detección del canto de la especie focal; es decir, la distancia máxima 
a la cual el animal puede ser escuchado por el observador. Se reco-
mienda muestrear entre 2 y 5 transectas con una frecuencia de 6-9 
revisiones por transecta. Mediante este método se puede determinar 
la abundancia relativa de machos cantando, la abundancia relativa de 
todos los adultos (si se conoce la relación de sexos), la composición 
de especies de un lugar dado, el uso del microhábitat, la distribución 
de las especies y la fenología reproductiva de las especies.
Esta técnica es muy útil en ecosistemas complejos como las selvas 
tropicales donde existe una elevada riqueza, varios estratos verticales 
y muchos microhábitats potenciales; sin embargo, resulta inapropiada 
para muestrear hábitats lineares como quebradas y arroyos (dado el 
ruido del agua que opaca el canto de los anfibios), al igual que para 
estimar las abundancias de especies que se reproducen de manera 

V) Muestreo por transectas de banda estrecha (2 m) o de banda fija 
(la longitud y el ancho de cada transecta son pre-establecidos por 
el investigador)
Mediante este procedimiento se realizan recorridos a lo largo de una 
línea (por lo general recta) predeterminada, efectuados a una velo-
cidad constante y durante los cuales se intenta detectar la presencia 
de individuos (o grupos) de anfibios. Los recorridos se seleccionan 
a través de un procedimiento aleatorio, y se contabilizan todos los 
anfibios escuchados u observados  dentro de una línea prefijada 
(2 m para la banda estrecha u otro valor) perpendicular a la línea. 
Un índice que se emplea con regularidad se basa en el número de 
individuos registrados (vistos u oídos) durante una transecta, el cual 
normalmente se expresa como el número de animales observados por 
kilómetro de recorrido (Guinart & Rumiz 1999). Es aconsejable que 
para el empleo de esta técnica se dispongan, de manera aleatoria, 10 
transectas rectas de 100 m de longitud y 2 m de ancho en cada tipo 
de hábitat y se revisen minuciosamente (por grupo de 2 personas) 
en busca de anfibios; en algunas situaciones (terrenos muy agrestes, 
colinas muy empinadas, etc.), se recomienda dividir cada transecta 
en 100 subsecciones de 1 x 2 m y muestrear aleatoriamente 10 de 
ellas. Las transectas deben ser muestreadas en secuencias aleatorias 
para minimizar los efectos de cambios temporales de corto plazo. 
En general, cuanto mayor sea el número de replicaciones de las 
transectas, menor será la posibilidad de cometer un error estadístico 
tipo II; es decir aceptar una hipótesis nula falsa. Para garantizar la 
independencia de las muestras se recomienda ubicar cada transecta 
a una distancia mínima de 250 m, una de la otra.
En caso de la prospección de un curso de agua o un bosque ripario, 
la configuración de las transectas puede ser paralela o perpendicular 
dependiendo del estudio. En el muestreo por transectas de banda 
estrecha, la precisión se incrementa cuando éstas se emplazan de 
acuerdo al gradiente de mayor variabilidad. Por ejemplo, deben de 
orientarse perpendicularmente a una corriente de agua y no parale-
lamente. Deben estar dispuestas en contra de la pendiente, en lugar 
de seguir las cotas de nivel. Las transectas proporcionan mayor pre-
cisión que las parcelas cuando las distribuciones animales son más 
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una trampa de caída, usualmente recipientes de 5 galones (Figuras 
3, 4 y 5) o trampas de puerta unidireccional en donde los ejemplares 
penetran con facilidad pero no pueden salir, debido a que la puerta 
se mantiene cerrada por fuerza de la gravedad (para más detalles re-
mítase a Voigt & Hine 1982); se emplean como trampas de captura 
viva (marcado y recaptura). El muestreo con cercas en línea recta 
y trampas de pozo es útil para el monitoreo de especies terrestres 
y semifosoriales. Sirve para determinar riqueza, pero solo captura 
especies con escasa capacidad trepadora o escaladora. Los arreglos 
de las barreras y trampas deben seguir un diseño aleatorio dentro 
del área de interés; la estratificación del hábitat podría incrementar 
la representatividad del muestreo. Es importante que la disposición 
de las barreras y trampas tomen en consideración la distancia a las 
fuentes de agua y la intersección de corredores de dispersión. Tam-
bién es importante revisar las trampas regularmente, y sobre todo 
inmediatamente después de una fuerte lluvia, dado que los animales 
atrapados (anfibios, reptiles, pequeños mamíferos e invertebrados) 
podrían ahogarse en exceso de agua. Igualmente se recomienda per-
forar agujeros en la base de los recipientes, para permitir la salida del 
agua (Figura 6). También es importante que los agujeros excavados 
en el suelo para albergar las trampas sean un poco más hondos que 
el recipiente, y que tengan topes (por ejemplo, piedras) entre el reci-
piente y el suelo, para que el agua pueda ser eliminada eficientemente 
(Figura 7). Finalmente, el colocar un poco de hojarasca o algunas 
rocas en el fondo del recipiente, así como una esponja humedecida, 
les brinda un refugio a los animales capturados y reducen la morta-
lidad por deshidratación de los anfibios (Figura 8).

explosiva y que cantan durante un corto período de tiempo. Se debe 
tener cuidado con el sesgo que se introduce cuando se contabilizan 
coros de más de 10 individuos vocalizando al unísono, dada la super-
posición de los cantos. En este caso, la abundancia de los machos en 
los coros debe ser cuantificada visualmente, o cuantificar  cada coro 
como un individuo. Es casi imposible contabilizar ejemplares en coros 
grandes, dado que es muy difícil discernir los cantos individuales en 
esta algarabía. Resulta útil definir un índice  de vocalizaciones bajo la 
siguiente jerarquía: 1 un macho audible, 2 un coro conformado por 
2-5 machos, 3 coro de 6-10 machos y 4 coro de más de 10 machos 
(ver en Lips et al. 2001).
Este es un método eficiente, muy poco dispendioso, en donde se 
registran con la misma facilidad las especies arborícolas, las crípticas, 
las fosoriales y de la hojarasca, y puede ser realizado por un solo 
investigador. Se recomienda caminar las transectas desde el atardecer 
hasta 3 horas después de oscurecer.
Las transectas pueden ser dispuestas en línea o en banda; en la pri-
mera de ellas el observador estima la distancia perpendicular entre 
cada individuo detectado visual o auditivamente y la línea media de la 
transecta, en tanto que en la segunda se registran todos los individuos 
que se encuentren dentro de un ancho de banda predeterminado. 
Algunos de los supuestos principales de este método son que todos 
los individuos de la línea o dentro de la banda pueden ser detectados, 
cada macho es contabilizado una sola vez, dentro de la transecta se 
detectan todos los individuos, y todos los hábitats son muestreados 
dentro de la región de estudio.
En los relevos visuales el observador debe encontrar los individuos 
y su capacidad para detectarlos varía en función del tamaño, la colo-
ración, el clima, el tipo de movimiento, la habilidad del observador, 
etc.; en tanto que en los relevos auditivos los animales advierten su 
presencia.

VII) Muestreo con cercas de conducción en línea recta y trampas de 
foso o trampas de puerta unidireccional
Esta técnica hace uso de barreras cortas (de 5-8 m de longitud y 
0.8-1 m de altura) que interceptan a los individuos y los conducen a 

Figura 3a. Construcción y disposición de trampas de pozo.
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Figura 5. Ejemplo de la disposición de las 
cercas en línea recta en función de las 

trampas.

Figura 3b. Construcción y disposición de trampas de pozo.

Figura 4. Vista aérea de disposición de las cercas en línea recta y trampas de pozo.
Figura 6. Disposición de los agujeros en la base de los recipientes que funcionan como trampas 

de pozo.
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mucho trabajo y esfuerzo físico, además de personal, para disponer 
un número representativo de las mismas; por ello su empleo se 
suele  restringir a lugares relativamente planos, de suelos arenosos 
o franco-arenosos, fáciles de cavar y bien drenados y en programas 
de monitoreo a largo plazo, de tal manera que se justifique el tiempo 
invertido en disponer las trampas. Algunos de los grupos de anfibios 
que pueden ser trampeados con mayor éxito incluyen bufónidos, 
dendrobátidos, leptodactílidos (como por ejemplo, Leptodactylus en-
gystomops, algunos Eleutherodactylus terrestres), microhílidos, salamandras 
terrestres y cecilias. El éxito de las cercas depende de que el plástico 
o el material que se utilice quede semienterrado a una profundidad 
de unos 25 cm y bien tensionado. La disposición de cercas de 5 m 
de longitud, dispuestas en tríadas con trampas de embudo o caída en 
sus extremos ha resultado adecuada en la mayor parte de los estudios. 
Las trampas deben permanecer tapadas durante los periodos que no 
están siendo monitoreadas y requieren ser revisadas diariamente, te-
niendo cuidado con serpientes venenosas, escolopendras y alacranes 
que también suelen ser atrapados con estos dispositivos.

VIII) Muestreo de  estadios larvales 
Diversos tipos de aparejos se utilizan para la captura de los renacuajos 
de muchas especies de anfibios dentro de los que se destacan el uso 
de nasas, redes de arrastre en superficie, redes de arrastre de fondo, 
y trampas de clausura en las que los renacuajos se atrapan dentro 
de un cilindro o envase de un volumen determinado de agua. Estos 
métodos se utilizan para determinar la riqueza de renacuajos de un 
determinado cuerpo de agua y establecer el tamaño de la población 
larval. Por lo regular, la mayor parte de los métodos no producen 
lesiones, ni alteraciones en el comportamiento de los renacuajos, 
por lo que se recomiendan para la prospección de especies raras y 
amenazadas.
Dado que los estimativos de población exigen el cumplimiento de 
algunas premisas básicas como el que todos los renacuajos tengan la 
misma probabilidad de ser capturados, y que el esfuerzo de colecta 
sea igual, se deberán diseñar métodos de muestreo aleatorios y efec-
tuar los cálculos mediante procedimientos de remoción o análisis de 
cuadrantes; las diferencias entre los dos radican en que los diseños 

Figura 7. Disposición de los topes en la base del agujero, para permitir la eliminación del exceso 
de agua.

Figura 8. Disposición de las hojas en la base de la trampa de caída.

El empleo de trampas de caída, trampas de embudo y la disposición  
de las cercas en línea es bastante dispendioso  por lo que requiere 



154 •

Técnicas para el inventario y muestreo de anfibios

• 155

Técnicas para el inventario y muestreo de anfibios

En lagunas se pueden seleccionar transectas de 100 m de lon-
gitud, dispuestas paralelas  a la línea costera y subdividirlas en 
5 secciones de 20 m de longitud cada una. Las diferentes zonas 
de profundidad (3 o 4 como máximo) pueden ser establecidas 
acorde con la máxima profundidad registrada. En cada punto 
de muestreo (seleccionado de manera aleatoria en cada sección), 
se debe tomar el mismo número de muestras, y las abundancias 
deben ser calculadas de manera separada para cada zona y sec-
ción. Se sugiere utilizar redes abatibles sobre el fondo en cada 
punto de muestreo, las cuales consisten en cuadrados de malla 
de 1 m de lado, dispuestas sobre el fondo y que son izadas de 
manera vertical en el momento del muestreo.
3. Barrido con nasas y redes de arrastre de fondo para quebra-
das y corrientes de agua, para lo cual se deben establecer los 
diferentes tipos de hábitats disponibles para los renacuajos: 
remansos, corrientes, rápidos, etc., y muestrear por períodos 
de tiempo equivalentes cada uno de ellos, revolviendo el fondo 
con las nasas y/o redes.

Datos asociados
Para la recolección de los datos en el campo es fundamental llevar 
un equipo compuesto por un mapa topográfico, brújula o GPS, 
altímetro, una grabadora de alta fidelidad, linterna, cámara fotográ-
fica y un termómetro, entre otros. Durante el desarrollo de la fase 
de campo es importante registrar una serie de datos asociados a los 
inventarios, que tienen una profunda incidencia en los tipos de análisis 
que se podrían realizar después y los cuales deberán ser anotados en 
hojas o protocolos de campo preparados para el efecto (ver Anexo 
1, como ejemplo).

Datos geográficos mínimos
La descripción geográfica y política de los sitios de muestreo debe 
ser lo más precisa posible e incluir, como mínimo, información 
relativa a:

empleados para estimar el tamaño poblacional por remoción no 
requieren la independencia de las muestras, en tanto que el de los 
cuadrantes exige la independencia de las muestras.
Como la efectividad de los distintos aparejos de captura de renacuajos 
varía con el tipo de hábitat utilizado por las larvas, se recomienda 
emplear los siguientes métodos para los tres tipos generales de am-
bientes acuáticos en los cuales es factible encontrar renacuajos:

1. Remoción con redes de arrastre en pequeños cuerpos de 
agua como charcos, estanquillos, oquedades de los árboles, 
axilas de plantas arrosetadas, etc., en donde se remueve la to-
talidad de las larvas mediante sucesivos barridos de la red y se 
registra el número de renacuajos por cada lance hasta que no se 
capturen animales adicionales; todos los individuos atrapados 
se mantienen vivos en un recipiente y sólo se reincorporan al 
agua hasta que se tenga la certeza de haber extraído la totalidad 
de la población.
2. Muestreo aleatorio estratificado por profundidad y tipo de 
microhábitat para lagunas y grandes cuerpos de agua perma-
nentes. El muestreo al azar estratificado se utiliza en ambientes 
heterogéneos y la probabilidad de encontrar los organismos es 
distinta en diferentes porciones del hábitat. Igualmente para 
aumentar la precisión y disminuir costos se subdivide el hábitat 
en estratos (los estratos no se eligen al azar) pero sí lo son las 
unidades muestrales dentro de cada estrato. 
Para un muestreo al azar estratificado se requiere:
• Estimar el tamaño de todos los estratos (en m2 o km2), no 
tienen que ser del mismo tamaño
• Una vez definidos los estratos, se muestrea cada estrato por 
separado mediante un diseño de muestreo aleatorio simple
La cantidad de unidades de muestreo por estrato se determina 
proporcionalmente al tamaño o representatividad del estrato: 
Por ejemplo, muestrear una fracción constante en cada estrato 
(10% de todas las unidades de muestreo en cada estrato), ga-
rantizando un mínimo de 2 muestreos (para permitir el cálculo 
de las varianzas).
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etc.) y realizar una descripción general de la cobertura, el 
número de estratos, la abundancia de bromelias y plantas 
arrosetadas, el grado de epifitismo y abundancia de musgos. 
Así mismo se deberán señalar los principales tipos de impac-
tos que atentan contra la estabilidad del hábitat.

Para los hábitats acuáticos se deberá indicar el tipo de hábitat: 
lótico, léntico, marisma, fitotelmatas (lago, laguna, estanque, 
pantano, charco efímero, quebrada, riachuelo, arroyo, etc.), 
estimar su superficie y profundidad, caudal,  el tamaño del 
espejo de agua, los tipos de vegetación: emergente, flotante, 
ribereña. El tipo de fondo (lodo, limo, arena, roca, etc.) o 
substrato y algunos parámetros físico-químicos como tem-
peratura, turbidez, acidez, y oxígeno disuelto. 

Distancia de una fuente de agua, tipo de agua, vegetación 
ribereña, etc.

Medición de condiciones climáticas básicas: se recomienda 
registrar las condiciones meteorológicas mínimo dos veces, 
al día: al comenzar y al finalizar los muestreos. 

Tiempo: puede aplicar la siguiente simbología, lluvia, llo-
vizna, aguacero, niebla (si se presentan dos condiciones 
simultáneas, emplear la de mayor jerarquía, así por ejemplo, 
si hay lluvia y niebla, se debe registrar lluvia). Para describir 
la nubosidad utilizar: cubierto, cuando más del 90% del 
cielo está oculto por nubes; nuboso, del 50 al 90% nublado; 
disipado, 10-50% de nubosidad y despejado, menos del 10% 
de nubosidad.

Dirección y velocidad del viento: registre con un anemó-
metro estas variables, exprese la dirección del viento en 
dieciseisavos de brújula (N, NNE, NE, etc).

Presión atmosférica: medirla con un barómetro.

Temperatura: registrar la temperatura a la sombra y a una 
altura constante del piso (2 m) y expresarla en grados Celsius. 
Igualmente se recomienda registrar la temperatura mínima 
y máxima diaria. 

3.

4.

5.

6.

7.

8.

9.

País, estado o departamento, municipio o división política 
terciaria, flanco o ladera de una cordillera y sistema hidro-
gráfico principal.

Colombia, departamento del Meta, municipio de Villavicencio, flanco 
este de la cordillera Oriental, cuenca del río Guatiquía.

Localidad específica: precisar con el mayor detalle posible la 
localidad de muestreo; así por ejemplo: 

Vereda Las Amarillas, finca El Retoño, quebrada La Miel, km 3 
por carretera en dirección NE de la cabecera municipal.

Coordenadas geográficas: la latitud y longitud se deben 
anotar en grados, minutos y segundos y evitar el empleo 
de decimales.

Altura: la altitud sobre el nivel del mar debe ser expresada en 
metros y medida de preferencia con un altímetro y no con el 
GPS o puede ser estimada y registrarla como tal.

Fecha: señalar el día, mes y año en que se realizó el muestreo; 
también resulta útil indicar la temporada climática prevale-
ciente durante el muestreo.

Observadores: indicar el nombre de cada uno de los parti-
cipantes y su función dentro del estudio.

Datos sobre el hábitat
Clasificación general del hábitat: para proporcionar una 
caracterización general de la vegetación o de la cobertura 
vegetal en la zona de muestreo, se sugiere elaborar o contar 
con un mapa a una escala de 1:2000, donde se señalen los 
principales tipos de vegetación, los senderos, caminos, arro-
yos, pantanos y cualquier accidente topográfico. Además se 
deberán ubicar los puntos de muestreo y las cercas en línea, 
trampas de foso, etc.

Se deberá indicar la categoría general del hábitat (selva, bos-
que nublado, pradera, bosque caducifolio, sabanas arboladas, 

1.

1.

1.

2.

3.

4.

1.

2.
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Condiciones atmosféricas: tenga en cuenta que las lluvias 
intensas disminuyen la actividad de muchas de las especies de 
anfibios, al igual que el frío y las sequías extremas. Las nieblas 
constantes y permanentes pueden sesgar negativamente la 
detectabilidad de las especies.

La Tabla 6 proporciona un resumen de los usos, ventajas y 
desventajas asociados a los métodos de inventario anterior-
mente expuestos.

Tabla 6. Resumen de usos, ventajas y desventajas de algunos métodos de inventario

4.

5.

Humedad relativa: medirla con un higrómetro.

Precipitación: utilizar un pluviómetro y expresarla en mm.

En ausencia de equipos de precisión se pueden anotar los datos de 
clima que sean perceptibles, de la siguiente manera: frío, calor, viento, 
calma, lluvia, llovizna, etc.

Consideraciones generales
Hora del día: los muestreos deberán efectuarse durante las 
horas de mayor actividad de la(s) especie(s) focales, las cua-
les varían de acuerdo con el grupo zoológico, dado que en 
general las familias de actividad diurna (la mayor parte de los 
dendrobátidos, algunos bufónidos, ciertos leptodactílidos), 
son muy activos durante las mañanas soleadas que hayan 
sido precedidas de llovizna; igualmente suelen permanecer 
más activos en días húmedos posteriores a días muy secos 
y calurosos.

Algunos microhílidos y leptodactílidos suelen permanecer 
activos o vocalizan tan solo durante cortos períodos de 
tiempo durantes las horas crepusculares del día: al amanecer 
o atardecer; otros pueden permanecer activos durante el día 
y la noche (algunos Eleutherodactylinae, algunos Leptodac-
tylinae), sin embargo la mayor parte de los anfibios (hílidos, 
centrolénidos, ránidos, bufónidos) poseen períodos de acti-
vidad nocturna y suelen encontrarse entre las 19-23 horas.

Períodos de muestreo: se recomienda realizar los inventarios 
de anfibios cuando la tasa de detección para las especies es 
más estable y se tiene mayor posibilidad de encontrarlos, 
tal como unos días después del inicio de la temporada de 
lluvias o durante el veranillo (período de disminución de las 
precipitaciones, intermedio entre la temporada invernal), 
durante luna nueva, o menguante, pero nunca en luna llena o 
creciente tardía (3/4) por su efecto adverso sobre la actividad 
de las especies nocturnas. Se considera que el mejor período 
para el muestreo de anfibios es el primer mes de las lluvias 
(Duellman 1978, Morales & McDiarmid 1996).

10.

11.

1.

2.

3.

Método Usos Ventajas Desventajas 

Lista simple 

especies
Determinar riqueza  Simple y sin análisis 

No se pueden realizar  

comparaciones entre 

sitios y muestreos  

Curva de aparición 

especies

Comparar riqueza entre sitios 

Estimar la riqueza total 

Permite comparación de 

riqueza para el mismo sitio o 

sitios diferentes 

Empleo de programas de 

computación para 

graficar 

Tasa de encuentros 

Determinar riqueza con 

índices de abundancia relativa 

basada sobre el número de 

encuentros de individuos por 

bloque de tiempo 

Comparaciones gruesas de 

la abundancia de especies en 

un sitio y la abundancia de la 

misma especie en sitios 

diferentes 

Sujeta a sesgos por la 

diferente detectabilidad 

de las especies. El 

requerimiento de contar 

todos los individuos de 

todas las especies es 

difícil de cumplir 

Listas Mackinnon  

Determinar riqueza con 

índices de abundancia relativa 

basada sobre el número de 

encuentros de individuos por 

bloque de esfuerzo 

Permite búsqueda libre 

Comparaciones gruesas de 

la abundancia de especies en 

un sitio y la abundancia de la 

misma especie en sitios 

diferentes 

No produce sesgos por 

habilidad de observadores y 

períodos de baja actividad 

Sujeta a sesgos por la 

diferente detectabilidad 

de las especies. Subestima 

las agregaciones o coros 

Conteos de 

especies en el 

tiempo

Determinar riqueza con 

índices de abundancia relativa 

basada sobre el número de 

encuentros de individuos por 

bloque sopesado de tiempo 

Permite búsqueda libre 

Comparaciones gruesas de 

la abundancia de especies en 

un sitio y la abundancia de la 

misma especie en sitios 

diferentes 

Subestima las 

agregaciones o coros 
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tanto, es condición indispensable estar profundamente familiarizado 
con el organismo que vamos a estudiar. El muestreo de poblaciones 
animales permite conocer la forma como estos se distribuyen en 
el espacio, su abundancia, su dinámica en el tiempo y sus posibles 
interacciones con factores ambientales y fuentes de alimento.
Para medir la abundancia de las poblaciones animales podemos 
hacer estimaciones de densidad absoluta o densidad relativa. Las 
estimaciones de densidad absoluta indican el número de individuos 
por unidad de superficie o volumen. En general, aunque se han 
considerado superiores a las estimaciones de densidad relativa, son 
más difíciles de obtener y no ofrecen muchas ventajas sobre estas 
últimas, sobre todo si se han violado los supuestos básicos en que 
descansa toda la formulación matemática de los modelos. A menudo 
es difícil e innecesario determinar la densidad absoluta de una po-
blación en un lugar y tiempo determinados. Es más útil e interesante 
establecer comparaciones entre poblaciones en diferentes lugares 
o en diferentes tiempos. Nos interesa, por ejemplo, conocer si un 
hábitat contiene poblaciones más altas que otro, o si una población 
aumenta o disminuye a través de los años. En ambos casos es posible 
utilizar estimaciones de abundancia absoluta o índices de abundancia 
relativa. La Tabla 7 ofrece una relación de los métodos disponibles 
para estimar densidades de poblaciones animales.

Tabla 7. Métodos disponibles para estimar densidades relativas y absolutas. 

En el  Anexo 1 se presenta un ejemplo de una planilla de campo 
para la realización de transectas. Los tipos de datos que se muestran 
son frecuentemente datos típicamente colectados en transectas; sin 
embargo, hay algunos tipos de datos que variarán según las necesi-
dades de la investigación.

Muestreo de poblaciones
Para estimar el tamaño de las poblaciones animales se recurre al 
recuento de los individuos o sus productos en una serie de muestras 
representativas de la población. Muchas veces resulta imposible 
contar a todos los miembros de una población (censo), por lo que 
se recurre a técnicas de muestreo que resultan menos onerosas, 
más rápidas y exactas. La exactitud es una medida de cuán cerca se 
halla una estimación de su valor real (=paramétrico); en tanto que 
la precisión  es una medida de cuán cerca se halla una estimación de 
su valor esperado; a mayor variabilidad entre observaciones, menor 
precisión. Otra distinción importante es entre los términos sesgo 
y error de muestreo. El sesgo priva una estimación de su repre-
sentatividad, distorsionándola sistemáticamente. Por ejemplo, una 
estimación basada en  la proporción de los sexos tendrá un sesgo a 
favor de los machos si estos son más conspicuos que las hembras. 
Por el contrario, los errores de muestreo distorsionan los resultados 
pero no siempre en la misma dirección y por lo tanto tienden a 
compensarse al extraer promedios. El sesgo es la diferencia entre el 
valor real y el estimado en promedio.
Todo censo o estimación se hace dentro de una unidad tal como 
hectárea, hora, estado, etc., por tanto el resultado es una proporción, 
aunque algunas veces se omite el denominador. De esta manera 
tenemos ranas vistas por metro cuadrado, caimanes asoleándose 
por hora, etc. Estas proporciones no son índices; un índice es un 
recuento de un objeto relacionado de alguna manera con la abun-
dancia de los animales como las heces, huellas, cantos, etc. El objeto 
relacionado debe ser estudiado para determinar su proporción con 
la población focal.
El objetivo de un programa de muestreo es proveer una estimación 
poblacional con la mayor exactitud posible con relación  a la cantidad 
de esfuerzo de muestreo invertido. No existe un diseño de muestreo 
perfecto, sino que cada problema requerirá su propio diseño adaptado 
a la distribución y ciclo de vida del organismo en cuestión. Por lo 

37

estimaciones de abundancia absoluta o índices de abundancia relativa. La Tabla 6 ofrece 

una relación de los métodos disponibles para estimar densidades de poblaciones 

animales. 

Tabla 6. Métodos disponibles para estimar densidades relativas y absolutas.

Métodos para estimar densidades relativas y absolutas (Caughley 1977) 

Densidad relativa Densidad absoluta 

Índices lineales:

   Conteos de animales por unidad de esfuerzo 

   Conteos por signos (huellas, heces, etc.) 

   Captura por unidad de esfuerzo 

Índices no lineares:

   Medidas de frecuencia (presencia/ausencia) 

   Vecino más cercano 

   Clases de densidad / animales por grupo 

Conteos totales 

Suposiciones

Conteos muestrales 

Adiciones y remociones selectivas (Kelker) 

Adiciones y remociones no selectivas (Leslie) 

Índices corregidos 

Captura-recaptura (Petersen, Schnabel, etc.) 

Para que una estimación del tamaño poblacional sea útil y confiable debe estar 

acompañada de una medida de precisión que indique la probabilidad de que nuestra 

estimación sea correcta. La obtención de la estimación y de su grado de precisión se 

logra a través de un muestreo aleatorio.

Clasificación de los métodos de muestreo
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error ajeno al muestreo es distinto al aleatorio, y puede presentarse en 
alguna de las etapas de la investigación por causas tan variadas como 
la definición defectuosa de la población, un diseño pobre, errores 
de medición, etc., lo cual trae como consecuencia que la muestra no 
sea representativa de la población.

a) Muestreo aleatorio simple 

Todas las unidades muestrales tienen la misma probabilidad de ser 
seleccionadas. Lo que verdaderamente importa es el proceso de 
selección aleatorio más que el propio resultado; por ejemplo, es 
posible que luego de un muestreo aleatorio en un campo un 80% de 
las muestras provengan de una de las mitades del campo, lo cual no 
invalida el muestreo, si bien puede alterar la representatividad de las 
muestras seleccionadas. La ubicación de las muestras  se selecciona 
con números al azar extraídos de una tabla o mediante un programa 
de computador, o en su defecto se pueden utilizar dados, monedas 
o papeletas.
Para su aplicación es necesario conocer el tamaño de la muestra 
y disponer de una lista completa de los individuos que forman la 
población.
El muestreo aleatorio simple presenta varios inconvenientes. En 
zonas heterogéneas el error de muestreo es considerable; algunas 
porciones de la zona pueden resultar sub o sobre representadas, o 
caer en sitios inaccesibles o muy degradados. Por ello, el muestreo 
aleatorio simple es excluido para el estudio de zonas muy extensas 
y heterogéneas, ya que no se obtiene información sobre variaciones 
entre sus subdivisiones homogéneas, dado que se promedian todos 
los datos. Además, cuando se trabaja con muestras pequeñas, es 
posible que no represente a la población adecuadamente.

b) Muestreo sistemático 

Modificación del muestreo aleatorio simple donde la primera muestra 
se escoge al azar y para la selección de las siguientes se fija un intervalo 
sistemático, de forma que el primer elemento seleccionado determina 
la muestra completa. En el muestreo sistemático las unidades mues-
trales se ordenan de acuerdo con algún criterio espacial o temporal del 
1 a N, se toma al azar una unidad entre las primeras k (=N/n), y luego 
se extrae un nuevo elemento repetidamente cada k unidades hasta 

Para que una estimación del tamaño poblacional sea útil y confiable 
debe estar acompañada de una medida de precisión que indique la 
probabilidad de que nuestra estimación sea correcta. La obtención 
de la estimación y de su grado de precisión se logra a través de un 
muestreo aleatorio.

Clasificación de los métodos de muestreo
Los métodos de muestreo pueden ser clasificados según el tipo de 
selección:

1. Probabilísticos 

Permiten realizar inferencias, cada elemento de la población tiene una 
probabilidad conocida de formar parte de la muestra. Los componen-
tes de la muestra entran a formar parte de ella independientemente 
de la voluntad del investigador.

a) Muestreo aleatorio simple
b) Muestreo sistemático
c) Muestreo aleatorio estratificado
d) Muestreo adaptativo
e) Muestreo secuencial
f) Muestreo por conglomerados (“clusters”)

2. No probabilísticos 

El proceso de selección a priori de los componentes de la muestra 
depende de la voluntad del investigador.

a) Conveniencia
b) Cuotas
c) Discrecional
d) Bola de nieve

Existen dos tipos básicos de errores de muestreo, los que se pueden 
dar en cualquiera de los casos mencionados anteriormente,  el 1) 
error aleatorio o muestral y 2) el error ajeno al muestreo. El error 
aleatorio o muestral está provocado por el método de muestreo, la 
muestra representa sólo una parte de la población; y este error puede 
disminuirse aumentando el tamaño de la muestra. Por otro lado, el  
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m del inicio de la quebrada, el segundo punto de muestreo estaría 
ubicado en el punto 55, el tercero en el 105 y así sucesivamente.

c) Muestreo aleatorio estratificado

Este tipo de muestreo busca incrementar la eficiencia del muestreo 
dividiendo la zona de estudio en áreas más pequeñas y homogéneas, 
o estratos. La precisión de una estimación depende de la intensidad 
del muestreo y de la variabilidad entre las unidades de muestreo. Los 
estratos deben ser más homogéneos que el área total, reduciéndose 
de esta manera la variabilidad. Los estratos pueden tener tamaños 
diferentes, caso en el cual se reparten las unidades muestrales 
proporcionalmente al tamaño de cada estrato. Para los muestreos 
de fauna, a menudo se escogen los tipos de vegetación o tipos de 
hábitats como diferentes estratos. Los estratos no se eligen al azar, 
pero sí la selección de las unidades de muestreo en cada estrato. En 
general, se subdivide el área de estudio de forma tal que se minimiza 
la varianza de la densidad de individuos dentro del estrato, y por lo 
tanto se maximizan las diferencias entre estratos. Generalmente es 
suficiente usar entre 3 y 6 estratos.
El muestreo al azar estratificado se utiliza en ambientes heterogéneos, 
en donde la probabilidad de encontrar los organismos es diferente en 
distintas porciones del hábitat. Igualmente, para aumentar la precisión 
y disminuir costos, se subdivide el hábitat en estratos (los estratos no 
se eligen al azar), pero sí lo son las unidades muestrales dentro de 
cada estrato. La elección sobre qué aspecto utilizar para estratificar 
se basa en el sentido común y en una apreciación de los factores que 
pueden afectar la magnitud de la variable que se estudia.
Para un muestreo estratificado se requiere:	

• Estimar el tamaño de todos los estratos (en m2 o km2), no tienen 
que ser del mismo tamaño

• Una vez definidos los estratos, se muestrea cada estrato por 
separado mediante un diseño de muestreo aleatorio simple

Existen varias razones que justifican un muestreo por estratos, entre 
las más notables:

• Estimar la media e intervalos de confianza para cada subpo-
blación

completar la muestra de tamaño n (ver Procedimiento). El principal 
inconveniente del muestreo sistemático es que inadvertidamente el 
k puede coincidir con algún patrón regular del ambiente o de los 
organismos (lo cual es difícil que suceda), dando como resultado una 
estimación sesgada. El muestreo sistemático no es al azar y por eso 
es frecuentemente criticado bajo argumentos de pureza estadística, 
dado que no existe confiabilidad en la estimación del error estándar. 
Sin embargo, con este tipo de muestreo se incrementa la represen-
tatividad de toda el área de estudio y se reducen los costos de los 
estudios en relación con el muestreo aleatorio simple.
Procedimiento:

•	 Conseguir un listado ordenado de los N elementos de la 
población (no siempre necesario)

•	 Determinar el tamaño muestral n.
•	 Definir el tamaño del salto sistemático k=N/n
•	 Elegir un número aleatorio, r, entre 1 y k (r = arranque alea-

torio)
•	 Seleccionar los elementos de la lista: r, r + k, r = 2k,…, r + 

(n-1)k.
Si k no es un número entero se debe definir el tamaño del salto 
sistemático, k, como el entero más cercano a N/n y se asume en-
tonces que la lista es circular en donde el elemento N+1 coincide 
con el elemento 1.
Por ejemplo, supongamos que deseamos realizar un muestreo siste-
mático a lo largo de una  quebrada que tiene una longitud de 1500 
m., y definimos un tamaño de muestra de 30 (para garantizar una alta 
representatividad de los ambientes disponibles para los anfibios).
Calculamos el tamaño del salto sistemático, el cual viene definido 
por k=N/n, en donde k=1500/30, k=50; luego seleccionamos un 
número aleatorio comprendido entre 1 y 50, (para este procedimiento 
y en ausencia de un computador, o una tabla de números aleatorios, 
podemos utilizar el sistema de sorteo con fichas o papeletas (de 
igual tamaño, forma) numeradas del 1 al 50 y extraídas de una urna. 
Supongamos que la papeleta extraída correspondió al número 5, lo 
cual indica que el primer punto de muestreo se debe ubicar a los 5 
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se requiere clasificar en categorías la densidad de una plaga o sus da-
ños y cuando las observaciones son costosas en tiempo o recursos.

f)	 Muestreo por conglomerados (“clusters”) 

En este modelo cada unidad muestral tomada al azar es en realidad 
un grupo (o “cluster”) de ítems en lugar de un único ítem. En el 
muestreo por conglomerados se seleccionan grupos heterogéneos de 
elementos llamados conglomerados para pertenecer a la muestra, en 
lugar de usar los elementos individuales de la población para selec-
cionar la muestra. A diferencia de la formación de estratos, en este 
caso se trata de que los elementos dentro de un conglomerado sean 
heterogéneos, y los conglomerados homogéneos entre sí. Este méto-
do permite disminuir costos, dado que es menos oneroso muestrear 
varios ítems próximos entre sí, que si estos ítems se hallan distantes 
entre sí. Por ejemplo, si se quiere muestrear de manera aleatoria una 
especie de planta en un bosque que ocupa 30 x 50 km utilizando 
cuadrados muestrales de 10 x 10 m, es del todo posible que arribar 
a cada sitio de muestreo para tomar sólo una muestra demande gran 
cantidad de tiempo e incremente los costos.
El defecto principal del muestreo por conglomerados es que las 
unidades dentro de cada conglomerado frecuentemente no son 
independientes entre sí; es decir, es muy probable que sean más 
similares entre sí que aquellas que se encuentran más alejadas, y la 
desviación suele ser mayor y compleja de calcular que en los otros 
métodos de muestreo. En general, es de esperar que el muestreo por 
conglomerados sea más preciso que un muestreo aleatorio simple  
para un cierto costo de muestreo. El muestreo de conglomerados o 
sus unidades (en cualquiera de sus etapas), puede realizarse por mues-
treo aleatorio simple, muestreo sistemático o muestreo estratificado. 
El lector puede también referirse al capítulo de Diseño Experimental 
y Análisis Estadístico en este manual para más información acerca 
del muestreo por conglomerados.

Tipos de distribución espacial de los organismos
Teóricamente, los patrones de distribución espacial de los organis-
mos pueden ser de tres tipos: al azar, uniforme y agregada. Estos 
patrones de dispersión pueden ser cuantificados si se toman muestras 

• Obviar problemas de muestreo
• Incrementar la precisión en los estimadores de los parámetros 

de la población
• Reducir costos por conveniencia administrativa

¿Cómo estimar la cantidad de unidades de muestreo por estrato?
• A fijación simple: consiste en un reparto a partes iguales de la 

muestra entre el número de estratos conocidos.
• Proporcional al tamaño o representatividad del estrato: mues-

trear una fracción constante en cada estrato (10% de todas 
las unidades de muestreo en cada estrato), garantizando un 
mínimo de 2 (para permitir el cálculo de las varianzas).

• Distribución óptima: se fundamenta en la necesidad de que 
los diferentes estratos tengan la misma representatividad y 
variación. Para ello debemos conocer la dispersión en cada 
estrato. Si se conoce la varianza en cada uno de los estratos, 
se puede realizar un reparto de la muestra proporcional con 
la varianza y el tamaño de cada uno de los estratos.

d) Muestreo adaptativo 

Tipo de muestreo especialmente útil para el estudio de poblaciones de 
especies raras con distribución agrupada. Una vez que una muestra, 
seleccionada de manera aleatoria, contiene el organismo de interés, se 
adicionan nuevas muestras en la vecindad de la muestra original. El 
propósito del muestreo adaptativo es tomar ventaja de la distribución 
espacial de la población para obtener estimaciones más precisas de 
la abundancia poblacional.

e) Muestreo secuencial 

Procedimiento en el cual se toman las unidades de muestreo en forma 
sucesiva y en cada observación los datos acumulados permiten tomar 
decisiones sobre los parámetros que se estiman en la población, o 
sea que no se requiere fijar un tamaño de muestra previo al proceso. 
La principal ventaja de este esquema es que se minimiza el tamaño 
de la muestra, con lo cual se economiza tiempo y dinero.
El muestreo secuencial es una herramienta de uso rápido y confiable 
para la erradicación de especies invasoras y plagas, en especial cuando 
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los datos originales para que se ajusten a una distribución normal y 
se puedan realizar de esta manera las pruebas paramétricas de esti-
mación y contraste. Normalmente cuando los datos son conteos de 
objetos o eventos en unidades de muestreo definidos a su vez bajo 
algún criterio de muestreo, las distribuciones no son uniformes sino 
del tipo aleatorio, agrupadas o uniformes; caso en el cual se pueden 
transformar los datos para utilizar la potencia de las pruebas paramé-
tricas, que suponen una distribución de probabilidad normal.
Dentro de las diferentes pruebas existentes para verificar el ajuste de 
los datos a una distribución de probabilidad, las más utilizadas son la 
del contraste de x2 de Pearson, la prueba de Kolmogorov-Smirnov 
y la de Shapiro-Wilks.
Cuando se rechaza la hipótesis de normalidad y la distribución es 
unimodal y asimétrica, la solución más simple y efectiva, consiste en 
recurrir a transformar los datos vía:

1) La transformación logarítmica
Por lo regular las distribuciones de las poblaciones naturales poseen 
un sesgo positivo y son del tipo agrupadas o contagiosas, por lo 
que la media queda a la derecha de la moda e incluso esta última 
podría quedar por fuera del rango x±1 desviación estándar (es decir 
se tiene una distribución asimétrica); en estos casos se recurre a 
una transformación logarítmica de los datos (en cualquier base) y 
se realiza una prueba de normalidad con los datos transformados. 
Esta transformación es válida cuando la desviación típica de los 
datos es proporcional a la media o cuando el efecto de los factores 
multiplicativo, en vez de aditivo. Si existen datos de valor cero, o 
incluso si existen valores muy pequeños, se acostumbra utilizar la 
transformación log.(x+1), porque no existe logaritmo de cero. Los 
datos con valores negativos no pueden transformarse de esta forma. 
El efecto de esta transformación es ampliar la cola izquierda de la 
distribución para hacerla más simétrica.

2) La transformación raíz cuadrada
Cuando los datos siguen una distribución aleatoria o de Poisson 
(datos procedentes de recuentos), en donde la varianza es similar 

representativas de la población y se calcula la media y la varianza de 
las mismas.

1. Disposición al azar 

Repartición aleatoria de los individuos en el espacio. Este tipo de 
distribución exige el cumplimiento de dos supuestos: a) todos los 
puntos en el espacio tienen igual probabilidad de ser ocupados 
por los organismos, y b) la presencia de un individuo no afecta la 
ubicación de otro individuo; situación que rara vez se logra cumplir 
en la naturaleza. Este tipo de distribución posee la media igual a la 
varianza (µ=σ2).

2. Disposición regular o uniforme

Además de que todos los puntos del espacio tienen la misma pro-
babilidad de ser ocupados por los individuos, estos presentan una 
interacción negativa o de competencia por un determinado recurso. 
Este tipo de distribución tampoco es muy frecuente en la naturaleza. 
Si los individuos de una población se distribuyen de manera uniforme, 
entonces la varianza es igual a cero y  es menor que la media.

3. Disposición contagiosa o agregada 

Distribución aglomerada de los individuos alternada con sitios donde 
el número de individuos es intermedio o nulo. En esta disposición se 
supone que el medio es heterogéneo y no todos los puntos tienen la 
misma probabilidad de ser ocupados por un individuo. Es factible que 
se presente en ambientes homogéneos pero con la existencia de una 
interacción positiva entre los individuos; por ejemplo, agrupaciones 
con fines reproductivos y alimenticios. En las poblaciones con este 
tipo de disposición, la probabilidad de encontrar un individuo se 
incrementa si ya se ha detectado otro en un espacio dado. La varianza 
es mayor que la media (σ2>µ).

Anexo 2. Transformación de los datos*
En algunos casos (con muestras demasiado pequeñas o datos con dis-
tribuciones muy irregulares o multimodales), se requiere transformar 

* Tomado y modificado de Stiles. G. 1998. Una “guía de campo” de la estadística para 
estudiantes de ecología. ICN-Universidad Nacional de Colombia 153pp.
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o igual al promedio, se recomienda efectuar la transformación de 
la raíz cuadrada o su variante √xi+0.5, cuando los datos incluyen 
valores muy bajos o ceros. Este tipo de transformación se utiliza 
cuando la probabilidad de ocurrencia de un fenómeno es muy baja. 
Con esta transformación se busca hacer las varianzas relativamente 
independientes de las medias. El efecto principal de la transformación 
consiste en incrementar la precisión con la cual podemos medir las 
diferencias entre medias pequeñas. En general, los datos sometidos a 
transformación de raíz cuadrada no violan los supuestos del análisis 
de varianza casi tan dramáticamente como los datos que requieren 
una transformación logarítmica.
Estas dos transformaciones comprimen los valores elevados de los 
datos y expanden los pequeños en sentido creciente en el siguiente 
orden: √xi (la que menos). Si la concentración de datos está, en el 
lado de la derecha y la cola en la izquierda, se sugiere utilizar la trans-
formación x2, que comprime la escala para los valores pequeños y 
la expande para los valores altos.

3) La transformación angular o arcoseno
Cuando se trabaja con datos expresados en la forma de proporcio-
nes y porcentajes de una distribución binomial, las diferencias con 
una distribución normal son más acusadas para valores pequeños 
o grandes de las proporciones, por lo que se recurre entonces a 
realizar la transformación arcoseno (arcsn √p) de los datos, de la 
siguiente manera:

• Si los datos son porcentajes, convertirlos a proporciones (es 
decir dividirlos por 100);
• Tomar la raíz cuadrada de cada dato;
• Obtener el arcsn de cada raíz cuadrada (el ángulo cuyo sen es 
el valor de esta raíz);
• Efectuar todos los cálculos con estos arcsenos;

Para calcular los límites del intervalo de 95% de confianza, retrans-
formar los datos tomando el cuadrado del sen para cada dato trans-
formado. 

En todos los casos para los cálculos estadísticos basados en la teoría 
normal, se emplearán los datos transformados, pero la presentación 
de los resultados se efectuará en su escala de medida natural.

Anexo 2. Planilla de campo para la realización 
transectas

Especie Actividad Sustrato Ubicación Hora

Tomado y modificado de Lips et al  2001

Ubicación del transecto:
Fecha (dd/mm/aa): Hora de Inicio: Hora final: No de observadores:

Precipitación ayer: Seco Poca lluvia Mucha lluvia
Fase Lunar: Nueva Cuarto creciente Llena
Tipo deTransecto:

Planilla de campo para realización transectas

Sexo Tamaño 
(mm)

Peso
(g)

Longitud (m):

Temperatura del Aire (a 1m) :

Condiciones meteorológicas:
Cielo:        Cubierto          Nuboso          Neblina
                  Disipado                               Despejado

Viento (Kph): 0 < 5 5-20 >
20

Observaciones:

Nombres de los observadores:

Localidad:

Descripción general del hábitat:
Ancho (m): Nivel de agua (si transecto es acuático): Alto

Temperatura Humedad Relativa:                                  %
Precipitación (mm):                            Hora:      Mañana             Tarde          Noche
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Preparación y preservación de 
material científico

Claudia Cortez F.1 Ángela M. Suárez-Mayorga2 & 

Francisco José López-López3

Introducción
Las colecciones biológicas son muy valiosas en la investigación 
científica, por ser las depositarias de la variabilidad de la naturaleza; 
son equivalentes a una biblioteca de la biodiversidad y a un banco de 
material genético. Si bien las fotografías pueden dar una buena idea 
de esta variabilidad, sólo los especímenes físicos pueden confirmar 
la identificación taxonómica de un organismo, informar sobre su 
historia natural (alimentación, biología reproductiva, enfermedades y 
parásitos, entre otras), sobre su anatomía interna y composición gené-
tica, así como de sus relaciones de parentesco con otros organismos 
(Páez 2004). Sin embargo, para que una colección pueda emplearse 
con fines de investigación, los ejemplares en ella depositados deben 
ser apropiadamente catalogados, preparados y mantenidos de acuerdo 
con los protocolos estándar para cada tipo de material, de forma 
tal que se maximice su vida útil (Páez et al. 2002) y se facilite a los 
investigadores obtener el mayor provecho de ellos, esto es, utilizar la 
información que representan para muchos propósitos y en distintas 

1 Investigador Asociado a la Colección Boliviana de Fauna, Calle Pedraza, #344, Teléfono 
2721152, Casilla # 9179, La Paz- Bolivia. Correo electrónico: mabuyaccf@yahoo.com

2 Investigadora Miembro - Grupo de investigación en taxonomía y sistemática, Instituto de 
Ciencias Naturales - Universidad Nacional de Colombia, Bogotá, D.C., Colombia. Correo 
electrónico: angela.suarezmayorga@gmail.com

3 Fundación Ecohabitats, Grupo de Estudios Ambientales GEA Vicerrectoría de Investigaciones 
Universidad del Cauca, Calle 2ª #°1 A-25 Tel: (57-2) 8209800 ext. 2607 - 2645 Calle 27 
DN # 7- 46 Tel: (57-2) 3008198335 – 8233511, Popayán, Colombia. Correo electrónico: 
flopez@unicauca.edu.co

Epipedobates hahneli



174 •

Preparación y preservación de material científico

• 175

Preparación y preservación de material científico

mismo que hicieron nuestros predecesores: observamos y consig-
namos nuestras observaciones sobre tales organismos, usualmente 
con referencia a un lugar (espacio) determinado y en un momento 
o lapso definido. Este proceso, que actualmente se conoce como 
registro biológico (Suárez-Mayorga et al. 2005b), implica el al-
macenamiento de las observaciones en un medio que garantice su 
permanencia en el tiempo y que maximice la utilidad futura de las 
mismas; esto es, la creación de notas de campo. La información que 
se presenta está ligada a la evidencia física del registro (ejemplar tes-
tigo o voucher): un espécimen o lote de ejemplares, una muestra de 
tejido o de contenido estomacal, una grabación, una foto, parásitos 
o cualquier combinación de las anteriores; algo tangible que sustente 
la información que estamos registrando. Dependiendo de su natura-
leza, la evidencia física podrá modificarse con el tiempo, perdiendo 
cualidades  que serán irrecuperables si no son adecuadamente con-
signadas desde el principio, como por ejemplo la coloración de los 
ejemplares preservados. 
Hay dos recomendaciones generales para saber qué escribir en las 
notas de campo: 1) debe guardarse toda la información que se pueda 
perder después y 2) no es necesario almacenar en las notas de campo 
información que puede obtenerse directamente de la evidencia física, 
como la longitud rostro-cloaca (LRC) (en el caso de ejemplares pre-
servados), el número de individuos en un lote de larvas o la coloración 
en el caso de las fotografías; sin embargo es recomendable tomar las 
medidas en campo, dado que con posterioridad a la preservación el 
tamaño se ve afectado. Lo primero es parcialmente cierto, pues definir 
qué cantidad de información deben contener las notas de campo, 
incluso en el ámbito restringido del monitoreo de anfibios y las co-
lecciones de éstos, es poco conveniente, puesto que todo depende 
de las preguntas de investigación, de los métodos que se utilicen y de 
las capacidades del investigador. Sin embargo, pueden establecerse 
unos contenidos mínimos de información estándar, unos óptimos 
y otros opcionales, que garanticen unos niveles básicos de calidad 
(entendida como potencial de uso) de la información recolectada; 
estos niveles fundamentales hacen referencia a la repetitividad —la 
capacidad de verificar la información o complementarla siguiendo 
los mismos métodos con los que fue inicialmente obtenida—, la res-

oportunidades. De acuerdo con Suárez & Tsutsui (2004), el papel 
de las colecciones va mucho más allá de la taxonomía y sistemática 
tradicional, puesto que proporcionan una herramienta valiosa para 
monitorear cambios ambientales así como enfocar proyectos de 
bioseguridad, y sobre todo, evitan la duplicación de esfuerzos y la 
mala distribución de recursos financieros a los mismos gobiernos. 
Por lo mismo, una documentación deficiente, y una preparación y 
conservación inapropiadas de los ejemplares disminuyen el valor 
científico de la colección y, de alguna manera, contribuyen a avivar 
el dilema ético de eliminar vidas en pro de la ciencia.
Persiste la percepción de que las colecciones pueden estar aportando 
a la disminución de las poblaciones objeto de estudio, bien sea por 
la extracción propiamente dicha, o por la contaminación y la per-
turbación que los muestreos pueden provocar. Sin embargo, se ha 
demostrado que la incidencia de las colecciones biológicas sobre la 
conservación de la diversidad de organismos es mucho más positiva 
que negativa, tanto por las razones mencionadas anteriormente como 
por la prevalencia de factores de origen antrópico mucho más degra-
dantes (la transformación de los ecosistemas, la pérdida de cobertura 
vegetal, la contaminación a gran escala (Rueda-Almonacid et al. 2004) 
que disminuyen el impacto relativo de la colección. Desafortuna-
damente, esto requiere de mayor promoción entre las autoridades 
ambientales, ya que por lo general la colección se restringe cuando 
se trata de estudiar organismos amenazados o en riesgo, ubicados 
en localidades estratégicas o de los que se conoce poco. El hecho es 
que no se conocerá más si no se colecciona.

Notas de campo
Con el transcurso de los siglos han existido variaciones sustanciales 
en la metodología de recolección de datos e información sobre los 
ejemplares que constituyen las colecciones, desde las descripciones 
manuscritas, detalladas y extensas de los naturalistas de los siglos 
XVIII y XIX, hasta los datos estandarizados y codificados que ac-
tualmente pueden registrarse directamente en un asistente personal 
digital. Quienes estudiamos organismos (individuos, poblaciones) y 
nos preocupamos por su supervivencia, continuamos haciendo lo 
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(1994a) manifiesta su clara preferencia por las notas de campo escritas 
en hojas sueltas, perforadas, organizadas en un fólder de argollas, 
de manera que para cada nueva salida se puede llevar únicamente 
la cantidad de hojas necesarias, mientras que se mantienen a buen 
recaudo las notas de campo de salidas anteriores. Además, esta or-
ganización facilita la inserción de nuevas hojas, mapas, fotos, etc. y 
permite agrupar y encuadernar colecciones de hojas que comparten 
un criterio común (como años, salidas o regiones) y que no necesa-
riamente fue identificado desde un principio. Una opción alternativa 
y económica es emplear libretas de topografía (se consiguen bajo 
esta denominación en la mayoría de países de Centro y Suramérica), 
cuyo papel usualmente está impregnado de una resina que las hace 
resistentes al agua (y perdurable); además, son de un tamaño fácil de 
manejar (ver Figura 1). Las desventajas son su poca flexibilidad y la 
menor seguridad de la información, pues todas las notas de campo 
que se hayan registrado en una sola libreta pueden perderse en caso 
de que algo le ocurra a la libreta (McDiarmid 1994a).

En cuanto a los contenidos de información, debe ser posible iden-
tificar todos los contenidos mínimos en el conjunto de notas de 
campo. En la Figura 1 se ilustra el compendio de notas de campo de 
un investigador herpetólogo durante el año 2003 y en la Figura 2, un 

Figura 1. Compilación de notas 
de campo en libreta de topografía 

marcada apropiadamente. A: 
nombre del colector principal, 

B: lugares de colecta, C: años de 
colecta y D: números de campo que 

comprende la compilación.

ponsabilidad o el derecho del generador de información de ser citado 
como fuente de la misma y su deber de asumir las consecuencias 
de su divulgación, y la aplicabilidad multipropósito —la confianza 
en que la información podrá utilizarse para propósitos distintos de 
aquellos para los que fue recolectada y en momentos diferentes—. 
Así mismo, deben establecerse unas formas de presentación comunes 
(controladas) para tales contenidos, que faciliten la integración e in-
tercambio de información, enfocados a la resolución de las preguntas 
que sustentan la producción de este manual. 
¿Qué es, entonces, lo mínimo que debe registrarse? Parece existir 
un consenso respecto a que lo mínimo necesario en el marco del 
monitoreo de biodiversidad es saber qué hay, cuándo y en dónde 
está, así como de qué manera se obtuvo la información y la fuente 
(una persona, una referencia bibliográfica) de la misma (McDiarmid 
1994a, Rabinowitz 1997, Suárez-Mayorga et al. 2005a). Dado que 
en este caso particular estamos coleccionando evidencias físicas del 
registro, es imprescindible también asignarle a cada una por lo menos 
un identificador único (un número de campo o catálogo), que nos 
permita relacionarla con las notas de campo y rastrearla después en la 
colección en que será almacenada, y en las publicaciones posteriores 
(Reynolds et al. 1994, Suárez-Mayorga et al. 2005a, b). 
¿Y de qué manera debe registrarse la información de las notas de 
campo? Es allí donde existen las mayores diferencias, nuevamente 
debido a las preguntas que se pretende responder y a lo que se busca 
describir, así como a la disposición y costumbre del investigador. En 
cuanto al medio físico de almacenamiento, puede decirse que a pesar 
de los avances de la tecnología, las notas de campo en papel siguen 
siendo la manera más barata y efectiva de consignar las observacio-
nes para la posteridad. En la literatura se recomienda especialmente 
utilizar para ello papel de algodón, libre de ácido (de difícil y costosa 
obtención en Latinoamérica y tinta indeleble a prueba de agua. La 
tinta china es una alternativa que la mayoría de los herpetólogos 
utiliza, empleando para escribir rapidógrafos o plumas (estilógrafos), 
o similares; idealmente, la tinta debe ser negra (Scrocchi & Kretzs-
chmar 1996).  Pueden utilizarse también marcadores indelebles o 
lápices de grafito, pero no es adecuado utilizar bolígrafos. McDiarmid 
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estos criterios, dado que lo normal es encontrar varias especies en 
una misma localidad durante una misma sesión de muestreo; esto 
evita repetir el mismo texto para cada ejemplar o grupo de ejemplares 
capturados (Figura 2A). También se recomienda incluir seguidamente 
la técnica general de colección (McDiarmid 1994b, Villarreal et 
al. 2004) en una frase corta (Figura 2B). A continuación, por cada 
ejemplar o grupo de ejemplares de la misma especie, postura o lote 
de larvas, se debe anotar como mínimo, en su orden: 

Las evidencias con sus identificadores (códigos)—número de 
campo, número de foto, contador de grabación, referencia 
a tejidos, entre otros (Figura 2C).

La identidad de la evidencia: el nombre científico, idealmente 
en el nivel de especie. En caso de que no se conozca la especie 
se deberá registrar la identificación taxonómica preliminar 
hasta el nivel menos inclusivo (familia, género, grupo de 
especies) o, en su defecto, un nombre común o vernáculo 
(Figura 2D) o un texto que permita identificar el ejemplar,

Referencias a otras evidencias (Figura 2E)

Características del hábitat (McDiarmid 1994a) en que fue 
encontrado (Figura 2F)

Responsables de la colección (si existen y son diferentes del 
colector que numera (Figura 2G)

Dependiendo de la naturaleza del ejemplar (individuo adulto o 
juvenil, huevos, larvas), es deseable que se registren otros aspectos, 
como coloración en vida del cuerpo y el iris, temperatura del agua, 
temperatura del aire, altura sobre el piso, sustrato, presencia de 
parásitos y profundidad (si fuera aplicable). Es opcional describir 
otras características cuya observación resulta incidental, tales como 
el comportamiento reproductivo o la interacción con otras especies 
(Figura 2H). En la Tabla 1 se describen en detalle los elementos 
imprescindibles, importantes y opcionales que podría contener cada 
uno de los puntos anteriormente mencionados, dentro de las notas 
de campo para ejemplares preservados.
Aunque normalmente se incluye en los protocolos de mantenimiento de 
colecciones biológicas, no sobra recordar que el colector debería entregar 
una copia de sus notas de campo a la colección en la que deposite sus 

1.

2.

3.

4.

5.

registro individual de adultos, huevos y larvas capturados en el Chocó 
biogeográfico colombiano. Como se observa, la libreta o carpeta de 
notas debe estar correctamente marcada con el nombre del colector 
principal (quien lleva la numeración, Figura 1A), el año o los años 
de colección que comprende el compendio (Figura 1B), las áreas de 
colecta (Figura 1C) y los números de colección en los que comienza y 
termina el compendio, incluyendo el acrónimo del colector: que son 
varias letras, normalmente iniciales de su nombre, que se agregan al 
número consecutivo de las etiquetas de campo y que idealmente deben 
ser únicas para cada persona que lleve una colección de notas de campo 
(Figura 1D). Es importante no duplicar los números; la numeración 
de campo debe comenzar en el primer viaje y continuar en orden 
secuencial en los viajes posteriores. La etiqueta de campo debe estar 

vinculada con el ejemplar o lote de ejemplares desde el momento en 
que son fijados (Scrocchi & Kretzschmar 1996).  
Para el registro de los ejemplares coleccionados se recomienda es-
cribir primero el dónde (el lugar de colección) y el cuándo (la fecha 
de colección) y agrupar después a todos los ejemplares a partir de 

Figura 2. Formato de notas de campo para adultos, huevos y larvas. A: localidad y fecha de 
colecta, B: técnica de captura, C: número de campo del ejemplar/ identificador de la(s) evidencias, 

D: identificación del ejemplar, E: referencia a otras evidencias, F: características del hábitat,  G: 
otros colectores, H: información adicional.
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ejemplares (y la colección debería exigirla, pues así se maximiza el poten-
cial de uso de los ejemplares depositados) e idealmente debería mantener 
también una copia de seguridad de su libreta (física o digital). 

Casos especiales

En la sección anterior se identificaron los contenidos mínimos, 
deseables y opcionales que deberían tener las notas de campo so-
bre ejemplares de anfibios que se vayan a capturar y preservar. Sin 
embargo, en el caso especial del monitoreo –considerando que éste 
por lo general no requiere de la colecta de ejemplares, salvo en casos 
excepcionales- hay algunas características adicionales que solamente 
se detectan si los ejemplares están débiles, enfermos o muertos y que 
deberían ser registradas si se encuentran, puesto que representan una 
oportunidad de identificar condiciones particulares de las poblacio-
nes bajo situaciones de estrés y de evaluar sus vulnerabilidades y las 
amenazas que podrían estar surgiendo sobre ellas. Berger & Speare 
(2002) y Lips et al. (2001) recomiendan evaluar cuidadosamente los 
ejemplares enfermos o muertos y capturar ejemplares de ambas 
categorías, a los cuales deberá agregarse la siguiente información:

Detalle de si el individuo fue capturado enfermo o muerto, 
puesto que existe una alta probabilidad de que individuos 
enfermos mueran durante el transporte, y de que el trata-
miento de ambos tipos de muestras sea diferente. La autó-
lisis es muy rápida en anfibios y un ejemplar muerto puede 
contaminar con hongos y bacterias toda una muestra, por 
lo que es recomendable mantenerlos separados (ver capítulo 
“Protocolo de bioseguridad y cuarentena para prevenir la 
transmisión de enfermedades en anfibios”).

Una descripción de las amenazas conocidas o sospechadas 
para el área de colección: pesticidas, insecticidas, predadores 
evidentes, uso de la tierra, fenómenos climáticos, caracterís-
ticas de los cuerpos de agua.

Una descripción de la apariencia de los individuos, si ésta no 
es normal, en la que se detallen su grosor (individuos muy 
delgados pueden estar seriamente enfermos), coloración y 
la presencia de lesiones de cualquier tipo o malformaciones 

1.

2.

3.

Parte del registro Información a registrar Adultos/ 
juveniles Larvas Huevos 

Fecha única o rango de fechas M M M 
Hora de los muestreos O O O Cuándo 
Hora exacta de colección P P P 
País M M M 
División administrativa M M M 
Ciudad/municipio/población M M M 
Sitio de colección M M M 
Altitud M M M 
Georeferencia (coordenadas de la 
localidad) M M M 

Topónimos físicos O M O 
Topónimos socioculturales O O O 
Instrucciones de acceso O O O 
Características generales del hábitati M M M 
Temperatura ambiente O P O 
Temperatura del aguaii P O P 
Nubosidadii P P P 
Presencia de precipitación O P O 
Altura respecto al suelo P Piii P
Sustrato P O O 
Tipo de aguas (lenguaje 
controlado)iv P M O 

Dónde 

Profundidad relativa - O - 
Tipo de evidencia (lenguaje 
controlado)v M M M 

Código de la evidencia M M M 
Nombre científico O O O 
Nombre común P P P 
Número (individuos/ huevos) - P O 
Estadíovi - O O 
Sexo P - - 
Coloración en vida O O O 

Qué

Presencia de 
parásitos/enfermedades O O O 

Cómo Método de colección O M O 
Colector principal (quien numera) M M M Quién Otros colectores M M M 

i Para McDiarmid (1994a) este punto debería ser obligatorio
ii De acuerdo con Lips et al. (2001), en el ámbito del monitoreo de anfibios es óptimo contar con datos sobre 

estas características ambientales; sin embargo, se registran aquí como opcionales, pues como los mismos 
autores mencionan, el tomarlas depende de las preguntas específicas que se intente responder.

iii Interesante especialmente en el trabajo con especies que ponen sus huevos/larvas en 
phytotelmata

iv Aunque existen varias clasificaciones de aguas, como mínimo debería especificarse si son lóticas, 
lénticas o phytotelmata, si son temporales o permanentes y, en nuestra área, si son claras, blancas 
o negras. Para ejemplos véase McDiarmid (1994a).

v Existen tipos de evidencia estandarizados en español en el microtesauro de métodos y atributos del 
SiB, disponible en línea en www.siac.net.co/sib/WebModule/tesauros.jsp

 vi Aunque la mejor manera de describir el estadío de una larva es utilizando la clasificación de Gosner 
(1960), es difícil obtener esta información directamente del campo. Se recomienda entonces utilizar 
los valores “embrión”, “eclosionado”, larva/renacuajo, y metamórfico, según los rangos sugeridos por 
McDiarmid & Altig (1999)

Tabla 1. Contenidos imprescindibles (mínimos, M), importantes (óptimos, O) y opcionales (P) que 
deben tener las notas de campo, de acuerdo con el tipo de ejemplar preservado
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ne). Éste se prepara como una solución concentrada, diluyendo una 
cucharadita de cristales de clorobutanol hidratado en alcohol etílico 
al 96% (aproximadamente 2 cc de esta solución sirven para 250 cc 
de agua). Debido a que el clorobutanol se disuelve lentamente, se 
recomienda llevar al campo un pequeño contenedor de solución 
de alcohol etílico al 96% saturado de clorobutanol. En caso de 
requerirlo, según las necesidades de preparación, diluir la cantidad 
necesaria en agua para el sacrificio de los especímenes. Los cristales 
de clorobutanol son sustancias controladas en algunos países y los 
investigadores pueden necesitar permisos especiales para obtenerlos. 
La solución diluida puede usarse con efectividad por cerca de dos 
semanas (incluso menos), después pierde su efectividad gradualmente 
(McDiarmid 1994b).
Las especies tienen respuestas 
notablemente diferentes a las so-
luciones de clorobutanol; algunas 
mueren rápidamente (5 minutos 
aproximadamente) y otras pueden 
tardar algo más de tiempo (10 a 15 
minutos). Una vez se han sumergi-
do los ejemplares en la solución, su 
efectividad aumenta con el tiempo, 
probablemente por la acción de va-
rias secreciones de la piel de otros 
anfibios muertos en ella. Conviene 
tener en cuenta que si la solución 
está muy concentrada, los animales 
morirán rápidamente y quedarán 
contraídos y rígidos, dificultando 
el proceso de montaje y fijación; 
si la concentración es muy baja los animales tardarán mucho tiempo 
en morir, ocasionándoles sufrimiento (McDiarmid 1994b, Scrocchi 
& Kretzschmar 1996). Si los animales tardan demasiado tiempo en 
morir (20 ó 30 minutos) puede adicionarse a la solución más cloro-
butanol o preparar una nueva, preferiblemente. Una vez muertos no 
deben dejarse por demasiado tiempo en la solución, puesto que se 
vuelven rígidos y se dificulta prepararlos apropiadamente.

en algún lugar del cuerpo; en el caso de larvas es importante 
observar con cuidado si presentan condiciones anormales en 
el disco oral y el extremo distal de la cola, entre otras.

Si el individuo está vivo, es deseable registrar comporta-
mientos infrecuentes como inmovilidad total o parcial, 
desorientación o excesiva pasividad, o posturas inusuales 
como separarse del sustrato elevando el cuerpo.

Si el individuo se encuentra muerto, se recomienda pesarlo, 
medirlo y diseccionarlo, anotando anormalidades en los ór-
ganos internos y retirando material de piel, dedos, músculos, 
etc., para la obtención de tejidos. Además, se debe medir la 
frecuencia de aparición de individuos muertos durante el 
evento de colección.

Si se sospecha la presencia de una enfermedad, resultará útil 
describir qué tan frecuente es entre la población de esa es-
pecie en el área de estudio, qué otras especies puedan estarla 
padeciendo, cuáles síntomas se presentan, etc.

Preparación del material científico

Procedimiento para el sacrificio
Existen muchos métodos estándar para el sacrificio de los anfibios; 
a continuación haremos referencia a los métodos más comúnmente 
empleados, tanto en el campo como en el laboratorio, y que mejores 
resultados presentan sin ocasionar sufrimiento a los ejemplares. En 
cualquiera de ellos lo más importante es realizar el sacrificio de la 
manera más rápida, eficaz y sin provocar dolor o sufrimiento a los 
individuos, permitiendo que estos queden totalmente relajados y 
flácidos para que puedan ser acomodados de la manera más indicada, 
y que permita la realización de estudios posteriores (Duellman 1962, 
McDiarmid 1994b).
Para el sacrificio de anfibios adultos, el método más eficiente y más 
empleado es sumergirlos en una solución de clorobutanol hidratado 
(también conocido como cloreton, cloretona, clorotone o cloreto-

4.

5.

6.

Figura 3. Ejemplo de la forma en que se 
sumerge al animal en solucion clorobutanol.
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y deja a los ejemplares completamente relajados; además, puede ser 
almacenada por periodos prolongados de tiempo (más de 6 meses) 
sin perder su eficacia, siempre y cuando se cierre herméticamente 
el envase que la contiene (López-López 2005a). También puede 
prepararse una solución de alcohol etílico al 10% y adicionarle 20 
cc de lidocaína, benzocaína o xylocaína con epinefrina al 2%. Esta 
solución surte los mismos efectos que las anteriores, ocasionando 
la muerte entre 1 y 5 minutos (López-López 2005b). Para evitar la 
rigidez en los ejemplares y la pérdida de efectividad de la solución 
se deben mantener las mismas precauciones que se observan con 
las soluciones de clorobutanol. 
Requieren atención especial los casos en los que ninguno de los pro-
cedimientos hasta ahora mencionados puede ser aplicado, como son 
el sacrificio de ranas de gran tamaño que no pueden ser sumergidas 
y muertas rápidamente, o de cecilias (Gymnophiona). Se sugiere 
entonces emplear una inyección directamente al corazón con algún 
anestésico. En caso de tener que sacrificar ranas venenosas o que 
segregan sustancias tóxicas, como los dendrobátidos (Dendrobates 
spp., Epipedobates spp.), algunos hílidos (Phyllomedusa spp., Phrynohyas 
spp.) y bufónidos (Bufo spp.), es recomendable hacerlo en bolsas o 
recipientes separados (en la Figura 4 se resumen estos procedimien-
tos especiales). 

Otros aspectos importantes que deben tenerse en cuenta son man-
tener bien cerrados los frascos o contenedores de las soluciones y 
depositar los animales lo más limpios posible dentro del líquido, para 
evitar que la solución se contamine con barro, polvo, hojas, ramas, 
etc., o que se altere su eficacia.
Algunos métodos alternativos, en el caso de no estar disponible el 
clorobutanol, son sumergir a los ejemplares en agua tibia (43ºC o 
47º C) o en una solución débil de alcohol etílico al 15 % o 25%, los 
cuales surten el mismo efecto que el cloretón, aunque su reutilización 
es menos eficaz. Cualquiera de estas técnicas es efectiva, aunque la 
primera puede causar algo más de sufrimiento. Otro método amplia-
mente utilizado es la descerebración de los ejemplares; esta técnica 
es altamente efectiva pero generalmente causa daños en los especí-
menes, especialmente en el cráneo (McDiarmid 1994b, Scrocchi & 
Kretzschmar 1996), por lo que no es recomendable.
Aplicar anestésicos de uso humano como benzocaína, lidocaína o 
xylocaína (oral) en la cabeza o el vientre también es bastante eficien-
te (McDiarmid 1994b), teniendo en consideración que la solución 
anestésica elegida tenga un pH de 7.0 para evitar el daño de la piel 
en especies sensibles. Ningún anestésico es eficaz para todos los 
anfibios. 
Otro método que ha dado excelentes resultados tanto en el campo 
como en el laboratorio por su rapidez, eficiencia y bajo costo es el 
empleo de una solución concentrada de éter etílico al 96% diluido 
en alcohol etílico al 96%, en una proporción 1:2. Para prepararla se 
deben diluir 100 cc de éter etílico al 96% en 200 cc de alcohol etílico 
al 96%, con lo cual se obtiene la solución base. Posteriormente, se 
extraen 100 cc de esta solución base y se disuelven en 500 cc de 
alcohol etílico al 10%, obteniendo 600 cc de solución en la que se 
sumergirán los ejemplares para ser sacrificados. Los 200 cc restantes 
de la solución base se pueden guardar en un recipiente sellado her-
méticamente para posteriores preparaciones. Si se desea aumentar 
la eficacia de la solución base se puede adicionar 10 cc de lidocaína, 
benzocaína o xylocaína con epinefrina al 2%.
Esta solución es altamente efectiva, produce la muerte en un corto 
tiempo (1 a 5 minutos, dependiendo del tamaño de los individuos), 

en el corazón

Figura 4. Algunos ejemplos de casos especiales, de cómo deben ser sacrificados algunos 
ejemplares.
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Para obtener un litro de formalina amortiguada (“buffer”) al 10% se 
diluyen 100 cc de formol comercial en nueve partes de agua destilada 
des-ionizada (900 cc); después se añaden cuatro gramos de fosfato 
de sodio monobásico monohidratado (NaH2PO4 + H2O) y seis 
gramos de fosfato de sodio dibásico anhidrado (Na2HPO4). Otros 
buffers alternativos que se emplean (pero menos deseables) son el 
carbonato de calcio o de magnesio y el bórax, aunque este último 
tiende a aclarar los ejemplares fijados cuando sirve de amortiguador 
en las soluciones de formalina (McDiarmid 1994b, Páez & Bock 
2002, Simmons & Muñoz-Saba 2005).
El formaldehído irrita los ojos, las vías respiratorias y la piel, por 
lo tanto se recomienda el empleo de guantes y tapabocas para 
prevenir todo tipo de irritaciones o reacciones alérgicas en la piel 
y las vías respiratorias; el formaldehído también ha sido reportado 
como carcinógeno, por esto debe ser empleado en sitios ventilados 
(McDiarmid 1994b, Scrocchi & Kretzschmar1996, Simmons & 
Muñoz-Saba 2005).
Si no se tiene formaldehído disponible como fijador, puede em-
plearse alcohol etílico al 70%; no obstante, Scrocchi y Kretzschmar 
(1996) sugieren que para ejemplares grandes, fijados inicialmente 
en alcohol, se realicen pequeños cortes, de tal manera que el fijador 
penetre aún más. Otro fijador empleado es el glutaraldehído; aunque 
no es un buen fijador porque no penetra rápido dentro de los tejidos, 
ayuda a conservar mejor los colores. Existen muchos otros fijadores 
recomendados para otros grupos taxonómicos como invertebrados 
marinos, pero no se recomienda su uso puesto que deterioran el ácido 
desoxiribonucleico, ADN (Simmons & Muñoz-Saba 2005).
Según Pisani & Villa (1974), otro método común de fijación es el 
FAA (Formalina-Alcohol-Ácido Acético). Este se prepara mezclando 
10 partes de formalina comercial, 50 de alcohol (etílico o isopropílico) 
al 95%, 40 partes de agua y dos de ácido acético glacial. Esta solución 
penetra mejor en los tejidos que el formol solo, por lo que es mejor 
para preservar ejemplares encontrados muertos o parcialmente des-
compuestos. Su desventaja es tener que mezclar varios compuestos 
y la dificultad de conseguir alcohol y ácido acético, además de que 
es pesado para llevar a campo; dado el caso de no poder conseguir 

Procedimiento para la fijación
La fijación es un proceso químico que previene la descomposición 
y degradación de los tejidos producida por autólisis (Simmons & 
Muñoz-Saba 2005).
La preservación de anfibios para estudios científicos es usualmente 
un proceso que consta de 2 pasos: inicialmente los ejemplares son 
fijados en un líquido preservativo apropiado, para luego ser transferi-
dos a una solución para su almacenaje. El fijador más común para los 
anfibios es el formol, formalina o formaldehído (disolución acuosa 
al 37-40% de aldehído fórmico o metanal), que es de fácil manejo, y 
viene siendo empleado como fijador histológico por más de 100 años 
(Simmons & Muñoz-Saba 2005). Su presentación comercial equivale 
a 100% de formalina diluida en agua. Una parte de la concentración 
de este líquido comercial se diluye en nueve partes de agua para 
hacer una solución al 10%. Esta solución al 10% es estándar para 
la fijación de ejemplares en el campo y el laboratorio (McDiarmid 
1994b, Simmons & Muñoz-Saba 2005). 
El proceso de fijación generalmente es considerado como irreversible, 
y la tasa de fijación varía de acuerdo con la talla del espécimen, con la 
naturaleza de los tejidos, y con la temperatura ambiente. La mayoría 
de los anfibios pequeños son fijados en unas pocas horas, pero los 
ejemplares grandes requieren de mucho más tiempo (Simmons & 
Muñoz-Saba 2005). Usualmente el fijador actúa más rápidamente 
en clima cálido (com. per. Suárez-Mayorga).
El formaldehído se oxida formando acido fórmico, el cual después 
de un tiempo produce descalcificación de los huesos y decolora los 
especímenes. Debido a la decoloración excesiva, la descalcificación 
y la indeseable aclaración, se recomienda amortiguar la solución 
de formalina con fosfato de sodio monobásico monohidratado y 
fosfato de sodio dibásico anhidrado para mantener un pH cercano 
al neutro, el pH óptimo para esta solución de formalina es de 7.2. 
En ocasiones, el formol o formalina comercial se degrada formando 
paraformaldehído, un polímero del formaldehído que precipita como 
un sólido blanco en los envases viejos (McDiarmid 1994b).
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es aconsejable el uso de gasa porque por la forma del tejido puede 
dejar marcas indeseables en la piel de los anfibios.
Cada espécimen es posicionado dentro del recipiente de manera que 
se faciliten las mediciones y el examen de características distintivas 
posteriormente en los ejemplares preservados, además de permitir un 
almacenamiento más efectivo y un mantenimiento de los ejemplares 
por más tiempo. Se colocan las ranas [o anfibios anuros] de tal forma 
que el cuerpo esté flexionado de manera natural, las extremidades 
derechas y los dedos separados para estirar las membranas (Figura 5). 
No se recomienda posicionar a los especímenes con las extremidades 
posteriores extendidas, puesto que las etiquetas son removidas con 
facilidad, las pieles se lastiman y las extremidades se lesionan y se da-
ñan. Una vez que se termina de posicionar a los ejemplares, se cubren 
con una toalla de papel absorbente humedecida con formalina, y, si 
se desea, puede llenarse el recipiente con más formalina hasta cerca 
de un tercio de su profundidad (McDiarmid 1994b).

Las salamandras deben fijarse rectas, con los miembros apuntando 
hacia delante, paralelos al cuerpo. Las extremidades se acomodan con 
las palmas hacia abajo, los dedos y la cola recta; la boca se mantiene 
abierta con ayuda de un pequeño trozo de madera o de toalla de papel 

ácido acético puede emplearse vinagre comercial el cual es fácil de 
obtener y de bajo costo; no obstante el agua se puede añadir en el 
campo. En regiones cálidas es recomendable añadir el ácido acético 
poco antes de usar la solución ya que se evapora rápidamente; para 
evitar la evaporación pueden enfriarse los recipientes con trapos 
húmedos y mantenerlos bajo sombra.
En la extrema situación de no contar con algún fijador adecuado y de 
ser necesaria la preservación de un espécimen, pueden usarse ciertas 
medidas de emergencia, como guardar la muestra en salmuera fuerte 
o congelarla hasta obtener el fijador deseado, aunque este último 
método no siempre es efectivo en ejemplares grandes que siguen 
corriendo el riesgo de descomponerse. En algunos casos se puede 
emplear algún licor o bebida, pero debe tenerse en cuenta el porcen-
taje de alcohol que contiene, de manera que no sea inferior al 30% 
(Pisani & Villa 1974). Licores de este estilo serían los aguardientes, 
el ron, el pisco, el tequila, el vodka y el whisky.
En anfibios grandes se aconseja inyectar el fijador en la cavidad del 
cuerpo, además por la cloaca y en las extremidades, ya que algunos 
pueden descomponerse internamente si sólo absorben el fijador por 
la piel; no obstante, cuando inyecte el formol tenga cuidado de que 
el líquido no infle al espécimen. Este procedimiento no es necesario 
en anfibios pequeños ya que por su tamaño el líquido penetra o es 
fácilmente absorbido por la piel (Pisani & Villa 1974).
Una vez muerto el espécimen, debe colocarse en un recipiente de 
plástico con tapa hermética ajustada, sobre el fondo del cual pre-
viamente se han extendido una o dos toallas blancas lisas de papel 
absorbente embebidas en formol con buffer al 10%. Es importante 
que no se utilicen toallas teñidas y/o con grabados, puesto que 
pueden colorear los ejemplares y dejar marcas indeseables sobre la 
piel, que después pueden ser confundidas con características morfo-
lógicas de interés; por la misma razón debe cuidarse que no queden 
arrugas o ampollas en la superficie de las toallas al ser extendidas. 
Pueden emplearse también paños desechables de los empleados en 
el aseo de bebés previamente lavados para eliminar el perfume y la 
sustancia humectante que éstos poseen (com. per. G. Acosta).  No 

Figura 5.  Posición en la que deben ser fijados: A. Anura, B. Caudata, C. Gymnophiona.
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Procedimiento para la preservación
Los ejemplares son preservados en sustancias que evitan su degra-
dación y que, a su vez, actúan como germicidas. Existen muchos 
líquidos preservativos, entre los que se encuentran el alcohol etíli-
co, metílico e isopropílico, pero el alcohol etílico al 70% es el que 
primero se usó, el más común y el que mayor éxito ha tenido. Este 
es un buen biocida empleado para matar bacterias que atacan los 
tejidos, pero es un solvente orgánico y como tal hace que se pierda 
la coloración de los ejemplares cuando sus pigmentos se disuelven 
en él, es hidrofílico, por lo tanto causa que los tejidos se encojan y 
además es costoso (Simmons & Muñoz-Saba 2005).
Se recomienda alcohol etílico al 70% por ser el que ha dado mejores 
resultados. La preservación de tejidos para pruebas posteriores de 
ADN debe hacerse con alcohol analítico; esto es, alcohol etílico al 
96% rebajado con agua destilada o desionizada, el cual no causa 
destrucción de los tejidos y de los enlaces covalentes. Este alcohol 
no debe contener pirimidinas, benceno o aceites que causen su des-
naturalización. El alcohol medicinal o el industrial que comúnmente 
se vende al 96% contiene alguna de estas sustancias, razón por la cual 
no debe ser empleado (Simmons & Muñoz-Saba 2005). El alcohol 
isopropílico, utilizado en algunas colecciones, no es recomendable, 
ya que, a la larga, los ejemplares quedan en pobre estado de preserva-
ción, lo cual los hace muy delicados, incluso algunos se desmiembran 
(com. per. E. La Marca).

Preparaciones especiales

Fijación y preservación de huevos y larvas
De acuerdo con McDiarmid & Altig (1999), no se han hecho 
evaluaciones completas sobre la mejor manera de fijar y preservar 
anfibios en las primeras etapas de su desarrollo; de hecho, tampoco 
existen protocolos estandarizados para estos procesos. Sin embargo, 
de acuerdo con lo que se conoce hasta ahora y nuestra experiencia 
personal, pueden hacerse algunas recomendaciones para maximizar 
la permanencia en el tiempo de colecciones de huevos o larvas.

(Figura 5). Las cecilias han de preservarse con el cuerpo derecho o 
enrollado al tamaño adecuado del frasco, con la boca abierta de la 
misma forma que se emplea para las cecilias; esto facilita el posterior 
examen de los dientes (McDiarmid 1994b).

Después de pocas horas, la mayoría de los ejemplares se endurece lo 
suficiente para conservar su forma; en este momento se ata la etiqueta 
cerca de la rodilla en la pierna derecha en las ranas y salamandras 
grandes, y alrededor del cuello con hilo de algodón 100% en salaman-
dras pequeñas y cecilias (Figura 6). En ejemplares de gran tamaño se 
recomienda que el proceso de fijación tenga un tiempo de duración 
mínimo 24 horas. Algunos investigadores prefieren atar las etiquetas 
al momento de fijarse los ejemplares para evitar confusiones dado el 
caso de que se muevan los recipientes, esto representa una desventaja 
puesto que puede interferir con la forma en la que el ejemplar vaya a 
ser montado. Igualmente la pierna sobre la cual se atan las etiquetas 
varía según el investigador y la institución.

Figura 6.  Detalle sobre la forma en que se realiza la fijación de la boca en salamandras y cecilias 
dentro del recipiente de plástico en el que se muestra el posicionado de los ejemplares.

Figura 7.  Esquema que muestra dónde debe colocarse la etiqueta de campo: .
A. Anura y  B. Caudata.

A B
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No obstante, no está comprobado que la solución buffer 
cumpla un papel relevante en la calidad y mantenimiento 
de las larvas preservadas. Dado que éstas se encuentran en 
medios líquidos, tienden a diluir la concentración de formol 
rápidamente después de que se han sacrificado. Por lo tanto, 
se recomienda sacrificarlas y fijarlas en una solución de for-
malina más concentrada (2 partes de formol por 8 de agua) 
y transferirlas posteriormente a la solución preservante de 
formol al 10% (de 4 a 12 horas después). Otras opciones 
de fijación y preservación son el alcohol etílico al 70%, el 
alcohol etílico al 96% (especialmente para el procesamiento 
posterior de tejidos) y un producto comercial denominado 
S.T.F.®  (Streck Tissues Fixative, Laboratorios Streck, E.U.) 
que se promociona como una alternativa ambientalmente 
segura para la fijación de tejidos con aplicaciones histopa-
tológicas, está libre de aldehído y alcohol, y se supone que 
preserva los ácidos nucleicos (www.streck.com/fixative). No 
obstante, las larvas preservadas en alcohol suelen encontrarse 
deshidratadas e inconsistentes, aunque se mantiene mejor su 
coloración original (McDiarmid & Altig 1999), mientras 
que la fijación con S.T.F.® no presenta mayores inconve-
nientes, salvo algunas diferencias en la consistencia de las 
larvas preservadas y tiene la ventaja de ser un compuesto 
menos restringido que el formol en cuanto a transporte y 
distribución (McDiarmid & Altig 1999).

Es ideal contar en un lote con larvas de diferentes estadios 
de desarrollo. Dado que no siempre se presentan así en el 
momento de la colección, si el tiempo, el tipo de muestreo 
y la logística lo permiten, se recomienda preservar los indi-
viduos en varias etapas. Para ello es necesario contar con un 
equipo mínimo, además del líquido fijador, consistente en 
frascos con tapa que se puedan llevar al sitio de colección 
(los recipientes para tomar muestras de orina o los envases 
de rollos fotográficos son una solución económica y práctica 
para el almacenamiento temporal), bolsas plásticas gruesas 
y una provisión de agua libre de cloro (lluvia o del curso 
de agua más cercano, preferiblemente sin sedimentos). La 
preservación por etapas comienza desde el momento mismo 

3.

El éxito de una colección de larvas depende en gran medida de la 
calidad de las mismas en el momento de la fijación y de la informa-
ción que haya podido obtenerse de ellas antes de preservarlas, dado 
que en nuestra región existen muy pocas herramientas disponibles 
para la identificación taxonómica de huevos y larvas, y en muchos 
de los casos, continúan siendo un misterio. No debe olvidarse 
que por sus características anatómicas y ecológicas, las larvas son 
bastante frágiles una vez que se han extraído de su medio natural 
para ser transportadas y preservadas; por ejemplo, Simmons (2002) 
recomienda manejarlas con cucharillas o cucharas en vez de pinzas 
(pueden emplearse las cucharillas de teflón, que aunque son costosas, 
sirven muy bien para este tipo de casos, com. per. F. López). Ade-
más, por tener sus tejidos activados en permanente desarrollo, son 
especialmente sensibles a una rápida descomposición post-mortem. 
En consecuencia, para garantizar un nivel mínimo de calidad en la 
colección y preservación de estos ejemplares, recomendamos tener 
en cuenta los siguientes aspectos:

Las larvas no deben tratarse como individuos sino como 
lotes, sin perjuicio de que un lote esté compuesto por un 
único individuo. Esto aplica tanto para las notas de campo 
como para el etiquetado y posterior almacenamiento de las 
muestras. McDiarmid & Altig (1999) son especialmente 
enfáticos en afirmar que, a diferencia de los adultos, las 
larvas no deben llevar las etiquetas en su cuerpo, sino en el 
contenedor en el que se almacenen, que debe estar acorde 
con su tamaño, su forma y la cantidad de individuos en el 
lote, puesto que no se etiquetan individualmente (con ex-
cepción del caso mencionado anteriormente). En apartados 
siguientes se detallan los medios de almacenamiento.

La experiencia indica que el medio más recomendable para 
fijar y preservar las larvas de anfibios es el formol (formalina 
o formaldehido) al 10%, con o sin buffer (Simmons 2002). 
McDiarmid & Altig (1999) recomiendan una fórmula 
amortiguada (con buffer) en la cual cada litro de la solución 
contendrá los siguientes componentes: 100 cc de formalina 
comercial (37-40%), 900 cc de agua destilada, 4 g de fosfato 
de sodio monobásico y 6.5 g de fosfato de sodio dibásico. 

1.

2.
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Finalmente, debe buscarse un equilibrio entre el número 
de larvas de cada lote y el tamaño del contenedor que las 
alberga. Demasiadas larvas en un contenedor corren el riesgo 
de dañarse físicamente y además, de diluir rápidamente el 
líquido fijador, haciéndolo poco eficiente.

Con respecto a la fijación y preservación de huevos, es casi 
un supuesto común que no hay posibilidades de mantenerlos 
por largos períodos de tiempo tal y como fueron captura-
dos: la cubierta gelatinosa por lo general cambia de color, 
de consistencia, acaba desintegrándose y los embriones 
quedan sueltos en el contenedor. Por lo anterior, las notas 
de campo y las fotografías cobran especial relevancia en 
este aspecto. El procedimiento estandarizado de fijación es 
idéntico al de las larvas (inicialmente en formol al 20-30% 
y posteriormente en formol al 10%), pero se recomienda 
fuertemente incluir en las colecciones parte del sustrato en 
el que estaban adheridos, si es posible (hojas, hierba) y en 
las notas de campo datos como color de la postura, forma, 
presencia de parásitos, etc.

Preparación de esqueletos

De acuerdo con Scrocchi & Kretzschmar (1996), un método 
ampliamente utilizado y que brinda los mejores resultados es el uso 
de coleópteros derméstidos, los cuales comen los músculos y, en 
cantidad suficiente, pueden limpiar un esqueleto en pocas horas. Si 
se emplea este método es importante considerar que:

Los ejemplares deben ubicarse por separado dentro de 
recipientes individuales en cajas de plástico para evitar que 
se mezclen los huesos más pequeños.

Los esqueletos a limpiar deberán ser colocados dentro de un 
recipiente cerrado que contenga a los derméstidos. 

Debe extraerse la piel, las vísceras y los ojos; debe retirarse 
la mayor cantidad de músculos teniendo cuidado especial 
en no dañar los huesos (son especialmente delicados el 
esternón, las costillas y la región de las articulaciones de los 

6.
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de la colección, cuando una proporción pequeña de cada 
lote es fijada in situ. Las larvas restantes se deben mantener 
por un mínimo de 2 días en bolsas plásticas sin cerrar, llenas 
inicialmente con la misma agua en la que fueron encontra-
das y posteriormente con agua libre de cloro, cuidando de 
cambiarla una o dos veces al día. Al cabo de ese tiempo se 
debe preservar otra proporción de larvas y si es posible, se 
mantienen unas pocas con alimento artificial (comida para 
peces o Spirulina, por ejemplo) hasta que se encuentren en 
estadios premetamórficos, momento en el cual se preserva-
rán. Contar con larvas en estos estadios será muy útil para 
la identificación taxonómica posterior.

Separar las especies o morfotipos justo después de su colec-
ción y preservación (cuando no han perdido su coloración 
in vivo) facilita su identificación, y permite incrementar  la 
coherencia entre la colección y las notas de campo. Si bien 
inicialmente los lotes se organizan por muestreo o punto 
de colección, es conveniente subdividirlos de acuerdo con 
los morfotipos colectados. Cada lote resultante debe llevar 
un número de campo (etiqueta del colector) propio y debe 
estar almacenado en contenedores diferentes. En el caso de 
larvas preservadas por etapas, no se recomienda organizar 
nuevos lotes para cada etapa; todas las larvas preservadas 
de esta manera deberían formar parte del mismo lote en 
el que fueron coleccionadas inicialmente, o de los lotes 
obtenidos como consecuencia de la división por especies 
o morfotipos. 

En caso de que algunos individuos del lote mueran antes de 
ser sacrificados en formol, es preferible no preservarlos. La 
experiencia personal muestra que los individuos preserva-
dos tras su muerte nunca adquieren los niveles de fijación y 
consistencia de los ejemplares sacrificados y preservados en 
formol. Usualmente se deshidratan y arrugan, pierden sus 
partes bucales y en caso de que se requiera realizar prepa-
raciones especiales (tinciones) sobre ellos, el colorante no 
actúa eficientemente. Además, pueden contaminar el resto 
del lote.

4.

5.



196 •

Preparación y preservación de material científico

• 197

Preparación y preservación de material científico

Preparación de tejidos

Actualmente los estudios bioquímicos han permitido contestar mu-
chas preguntas con respecto a la biología, ecología y evolución de 
las especies. En los últimos años su aporte ha sido crucial a la hora 
de delinear estrategias de conservación y manejo de los recursos 
naturales. La genética aplicada a la conservación estudia los factores 
genéticos que tienen influencia sobre la probabilidad de extinción 
de las especies y sus poblaciones. Por ello, esta disciplina permite 
identificar grupos de organismos genéticamente diferenciados que 
son prioridad en los esfuerzos de conservación, definir sitios geo-
gráficos portadores de endemismos genéticos para su protección o 
monitoreo, delimitar unidades de conservación con el fin de opti-
mizar el uso de recursos económicos en la protección de recursos 
naturales y planear estrategias de manejo de poblaciones silvestres y 
en cautiverio (Méndez 2004).
Para conducir estudios en esta disciplina, son necesarias pequeñas 
muestras de ADN proveniente de algún tejido. Se pueden obtener 
tejidos de ejemplares que hayan sido encontrados muertos o de 
aquellos que se capturaron vivos; éstos servirán para diferentes 
propósitos tales como un análisis de la variabilidad genética, deter-
minación filogenética, taxonomía, evaluación de contaminación, 
enfermedades u otros. Aunque se ha logrado extraer ADN de ejem-
plares fijados en formaldehído y conservados en etanol (Simmons 
2002), es preferible obtener tejidos de especímenes exclusivamente 
para este propósito, dado que la tasa de recuperación de ADN en 
animales preservados hace mucho tiempo es de 5-20% de lo que se 
puede extraer de un tejido fresco (Dessauer et al. 1996). Aunque es 
posible desformolizar una muestra, y en la mayoría de los casos se 
puede realizar una extracción de ADN con los restos que quedan 
(Gacetilla de Prensa de Córdoba 2004), el tamaño del fragmento suele 
encontrarse entre 200-300 pares de base (Dessauer et al. 1996), en 
parte debido a que los puentes formólicos pueden producir roturas 
en la hélice de ADN, lo cual dificulta los métodos de amplificación 
por PCR (Napoli et al. 1995).  Las muestras necesarias para este 
tipo de análisis pueden provenir de distintos tejidos, aunque las más 
ricas en ADN son las muestras sanguíneas y las de tejido muscular 

miembros). Una vez retirada la musculatura debe secarse el 
esqueleto colgándolo al aire, sin olvidar protegerlo de otros 
insectos tales como moscas y hormigas. 

Al momento de ubicar los ejemplares junto con los dermés-
tidos, deben ser identificados con una etiqueta, bien sea de 
metal, plástico o cartón grueso, atada con una cuerda resis-
tente, como por ejemplo el nailon. Usualmente los dermés-
tidos no atacan el cartón o el plástico de las etiquetas, pero 
suelen ocurrir accidentes que se deben evitar, por ejemplo 
que los derméstidos devoren las etiquetas o que escapen y 
causen daño en otras colecciones.

Los materiales deben ser revisados periódicamente para evitar 
que los derméstidos destruyan las piezas más pequeñas.

Una vez limpios los esqueletos, se debe retirar o sacrificar 
a todos los derméstidos que puedan quedar dentro de 
las cavidades de los mismos, para evitar que dañen otras 
colecciones; para esto lo mejor es depositar los esqueletos 
en un congelador a 20ºC bajo cero durante unas 48 horas. 
De no contarse con un congelador de estas características, 
se recomienda colocar los esqueletos en un congelador 
convencional durante dos semanas antes de ingresarlos a 
la colección.

Finalmente se deben remover los restos de suciedad del ejem-
plar, como hebras de algodón, insectos muertos, mudas, etc. 
Para esto debe emplearse solamente agua limpia y un cepillo. 
Los ejemplares muy grandes presentan el problema adicional 
de la medula ósea, la cual debe eliminarse para evitar que se 
descomponga y dañe los materiales. Esto se logra realizando 
pequeñas perforaciones en los extremos del hueso con un 
taladro eléctrico y una broca muy fina y bien afilada; una vez 
realizadas las perforaciones se debe inyectar agua a presión 
hasta eliminar todos los restos de médula.

4.
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Limite la recolección a los tejidos que puedan ser conserva-
dos adecuadamente para futuros análisis.

Antes de explicar cómo obtener un tejido, es importante 
considerar también las siguientes pautas (Jacobs & Heyer 
1994, Lips et al. 2001, Simmons 2002):

El número de ejemplares empleados para la obtención de te-
jidos depende de la pregunta de la investigación. Por ejemplo, 
la muestra de ADN de un solo individuo puede ser adecuada 
para contestar una pregunta filogenética, en cambio, podrían 
emplearse hasta 30 individuos por población, para un estudio 
de variación interpoblacional.

La muestra de tejido (excepto sangre u otros fluidos), de ser 
posible, debe incluir tejido normal próximo al anormal, que 
puede evidenciarse fácilmente.

La muestra de tejido de ser posible debe tener aproximada-
mente 20-25 mm de largo y 5 mm de ancho, de lo contrario 
es suficiente con obtener una muestra del tamaño de un 
borrador de lápiz, como se indicó anteriormente

El tejido se debe cortar con un escalpelo muy filoso o tijeras 
igualmente bien afiladas.

Debe escribirse en las notas de campo cuáles tejidos fueron 
removidos para cada espécimen.

Los tejidos deben ser extraídos lo más rápido posible bajo 
sombra para evitar su degradación.

Antes y después de tomar cada muestra de tejido, asegúrese 
de que las herramientas (tijeras, pinzas, escalpelos), los 
envases (pequeñas botellas de vidrio o plástico, bolsas), y 
los reactivos usados para obtener muestras de ADN estén 
preferentemente esterilizados o muy limpios, para evitar la 
contaminación de las muestras. La limpieza de las herramien-
tas debe hacerse inmediatamente se realicen los cortes, antes 
de que la sangre se seque, lavando primero en agua, y luego 
enjuagando en alcohol etílico al 95%. Alternativamente se 

7.

8.

9.

10.

11.

12.

13.

14.

15.

(Méndez 2004). Sin embargo, el análisis de estas muestras es caro 
y no es accesible en todos los países, lo que hace necesario, según 
el estudio, enviar las muestras a laboratorios externos que precisan 
que los tejidos estén bien preparados y conservados. A continuación 
damos algunas pautas recomendadas que siguen a Jacobs & Heyer 
(1994) y Lips et al. (2001):

Asegúrese de que con sus permisos puede obtener muestras 
de tejidos, dado que en algunos lugares se los considera 
equivalentes a especímenes, y en otros se puede requerir 
permisos especiales.

Las muestras deben ser tomadas inmediatamente después 
de la muerte, dada la degradación del ADN.

Obtenga la mayor cantidad y tipos de tejidos posibles (sangre, 
corazón, intestino, riñón, hígado, músculo esquelético y es-
tómago). Cada muestra debería ser por lo menos del tamaño 
de un borrador de lápiz, esto para el caso de ejemplares de 
porte mediano a grande. En el caso de especies pequeñas, 
talvez sea necesaria la remoción de los órganos completos 
(com. per. E. La Marca).

Procure minimizar la contaminación de los tejidos: no deben 
mezclarse los tejidos de un espécimen con los de otro indi-
viduo, o con sangre o piel del investigador, debido a que los 
análisis actuales de ADN (reacción en cadena de polimerasa, 
PCR) pueden llegar a amplificar diminutas cantidades de 
ADN y llevar a confusiones.

Es importante que se conserven apropiadamente los tejidos 
procedentes de animales vivos, ya que ellos podrían estar in-
fectados con algún agente de contaminación (virus, bacterias, 
hongos, etc.); la misma medida de precaución de be tomarse 
cuando se encuentran animales muertos o moribundos, de 
tal manera que el agente de la contaminación pueda ser 
identificado en laboratorio.

Procure prevenir y evitar la contaminación cruzada cuando 
se recojan muestras de más de un individuo.
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La Marca); es preferible remover al renacuajo de la población. En 
adultos de Caudata, en o cerca de la edad reproductiva, remover la 
cola es mejor, dado que varios estudios han indicado que la falta de 
los dedos del pie puede reducir su supervivencia (Jacobs & Heyer 
1994); sin embargo, la obtención del tejido del dedo del pie es bio-
lógicamente preferible que tomar el animal entero. Se puede emplear 
un cortaúñas o unas tijeras, que deben ser limpiados con etanol al 
70% durante su uso para cada muestra, para evitar contaminar las 
muestras (Olson et al. 1997).

Preservación de tejidos

La forma preferida de conservar muestras de ADN es congelándolas 
inmediatamente en nitrógeno líquido, esto implica traer al campo 
un envase apropiado y encontrar algún lugar que provea nitrógeno 
líquido, lo cual puede ser difícil cuando se está en campo. Los tejidos 
conservados en nitrógeno líquido deben ser colocados (preferen-
temente en orden) en criotubos o envueltos en papel de aluminio 
grueso. Los tejidos podrían también estar colocados en bolsas de 
polietileno (a las cuales se les extrae el aire), aunque las bolsas plásticas 
no deben sumergirse en el nitrógeno líquido (Simmons 2002). Si es 
imposible congelar los tejidos en el campo, entonces existen varios 
preservantes específicos para conservar tejidos; estos pueden ser 
usados para proveer al material la fijación de todos sus microcom-
plementos y facilitar el posterior análisis de ADN (Jacobs & Heyer 
1994). Existen algunas instituciones, como el Instituto Humboldt de 
Colombia, el cual inicialmente proporciona el tanque y el nitrógeno 
líquido, y que proporciona el protocolo de colección una vez que se 
deposita la muestra en el banco de tejidos de esa institución. 
En caso de que no pueda emplear un refrigerante en campo, Lips et 
al. (2001) sugieren que en faenas de campo cercanas al mar y donde 
no se disponga de sales de laboratorio, se puede diluir una parte de 
formaldehído concentrado en 8 partes de agua pura y una de agua 
salada. Se debe tomar en cuenta que la formalina no diluida provoca 
cambios en la apariencia del tejido, ocasionando errores en el análisis 
histológico. Los tejidos deben ser colocados en envases (protegidos 
de la luz) dentro de un ambiente frío y oscuro lo antes posible. Se 
debe cambiar la formalina después de 24-72 horas.

puede emplear también para el lavado un poco de Isodine, 
Bactrodine o cualquier compuesto a base de Yodo (com. 
per. F. López). La esterilización puede hacerse flameando 
cada utensilio mediante un mechero o un encendedor de 
cigarrillos.

La etiqueta para cada muestra de tejido debe ser escrita en 
papel de algodón y con lápiz o tinta indeleble, asegurándose 
que la misma esté bien seca antes de añadir el tejido.

Obtención de tejidos

Dependiendo de qué tipo de tejido se precise, se puede extraer 
músculo realizando un corte a través de la piel del muslo izquierdo 
(recuerde que la ficha del museo generalmente se coloca en el muslo 
derecho), posteriormente se remueve un pedazo de músculo del 
tamaño de un borrador de lápiz; no corte la arteria femoral, ya que 
esta irriga la parte posterior y ventral de los músculos del muslo 
(Duellman &  Trueb 1986). Si el animal es de patas cortas, tome 
una muestra de músculo cercano a la columna vertebral o del cuello. 
En el caso de ejemplares muy pequeños se puede tomar al animal 
entero siempre y cuando se tenga otro de referencia (Jacobs & Heyer 
1994, Simmons 2002).
Para la extracción de tejidos provenientes de la cavidad abdominal, 
realice una pequeña incisión lateral en el lado izquierdo, con una 
pequeña pinza, sujete el hígado y extráigalo a través de la abertura, 
remueva la pieza, retire y etiquete en un envase apropiado. Proceda 
de la misma manera para otros órganos (Simmons 2002).
También es posible realizar un análisis de ADN con uno o dos de-
dos del pie de un anfibio adulto, en ejemplares pequeños se puede 
extraer toda una pata, en  ejemplares muy grandes, como algunos 
hílidos, puede bastar con una falange que incluya el ensanchamiento 
distal (com. per. E. La Marca). En el caso de renacuajos se emplea 
el renacuajo entero, pero es posible remover solo parte de la cola y 
así liberar al renacuajo. Sin embargo esto no es lo más aconsejable, 
ya que la lesión en la cola provee un punto de entrada para infec-
ciones, incluso puede ocasionar un impedimento para que el animal 
se desplace bien, lo cual favorecería a un depredador (com. per. E. 
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las células, permitiendo el ingreso de otros agentes contaminantes 
por accidente (virus o bacteria). Su uso y efecto también depende 
de las concentraciones que se están empleando (http://expertos.
conabio.gov.mx/_asp/foro4.asp?uid=226). Debe tenerse cuidado 
con el manejo del DMSO ya que se impregna rápidamente en la 
piel y puede ser irritante a la piel, ojos, y el sistema respiratorio. La 
solución salina saturada/DMSO no es inflamable, y puede guardarse 
indefinidamente a la temperatura del ambiente. Los tejidos como 
ya se mencionó pueden guardarse en etanol al 70-95%, o en una 
concentración similar de isopropanol, en lugar del DMSO (Eckert 
et al. 2000). Si desea trabajar con DMSO recuerde además que este 
es un crioprotector (Dessauer et al. 1996), lo cual ayuda a preservar 
las células durante el proceso de congelamiento y descongelamiento, 
en concentraciones apropiadas.

Mantenimiento de la muestra

Como se había mencionado antes cada muestra de tejido debe ser 
cambiada nuevamente a un envase apropiado, etiquetado. Las mues-
tras de tejido pueden guardarse en ampollas o frasquitos de vidrio o 
plástico esterilizado, con etanol al 95% o en nitrógeno líquido (Olson 
et al. 1997). Luego de etiquetar la muestra, estas deben guardarse en 
una colección pública adecuada (museo o universidad, por ejemplo), 
de tal manera que estén disponibles para investigaciones.
Jacobs & Heyer (1994) indican que los tejidos congelados en hielo 
normal (agua sólida) no son adecuados para la mayoría de las prue-
bas bioquímicas estándar de proteínas o ADN. El hielo seco puede 
guardarse en una bolsa plástica sellada o en una caja, excepto si se 
evapora rápidamente (cerca de 2-3 kg/día). El tiempo máximo de 
campo para emplear el hielo seco es cerca de una semana. El hielo 
seco generalmente está disponible en la industria química para el 
suministro a firmas o distribuidores de alimentos congelados (como 
helados). El tanque de nitrógeno líquido o refrigerador es usado en 
el campo para congelar y almacenar tejidos. El término común entre 
usuarios para este tipo de envase es tanque o, raramente frasco o  
termo Dewar; sin embargo, el término comercial es refrigerador. Los 
tanques vienen en una gran variedad de tamaños con capacidad de 3 
a 34 l. El nitrógeno debe estar en cantidad suficiente para mantener 

También se puede emplear alcohol etílico de la siguiente manera 
(Simmons 2002):

Colocar la muestra en alcohol etílico al 95 % por 1-2 horas, 
cambiar a un nuevo alcohol etílico de 95%.

Trasladar a alcohol etílico al 75 % por 1-2 horas, luego nue-
vamente cambiar a un nuevo alcohol etílico de 75 %.

Use al menos dos veces el volumen de alcohol por volumen 
del tejido.

Cortar la muestras en pedazos de 2-4 mm , puede añadir 100 
µmol de EDTA (ácido EtilenDiaminoTetraAcético) por litro 
de alcohol para estabilizar los tejidos. 

Los tejidos en alcohol deberían ser colocados en ampollas de vidrio 
que cierren bien, o se pueden emplear los envases de plástico usados 
para centrifugadoras, en este caso el tamaño de la muestra es menor, 
pero puede ser repartida entre varios envases; es recomendable el 
uso de viales que puedan ser cerrados herméticamente (los de tapa a 
presión tienden a desecarse en poco tiempo, si no están manufactu-
rados apropiadamente (com. per. E. La Marca). Envuelva la tapa del 
envase con cinta adhesiva. Proteja los tejidos de la luz, colóquelos en 
un ambiente oscuro y fresco tan pronto como sea posible.
Para muestras sanguíneas, tejido muscular, piel, etc., lo más recomen-
dable es sumergirlas en etanol al 96% en una proporción 3:1 o 4:1, las 
muestras deben guardarse en recipientes sellados. Preferentemente, 
las muestras deben ser refrigeradas a temperaturas entre los 6°C y 
4°C, o congeladas, aunque la eficiencia de la extracción de ADN no 
se ve afectada por mantener las muestras a temperatura ambiente 
por períodos de semanas. Alternativamente, las muestras de sangre 
y músculo pueden ser preservadas inmersas en EDTA, pero aquí la 
refrigeración es imprescindible.
El uso de DMSO (dimetil sufoxido) no es recomendable para la co-
lección o almacenamiento de tejidos, dado que no provee estabilidad 
por periodos largos de tiempo (Simmons 2002). El DMSO es un pro-
ducto ampliamente usado en veterinaria y medicina; hay controversia 
en el uso de este, ya que hace más permeables las membranas de 
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de su conformación ósea, muscular, o la presencia de enfermedades. 
Existe un buen compendio de referencias sobre las “recetas” para 
preparar los individuos de cada una de estas formas en el boletín 
sobre procedimientos de colecciones de la Sociedad Americana de 
Ictiólogos y Herpetólogos (McElman et al. 1987) que, sin ser reciente, 
identifica una serie de publicaciones cuyas técnicas ya han sido pro-
badas durante varios años con buenos o regulares resultados. Para los 
propósitos de este manual, sin embargo, solamente se describirán dos 
técnicas que podrían contribuir en la identificación de características 
de interés, tales como malformaciones, presencia de patógenos o 
problemas neurológicos; además, su uso ha sido bastante difundido y 
los reactivos que emplean son relativamente fáciles de obtener. Estas 
son: a) la coloración diferencial con diafanización/transparentado 
para cartílago y hueso (Dingerkus & Uhler 1977) modificada por 
Song & Parenti (1995) para permitir la identificación de nervios y 
b) la preparación con lugol para la identificación de músculos (Bock 
& Shear 1972). Tejidos preparados bajo una coloración diferencial 
de hematoxilina-eosina pueden ser empleados para la diagnosis de 
hongos Chytridiomycetes (Berger et al. 1999). Dada la extensión de 
este procedimiento, referimos al lector a la fuente original.

a) Identificación de cartílago, hueso y nervio

Reactivos: 

Agua destilada suficiente (dependiendo de la cantidad y el 
tamaño del material a colorear).

100 cc de solución de azul de alcián (“alcian blue” ): 10 mg 
de azul de alcián 8GN, 80 cc de etanol al 95% y 20 cc de 
ácido acético glacial. 

Etanol suficiente, en concentraciones de 95%, 75%, 60%, 
50% y 30%.

Solución de tripsina (100 cc): 30 cc de borato de sodio sa-
turado, 70 cc de agua destilada y 1 g de tripsina (pancreatina 
x 4).

Solución de KOH al 0.5%, suficiente para lavar y mezclar
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guardados los tejidos congelados por varios meses en el campo. 
Un tanque que contiene nitrógeno líquido debe ser conservado en 
posición vertical y bajo sombra el mayor tiempo posible. El nitró-
geno líquido no está disponible generalmente (usualmente menos 
disponible que el hielo seco; algunos vendedores requieren 48 horas 
para llenar la capacidad de un tanque), pero a menudo puede ser 
encontrado en ciudades industriales, dado que tiene diversos usos en 
la industria y en aplicaciones agrícolas. Los tejidos conservados en 
nitrógeno líquido en el campo, pueden ser transportados al museo en 
nitrógeno líquido o en hielo seco (CO2 sólido). Esto es legal siempre 
y cuando esté correctamente etiquetado, y el envase de nitrógeno 
líquido no se presurice. Sin embargo, muchos empleados de aerolíneas 
son renuentes al embarque de nitrógeno líquido; por eso es necesario 
conocer bien las reglas particulares del transporte aéreo que elija. Es 
útil, también, indicar en el envase que este nitrógeno líquido puede 
ser enviado con toda seguridad y legalmente. Una estrategia útil, para 
tejidos que no estén en tránsito por más de 24 horas, es vaciar el 
tanque de nitrógeno líquido antes de subir al avión y colocar en su 
lugar bolitas de hielo seco. Los tejidos en un tanque con hielo seco 
permanecerán congelados por 3 a 4 días (Jacobs & Heyer 1994). 
Al igual que en el caso de la preservación de tejidos, éstos también 
pueden ser mantenidos en alcohol; en este caso en etanol al 95%, 
colocándolos en ampollas de vidrio o plástico esterilizadas que cierren 
herméticamente y envolviendo la tapa del envase con cinta adhesiva. 
Proteja el tejido de la luz, colocándolo en un ambiente oscuro y fresco 
tan pronto como sea posible (Simmons 2002).
En el laboratorio, las muestras de tejidos deben guardarse en un 
congelador frío o ultrafrío (-20 C, -70ºC a -150ºC), en hielo seco, o 
en nitrógeno líquido (Jacobs & Heyer 1994, Simmons 2002).

Diafanización (transparentado) y tinciones
Además de lo que se ha mencionado con anterioridad sobre las for-
mas de preservación y mantenimiento de ejemplares en colecciones 
biológicas, existen preparaciones especiales (como esqueletos o co-
loraciones diferenciales) que resultan de utilidad para evaluar caracte-
rísticas no evidentes en los individuos coleccionados, como es el caso 
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cada vez y en un baño final de etanol al 50%; luego transfiéralos a una 
solución de KOH 0.5% durante una noche completa y almacénelos 
definitivamente en las concentraciones sucesivas de KOH- glicerina. 
Algunos autores recomiendan agregar a la glicerina 100% (en la que 
se preservan los individuos diafanizados/transparentados) algunos 
cristales de timol (C10H14O), a fin de prevenir el crecimiento bacte-
riano o fúngico (Dingerkus & Uhler 1977). Sin embargo, si utiliza 
el procedimiento para triple coloración no agregue timol, puesto que 
se ha comprobado que destiñe los nervios.

b) Preparación con lugol

Reactivos: 

Solución de lugol (variación de Weigert, 100 cc): mezclar y agitar 
vigorosamente 1.0g de yoduro, 2.0g de yodato de potasio y 100 cc 
de agua destilada.	
Procedimiento: dependiendo del área que se desee estudiar o del 
tamaño del ejemplar, simplemente sumérjalo en la solución de lugol 
o aplique con un gotero una cantidad suficiente de solución sobre el 
área de interés. Casi inmediatamente las fibras musculares tomarán 
un color pardo rojizo que permite diferenciarlas claramente. Esta 
coloración es temporal, se elimina con agua y funciona en ejemplares 
preservados tanto en formol como en alcohol. El único inconve-
niente es que en el trabajo con larvas se deben efectuar aplicaciones 
sucesivas puesto que la tintura se disuelve tanto en agua como en 
alcohol o formol. 

Embalaje de ejemplares científicos
Una vez que los ejemplares han sido fijados correctamente debe 
procederse a su embalaje, para ser trasladados a un laboratorio, co-
lección científica o museo, donde se realizará su almacenaje definitivo. 
Es importante evitar mezclar animales vivos y muertos, o animales 
de distintas especies en el mismo recipiente, excepto si se trata de 
animales muertos de varias especies que sí pueden ser colocados en 
el mismo frasco con formol (Lips et al. 2001).  El proceso de embalaje 
descrito puede ser aplicado para el envío de ejemplares al exterior 
con fines de identificación, préstamo o donación.

Solución de rojo de alizarina: se prepara añadiendo rojo de 
alizarina a una solución de KOH 0.5% hasta que ésta se 
ponga de color púrpura.

Solución blanqueadora: se añaden 4 gotas de peróxido de 
hidrógeno (agua oxigenada) a 100 cc de KOH al 0.5%.

Solución de Sudán negro: preparar una solución saturada de 
Sudán negro en etanol 70%, filtrarla y luego disolverla en 
siete o cinco partes de etanol para obtener concentraciones 
de 30% a 50%.

Solución de KOH-glicerina en concentraciones 70-30% y 
30-70%.

Glicerina pura.

Procedimiento: partiendo de ejemplares preservados en formol, láve-
los en cambios sucesivos de agua destilada por dos o tres días. No les 
retire la piel ni las vísceras si va a colorear los nervios, puesto que hay 
muchas terminaciones nerviosas que se conectan con estos órganos. 
Colóquelos posteriormente en la solución de azul de alcián por uno 
o dos días y una vez adquieran color azul intenso, transfiéralos a una 
sucesión de soluciones de etanol, iniciando en 95% (dos cambios 
sucesivos), siguiendo con 75%, 50% y hasta llegar a 30%; permita 
dos o tres horas en cada cambio. Colóquelos luego en agua destilada 
(dos a tres cambios) hasta que el espécimen se hunda. A continuación 
proceda a la diafanización/transparentado, sumergiendo los ejem-
plares en la solución de tripsina el tiempo que sea necesario para que 
los músculos se vuelvan transparentes; durante ese lapso cambie la 
solución cada dos o tres días o cuando ésta parezca contaminada. 
Transfiera ahora los individuos a la solución blanqueadora y luego, 
a soluciones de etanol en concentraciones sucesivas de 30%, 50% y 
70%, dejando que el espécimen permanezca alrededor de 30 minutos 
en cada una de ellas. Proceda entonces a teñir el nervio, sumergiendo 
los ejemplares en Sudán negro; el tiempo de permanencia dependerá 
del tamaño y la constitución del individuo, pero no debe ser inferior a 
una noche. Seguidamente, destiña los ejemplares sumergiéndolos en 
dos baños de etanol (70% y 60%) por espacio de 30 a 180 segundos 
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que contengan formol al 10%. Sin embargo, lo más aconsejable es 
trasladar los especímenes de la misma manera que para el envío o 
préstamo de muestras en museos. 
Se debe proceder a envolverlos en una gasa, cubriéndolos con toallas 
de papel (puede emplear más de una capa) por completo, que ayuda 
a que las muestras no se sequen, reteniendo mejor la humedad; cuide 
que los dedos o el espécimen en sí esté bien colocado para que no 
se deforme. Luego se humedece este paquete con el preservante 
adecuado o correspondiente, para ser introducido en una bolsa de 
plástico resistente o gruesa la cual es sellada (Pisani & Villa 1974, 
McDiarmid 1994b). Cuando se está en campo se pueden sellar las 
bolsas con cinta adhesiva o embalar en bolsas tipo Wilpack® o 
Ziploc®, verificándose que estén bien selladas. Cada paquete debe 
estar etiquetado y bien sellado, no debe existir exceso de preservan-
te, ya que puede dañar el envase de envío. Las bolsas de polietileno 
que se empleen en laboratorio pueden ser amarradas o selladas con 
calor, el polietileno más grueso proporciona mayor protección a los 
ejemplares. Cuando se envían muestras al exterior, no deben cerrarse 
las bolsas con pegamento o gomas, ya que se deterioran al estar en 
contacto con el preservante; tampoco han de emplearse bolsas con 
alambre o tipo cremallera puesto que éstas no sellan bien ni resisten 
la tensión durante el viaje (Simmons 2002).
Este primer paquete puede ser introducido dentro de otro sellado al 
vacío y finalmente colocado en una caja gruesa, etiquetada y rellenada 
con material de embalaje. Los paquetes no deben estar en contacto 
directo con la caja. Los ejemplares deben ser embalados poco antes 
del envío y ser desempaquetados inmediatamente al ser recibidos, 
para evitar riesgos de deshidratación de los mismos; no obstante  las 
muestras bien embaladas pueden permanecer varias semanas en el 
paquete (McDiarmid 1994b, Simmons 2002).
En el caso de no tener formol para el embalaje, puede emplearse 
alcohol etílico al 70%, y como segunda opción alcohol isopropílico 
(40-50%). El alcohol metílico no es un preservante satisfactorio (Si-
mmons 2002). En el caso de no contar con ninguna de las anteriores 
opciones, véase Preservación para otras alternativas. 

Muestras vivas
Si se piensa llevar o trasladar anfibios vivos desde el campo al 
laboratorio o museo, pueden emplearse bolsas de tela de algodón 
humedecidas, suplementadas con ramas y hojas que generen un 
espacio interno y mantengan la humedad (es importante asegurarse 
de que permanezcan húmedas). Esto en el caso de poblaciones sanas 
o localidades donde se sepa que no hay patógenos. No obstante, el 
uso de bolsas de tela no es muy recomendable por la posibilidad de 
contaminación y propagación de patógenos, por lo que se recomienda 
el uso de bolsas de plástico, asignando una bolsa por individuo (ver 
capítulo sobre bioseguridad en este manual). Además de bolsas de 
plástico gruesas, también pueden emplearse frascos cuyas tapas deben 
estar agujereadas, esto en el caso de anfibios terrestres, de tal manera 
que se permita una constante oxigenación. Se recomienda que los 
agujeros se abran hacia fuera, para evitar el deterioro de los animales 
que se acerquen a la tapa, o puede ser sustituida por gasa (com. per. 
E. La Marca). Dependiendo del tiempo de viaje de los ejemplares, 
se recomienda que para periodos de más de un día se empleen los 
frascos, ya que permitirán que los especímenes vivos estén más se-
guros y cómodos. Algunas personas utilizan los envases “cartones” 
de leche, sin embargo es recomendable usar los envases de plástico 
de forma cuadrada (com. per. E. La Marca). Si se trasladan anfibios 
acuáticos es necesario asegurarse de que haya suficiente oxígeno en 
cada recipiente, dejando una amplia superficie de agua en contacto 
con el aire. Coloque vegetación acuática, hojas o musgo, incluso 
toallas de papel (no blanqueadas) humedecidas pero no empapadas, 
a cada uno de los recipientes; no use esponjas, muchas son tóxicas 
para los anfibios acuáticos y terrestres (Lips et al. 2001).

Muestras conservadas
Para ejemplares preservados en medio líquido, tome en cuenta 
que una vez que hayan sido fijados en el formaldehído, pueden ser 
embalados para su envío. En campo la manera más fácil y rápida de 
trasladar muestras es colocándolas en un recipiente o frasco de tapa 
hermética que contenga alcohol al 70%, esto para adultos, mien-
tras que las larvas y huevos se colocan en frascos o bolsas gruesas 
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Para el envío de muestras congeladas en nitrógeno líquido o hielo 
seco, revise el subtítulo de Mantenimiento de la muestra (bajo Prepa-
ración de tejidos). Los paquetes o envases que contienen las muestras 
deben ser empaquetados junto con bolsas de refrigerante artificial 
previamente congeladas (hielo seco) para mantenerlos fríos; las bolsas 
de refrigerante son mejores que el hielo (agua), porque esta última 
causa condensación y se derrite. Coloque todo esto en una caja de 
hielo con paredes de plástico resistente o de poliuretano especial-
mente diseñadas para hielo seco, y luego para reforzar la protección 
se puede introducir la caja en otra de cartón (Lips et al. 2001).

Otras consideraciones
Si los anfibios están vivos, empaque el recipiente de modo que el aire 
pueda circular. Coloque papel de periódico arrugado, o algún material 
absorbente similar, dentro de la nevera o caja, con las bolsas, para 
reducir el movimiento así como para aislar y absorber los líquidos. 
Cierre las neveras o cajas con cinta de embalaje; no utilice la cinta 
de papel (que tiene pegamentos sensibles a la humedad), ni tirro, 
cinta o masking tape (que tienen pegamentos débiles), ni amarre con 
cintas (que se deterioran rápidamente con la edad y la exposición a 
UV) (Simmons 2002).
En caso de transportar ejemplares preservados, colóqueles las etique-
tas con todos los datos necesarios, indicando, además, que se trata de 
“ejemplares científicos de museo, sin ningún valor comercial”. En 
el caso de enviarse un espécimen fuera del país, verifique la norma 
existente al respecto para obtener los permisos correspondientes, 
tanto en el país de donde se realizará el envío, como en el que se 
recibirá el paquete (Pisani & Villa 1974, Lips et al. 2001).
El envío de los ejemplares por avión siempre ayuda a ahorrar tiempo, 
y tras la llegada de estos, deben ser inmediatamente desembarcados y 
preparados para su almacenamiento permanente (Simmons 2002).

Almacenamiento de ejemplares
Este tema se basa en los trabajos de Pisani & Villa (1974), Scro-
cchi & Kretzschmar (1996), Lips et al. (2001), Etheridge (2002) y 
Simmons (2002).

Las larvas y huevos deben ser transportadas en líquido (generalmente 
formol, pero nunca en soluciones de alcohol) dentro de frascos de 
su tamaño, de tal manera que no se deformen por el movimiento. 
Llene el frasco totalmente con el líquido y asegure la tapa firmemente 
para prevenir derrames. Envuelva los frascos con toallas de papel, 
e introdúzcalas en un bolso plástico. Al llegar al destino, inmedia-
tamente transfiera las larvas a frascos más grandes y a una solución 
fresca de formol al 10%. En algunos casos donde el traslado sea de 
no más de 12 horas, el formol puede ser sustituido por agua, pero 
inmediatamente al llegar las muestras deben ser retornadas al formol 
10% (Pisani & Villa 1974, McDiarmid 1994b, Simmons 2002).
En caso de tener muestras secas, se debe emplear una caja gruesa 
libre de ácidos, o una caja de polietileno acolchada libre de fibras de 
poliéster. Los huesos pequeños se deben colocar en una cápsula de 
gelatina o vidrio, para que no se pierdan. En el caso de ejemplares 
diafanizados/transparentados, éstos deben ser enviados en frascos 
que contengan glicerina y que sean adecuados al tamaño de la muestra. 
En ambos casos, no deje que los paquetes o frascos toquen la caja; 
utilice material para que se mantengan firmes en su lugar, pero no 
emplee las bolitas biodegradables de embalaje, dado que se elaboran 
de maicena, y esto puede atraer parásitos. Etiquete cada paquete y 
las cajas (Simmons 2002), es importante adjuntar dentro de la cajas 
o paquete una copia de la “hoja de préstamo”, y de ser posible otra 
copia en la parte externa del mismo, para oficiales de inspección de 
correos.

Muestras congeladas
Cuando se congela un espécimen, el frío causa la ruptura de las 
células debilitando el tejido. Por esto es importante recordar que si 
se decide congelar una muestra, considere que posteriormente no 
se la podrá retornar a una preservación en líquido. Ni los fijadores 
ni los preservantes pueden penetrar los tejidos mientras la muestra 
esté congelada. Los ejemplares congelados se deberían preparar 
como esqueletos. Si es realmente necesario pasar a medio líquido un 
espécimen congelado, se lo debe introducir en una solución buffer 
de formalina al 10%, inyectándosela en los lugares que sea posible. 
(Scott & Aquino-Shuster 1989, Simmons 2002).
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donde se está trabajando. Se sugiere instalar filtros ultravioletas en 
las fuentes de luz que producen radiación ultravioleta (incrementa la 
pérdida de color) en todos los ambientes donde se trabaje con ejem-
plares, como áreas de almacenaje, laboratorio y oficinas. Las muestras 
preservadas se deben mantener en oscuridad, fuera de la exposición 
de luz natural o artificial, siempre que no se estén usando. Las luces 
en el almacén deben ser apagadas cuando no están en uso, y deben 
estar ubicadas de tal manera que se ilumine al interior de los estantes 
(esto facilitará el trabajo y ubicación de los ejemplares). 
Es necesario tomar medidas de seguridad tanto para los ejemplares 
como para el personal que se encuentre trabajando en estos ambien-
tes. Deben tomarse en cuenta los reglamentos de seguridad de manejo 
de sustancias químicas y en caso de incendios. Es necesario tener 
extinguidores de fuego en lugares estratégicos que así lo requieran 
y letreros que señalen que está prohibido fumar. Además se deben 
tener ventiladores (los envases con ejemplares conservados en fluidos 
sólo deben ser abiertos en ambientes ventilados). Es necesario que 
el lugar de almacenaje de este tipo de muestras cuente con suficiente 
circulación de aire para prevenir la acumulación de humos provenien-
tes de los líquidos preservativos. Los gases evaporados del alcohol 
se acumulan al nivel del piso, así que el sistema de ventilación debe 
funcionar a este nivel también.  
Es necesario mantener estable la temperatura (18-21ºC), al igual que la 
humedad relativa (47-55%), siendo las condiciones óptimas de 18°C 
de temperatura y 50% de humedad relativa. Las temperaturas elevadas 
causan que las muestras se deterioren más rápido, y las temperaturas 
más bajas pueden causar problemas con la calidad preservativa. Las 
colecciones se deben proteger contra fluctuaciones de temperatura 
y humedad relativa. Se sugiere supervisar la humedad relativa y la 
temperatura en el área de la colección a lo largo del año con un gra-
ficador higrotérmico o un registrador de datos (datalogger).  
Cuando se trabaje con formol, es necesario hacerlo en un área 
bien ventilada, preferiblemente delante de un colector del humo 
o campana. Se deben proteger los ojos y usar guantes resistentes a 
este líquido.

La conservación de colecciones herpetológicas comienza con las 
técnicas de captura y con los productos químicos para eutanasia, fi-
jación y preservación de los ejemplares, continuando con el ambiente 
de almacenaje de la colección y cómo se utilizarán los ejemplares. 
Es importante considerar dónde serán almacenadas las muestras, 
dado que éste debe ser un lugar confiable (museos o colecciones), 
que asegure la preservación a largo plazo, así como de sus datos, 
y la disponibilidad de estos para cualquier investigador que desee 
estudiarlos. 
Tanto el ambiente de almacenaje como la condición física de los 
ejemplares debe ser supervisado regularmente, por lo que es nece-
sario establecer procedimientos estandarizados. Se sugiere tener un 
documento que explique qué tipo de conservación se realiza en una 
institución, y cómo se realiza, para asegurar que los ejemplares se tra-
ten con el mejor procedimiento posible y estándar todo el tiempo.

Condiciones físicas del ambiente de almacenaje
El ambiente seleccionado para el almacenaje no debe tener ventanas 
y debería ubicarse de modo práctico para el personal. La estantería y 
la carga sobre el suelo debe ser la adecuada; se puede emplear estan-
tería movible para maximizar el uso del espacio. Se sugiere escoger 
armarios de madera que puedan soportar mucho peso, con puertas 
y fondos, que proveen una protección adicional contra la luz y el 
polvo. Los armarios metálicos no son recomendables dado que la 
mayor parte de las colecciones herpetológicas son preservadas en 
líquidos, y su derrame provoca su oxidación y destruye la pintura; 
si se emplean estantes de metal deben ser de acero inoxidable, sin 
ningún tipo de aplicación como pintura, y deben resistir el movi-
miento de los envases de los ejemplares o en caso extremo un suceso 
ambiental como un sismo, por lo que se recomienda su anclaje en 
el piso y en el techo. Esta es una elección según la factibilidad del 
museo. Es importante recordar no mezclar las muestras conservadas 
en fluidos con muestras secas; estas últimas deben estar separadas 
en diferentes ambientes.
Los interruptores deben ser ubicados selectivamente para encender 
las luces en cada pasillo, de modo que sólo quede iluminada el área 
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potencial de incendio. Se ha indicado que el uso de alcohol iso-
propílico es más favorable porque es menos costoso, más fácil de 
obtener, y que los ejemplares permanecen flexibles. Sin embargo, 
su uso plantea un riesgo alto de incendios, es dos veces más tóxico 
que el alcohol etílico, y mucha gente encuentra su olor desagradable. 
Hay que prestar especial atención a la condición de flexibilidad en 
los ejemplares, porque puede ser una señal de su deterioro. El uso 
del alcohol isopropílico como preservativo hace ejemplares inade-
cuados para la mayoría de los tipos de preparación histológica. Es 
difícil medir la densidad de las soluciones del alcohol isopropílico, 
particularmente con un alcolímetro, pues su densidad está cerca de 
la del agua. El alcohol isopropílico es difícil de mezclar con agua y 
propenso a formar capas en los envases. En el almacenamiento de 
larga duración, se ha demostrado que ablanda los huesos (incluir cita 
específica). Todas estas razones lo hacen poco adecuado para su uso 
en las colecciones. Aquellas colecciones que poseen ejemplares en 
isopropanol pueden hacer el cambio a etanol a través de una serie 
de cambios en alcohol etílico.
La mayoría de los herpetólogos creen que la fijación con formaldehí-
do es necesaria para la preservación a largo plazo de los ejemplares, 
pero esto no ha sido demostrado, aunque su uso es necesario para 
muchas preparaciones histológicas.
En el caso de las larvas, es recomendable organizarlas por especie y 
región geográfica en frascos grandes, dentro de los cuales se sumergen 
tubos de vidrio individuales para cada lote (o número de colección), 
llenos a su vez de formol y bien tapados. Cuide que los tubos o los 
frascos estén acordes con el tamaño de las larvas, correctamente 
etiquetados en la parte externa del frasco con el nombre de la especie 
y la procedencia, llenos de suficiente líquido preservante. Los frascos 
pequeños contentivos de dichas larvas deben ser tapados con algodón 
o gasa, y colocados con la abertura hacia abajo. Esta modalidad es 
muy útil para ejemplares post-metamórficos pequeños mantenidos en 
alcohol; de esta manera se evita que se desequen rápidamente cuando 
se evapore algo de líquido (com. per. E. La Marca). Las larvas deben 
ser colocadas con la cabeza abajo o recostadas completamente para 
evitar dañar la cola.  

El lugar de almacenaje debe tener los envases ordenados alfabéti-
camente por familia, dentro de cada orden. Dentro de cada familia, 
las muestras se deben arreglar alfabéticamente por género y especie. 
Dentro de cada especie, los ejemplares se deben arreglar por lugar 
geográfico y por orden numérico. Los ejemplares identificados sólo 
hasta nivel de familia se dejan en un estante aparte. En algunas colec-
ciones se emplea el arreglo filogenético, pero no lo recomendamos; 
el uso de un sistema alfabético simplifica la búsqueda de ejemplares 
en la colección. Es preferible no dividir las muestras de un taxón 
entre dos estantes, a menos que los envases de este taxón ocupen 
más de un estante. Los envases que contienen a los ejemplares de-
ben ubicarse de forma adecuada, de tal manera que se permita el 
crecimiento de la colección, para evitar el cambio a tarros masivos 
o el reordenamiento de los estantes.

Condiciones de preservación de los ejemplares para su almacenaje

Preservación según su estado de preparación

Colecciones húmedas

En el caso de muestras preservadas en fluidos, se debe considerar:

1.	 La calidad de la fijación o de la preservación inicial

2.	 El proceso de la post-preservación

3.	 El ambiente de almacenaje 

El cambio al preservante en el caso de ejemplares fijados con formol 
debe ser máximo a las 48 horas y en el caso de ejemplares fijados 
en alcohol en una semana. De manera general, el conservante más 
empleado es el alcohol etílico al 60-75%. El segundo preservante 
común es el alcohol isopropílico, que es menos costoso y más fácil 
de obtener, pero que posee la desventaja de que vuelve frágiles a los 
ejemplares con el paso del tiempo (com. per. E. La Marca); el tercer 
preservante común es el formaldehído. El alcohol metílico (alcohol 
de madera) es inadecuado para su uso como preservante. 
Dependiendo del país, el costo del alcohol etílico varía, y su uso se 
rige a ciertas normas; además, su manipulación plantea un riesgo 

1.

2.

3.
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De igual forma, debe tenerse sumo cuidado si el líquido preservante 
se evapora ya que ocasionaría la deshidratación del ejemplar. Un 
proceso inverso ocurre cuando se adiciona nuevamente líquido al 
envase donde está el ejemplar, ya que éste se hidrata produciéndole 
daños a sus tejidos; estos procesos de deshidratación e hidratación 
ocasionan daños a los tejidos de  los ejemplares, debido al rompi-
miento de los enlaces covalentes.
Si el alcohol preservante se evapora, debe añadírsele alcohol al 96% 
y no al 70% como suele hacerse de manera equivocada, para de esta 
forma equilibrar las concentraciones del preservante, puesto que el 
que se encuentra en el recipiente presenta una concentración mu-
cho más baja del 70%, debido a que primero se evapora el alcohol 
y luego el agua.

Colecciones secas

Los esqueletos, pieles y ejemplares desecados son susceptibles al 
ataque de parásitos, lo que hace necesario supervisarlos regularmente. 
La mayoría de los problemas de parásitos se pueden prevenir sin 
el uso de productos químicos. Los esqueletos no se deben hervir, 
exponer a tratamientos de amoníaco, consolidantes o blanqueadores 
(estos causan el envejecimiento prematuro de los huesos, y puede 
interferir con ciertos análisis químicos, como en la extracción de 
ADN). Cuando existen problemas de grasa, limpie la superficie del 
hueso solamente con una tela de poliéster o un paño suave y limpio 

Los ejemplares preservados en glicerina deben ser tratados con 
el mismo cuidado que los preservados en fluidos. La glicerina es 
higroscópica, así que absorbe la humedad del aire. Si los envases 
no están bien cerrados y las condiciones son de alta humedad, la 
glicerina absorbe la suficiente agua para rebosar el envase, y conver-
tirse en una solución peligrosamente diluida. La glicerina absorbe 
además agentes contaminadores y los contaminantes atmosféricos, 
causando que la solución se torne ácida o alcalina. Los ejemplares 
diafanizados/transparentados son muy frágiles, por lo que deben 
estar en frascos individuales, con etiquetas externas. Si emplea timol 
como bactericida o fungicida en la glicerina, utilícelo con mucho 
cuidado, solamente debajo de una campana de gases, puesto que es 
un producto muy tóxico. 
Los contenidos estomacales, tejidos, la piel, el aparato hyoideo, 
y otros, son preservados en fluidos; para estos es importante la 
correspondencia entre el número de catálogo del ejemplar al cual 
pertenecen y su propia etiqueta. Deben ser colocados en frascos con 
alcohol al 70%, dentro de las colecciones húmedas, y no mezclados 
con colecciones secas. Para más detalles revise los subtítulos corres-
pondientes a estos tópicos.

Transferencia de ejemplares

Existe una gran variedad de métodos descritos por diversos autores, 
pero seguiremos el método recomendado por Simmons & Muñoz-
Saba (2005), por considerar que es uno de los que mejor se adapta 
a las condiciones de nuestro medio tropical.
Es común sacar los ejemplares de la solución fijadora y lavarlos 
durante 24 horas en agua bien sea corriente o destilada y posterior-
mente colocarlos en el liquido preservante. Esto realmente no es una 
buena medida, puesto que permite que los procesos de degradación 
comiencen a presentarse, además que produce un cambio osmótico 
fuerte para los ejemplares. La mejor solución es realizar un proceso 
por etapas entre el fijador y el preservante en diferentes concentra-
ciones, con una duración máxima de 10 minutos entre cada una de 
estas (Figura 8).
Cuando el líquido preservante se encuentra muy deteriorado y es 
nocivo para la conservación del ejemplar, éste debe ser cambiado. 

Formol 10%  Agua destilada Etanol 10%

10 min

Etanol 70% Etanol 50% Etanol 30%

Deshidratado Agua destilada Etanol 10%

10 min

Etanol 70% Etanol 50% Etanol 30%

Figura 8. Procedimiento para la transferencia del fijador al preservante de los ejemplares 
conservados en líquido. Tomado de Simmons & Muñoz-Saba (2005)
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Las muestras en líquido deben mantenerse en cristal, acero inoxidable, 
o envases de polietileno de alta densidad con buen cierre. Cuando 
los ejemplares estén preservados en alcohol y se extraigan para ser 
examinados, deben ser sumergidos en una bandeja con el mismo 
preservante. No coloque los ejemplares preservados en agua para su 
examen, pues la tensión extrema causa la absorción del agua por el 
espécimen y diluirá el preservativo en el envase cuando dicho espéci-
men retorne. La absorción del agua y la deshidratación subsiguiente 
en el preservativo dañarán a los ejemplares preservados. Cualquier 
espécimen que flote en el envase o la presencia de gases es un indi-
cativo de que la muestra no se está preservando correctamente.
Los esqueletos, las diapositivas, los negativos, las fotografías, las trans-
parencias de color, los discos compactos, y las cintas con sonidos, 
deben ser protegidos contra el polvo y las fluctuaciones ambientales, 
en envases bien cerrados y apropiadamente numerados, descritos y 
relacionados con otras evidencias físicas. Muchas partículas de polvo 
son ácidas o abrasivas, que combinadas con la humedad del aire o 
con el humo (que es aceitoso), ocasionan que el polvo tome la forma 
de una capa que es difícil para ser lavada. 
Pueden colocarse cantidades razonables de muestras dentro de un 
frasco para ahorrar costos y espacio. Las desventajas de esta práctica 
incluyen la posibilidad de que ejemplares más pequeños o frágiles 
puedan deteriorarse por el peso de aquellos más grandes, y que la 
presencia de más ejemplares implica más tiempo para localizar el 
espécimen que sea necesario revisar. No mezcle diversas especies, 
ni mezcle los ejemplares provenientes de diferentes localidades o 
de la misma localidad en diferentes años en el mismo envase, y no 
ponga muchas muestras en un mismo envase.  Al asignar ejemplares 
a los envases, mantenga un cociente de por lo menos dos veces el 
volumen del líquido por volumen de ejemplares.  La etiqueta del 
envase debe incluir información del número de catálogo de cada 
espécimen, familia, género y especie, lugar, estatus del tipo (si lo 
hay), así como el tipo de preservante empleado, en el caso de existir 
o haberse usado más de uno. También debe indicar la procedencia 
geográfica de los ejemplares. Los catálogos de campo y de las co-
lecciones se constituyen en la fuente primaria de información de los 

empapado en una solución de alcohol etílico al 95%. Se recomienda 
marcar el hueso con el número de catálogo que le corresponde. Es-
tas muestras deben ser guardadas en ambientes protegidos, dentro 
de frascos o envases plásticos (preferiblemente transparentes) que 
pueden contener bolas de algodón que protejan a los huesos cuando 
son pequeños, además de estar bien cerrados y etiquetados. Se pue-
den colocar en los armarios bolitas de naftalina (“alcanfor blanco”) 
para evitar la presencia de polillas y otros insectos; sin embargo la 
exposición prolongada a este compuesto químico produce anemia 
hemolítica (com. per. E. La Marca).

Holotipos y paratipos
Los ejemplares tipo (o “tipos”, aquellos empleados en la descrip-
ción original de la especie) se deben mantener en un área separada 
y segura dentro de la zona de almacenaje de la colección. Deben 
ser ordenados alfabéticamente por género y especie, sin conside-
raciones a la familia.  Con ellos se debe tener un cuidado extremo 
y constante. Deben presentar etiqueta, indicando si se trata de un 
Holotipo, Paratipo, Sintipo o Lectotipo. El nombre científico en la 
etiqueta del holotipo es el nombre original que se le dio a la especie. 
Las etiquetas para los paratipos pueden llevar el nombre científico 
actual mientras la etiqueta indique paratipo, marcando el nombre 
original. Se sugiere que los envases de los holotipos se marquen con 
una cinta roja visible, externa, mientras que los de los paratipos deben 
estar marcados con la cinta azul. Algunas colecciones grandes (por 
ej. KU), los paratipos se colocan en los estantes junto con ejemplares 
no tipo (com. per. E. La Marca).

Otras consideraciones
Es importante considerar el tipo de envase que se va a emplear, ya que 
estos deben cerrase adecuadamente y ser guardados en la estantería 
y etiquetados correctamente. Una cantidad pequeña de evaporación 
del preservante ocurre constantemente (colecciones húmedas), o 
por el gas que se escapa de los envases debido a los cambios en 
temperatura y la presión de aire, o cuando los envases se abren para 
tener acceso a los ejemplares. 
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Monitoreo de anfibios

César Molina1, Andrés Acosta2,  

Jonh Jairo Mueses Cisneros3 & Sandy Arroyo3. 

Introducción
El monitoreo, como definimos en este manual, es la estimación 
periódica y estandarizada de la riqueza y/o abundancia de una o 
más poblaciones, ensambles, comunidades o gremios de especies de 
anfibios, a lo largo de un período de tiempo con el objeto de observar 
la dinámica de cambios o tendencias, sean estos naturales o asociados 
a actividades antrópicas (p. ej. un plan de manejo predeterminado). 
Este concepto se puede extender a la estimación de la riqueza y/o 
abundancia a lo largo de diferentes hábitats con el fin de detectar 
patrones en la distribución y abundancia de especies. 
El monitoreo es de suma importancia para los estudios de ecología, 
conservación y manejo de la vida silvestre, ya que el detectar los 
cambios ocurridos en las poblaciones, ensambles, comunidades o 
gremios resulta clave para la comprensión de sus dinámicas tempo-
rales – espaciales y de las causas (bióticas, abióticas, naturales o de 
origen antrópico) de las mismas, así como para evaluar la eficiencia 
de cualquier tipo de manejo que se haya aplicado para controlar o 
aumentar poblaciones de especies focales, e incluso para evaluar el 
uso del hábitat por una o más especies consideradas (Walker et al. 
2000).

1.Oficina Nacional de Diversidad Biológica, Ministerio del Ambiente, Centro Simón Bolívar, 
Torre Sur, piso 6, Of. 611, Caracas, Venezuela. Correo electrónico: cesar.molinarodriguez@
gmail.com

2.	Laboratorio de Herpetología, Facultad de Ciencias, Pontificia Universidad Javeriana, Edificio 52 
laboratorio 110 b, Bogotá, Colombia. Correo electrónico:andres.acosta@javeriana.edu.co

3.	Laboratorio de anfibios, Instituto de Ciencias Naturales, Universidad Nacional de Colombia, 
Bogotá, Colombia.  Correo electrónico:jjmueses@gmail.com y sbarroyos@unal.edu.co

museos. Ambas deben ser guardadas en gabinetes cerrados, lejos del 
acceso de personal ajeno a su curatoria, y en lo posible debe existir 
una copia en papel o digital.

Dendrobates fantasticus
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de conocer el o los micro-hábitats para cada especie consi-
derada. Adicionalmente, se pueden obtener datos sobre los 
cambios temporales del ambiente del sitio de muestreo.

Monitoreo en muchos sitios en varios periodos de tiempo: 
arroja mejores resultados que el tipo anterior ya que algunas 
especies son difíciles de detectar aún cuando estén presentes 
en un sitio particular, de allí que con un mayor número de 
sesiones de muestreo las probabilidades de detección aumen-
tan y como consecuencia, las evaluaciones de la estabilidad 
y/o cambios en la composición de especies, así como las 
distribuciones geográficas y usos de hábitat y microhábitat 
para cada especie o nivel de organización considerada son 
más sólidas y resultan en una posibilidad real de tener es-
timados poblacionales más confiables que con la estrategia 
anterior. Adicionalmente, se pueden obtener datos compara-
tivos sobre la dinámica ambiental de los sitios de muestreos 
(ejemplos de esta situación han sido señalados por Rödel 
& Ernst 2004).

En términos temporales podemos tener las siguientes categorías de 
acuerdo con su duración, pero con frecuencias variables de muestreo 
(semanal, mensual, bimensual, trimestral, semestral y anual): 

A corto plazo: Estudios menores o iguales a un año (Funk. 
et al. 2003). 

A mediano plazo: Estudios comprendidos entre 1 y 5 años 
(Allmon 1991, Molina 2003).

A largo plazo: Estudios mayores de 5 años (Meyer et al. 
1998).

Finalmente, podemos tener combinaciones factibles de realizar, al 
considerar si el sitio o hábitat está o no perturbado, si los muestreos 
se realizan en uno o más sitios en diferentes tiempos y si la duración 
del monitoreo es a corto, mediano o largo plazo.

2.

1.

2.

3.

Este capítulo no pretende en ningún caso ser exhaustivo, sólo quiere 
llamar la atención sobre puntos importantes a la hora de diseñar 
e implementar un programa de monitoreo, de allí su generalidad. 
Consecuentemente cada investigador debe profundizar en los deta-
lles propios de su(s) objetos(s) de estudio(s) a fin de que su diseño 
e implementación de un programa de monitoreo resulte en datos 
estadísticamente robustos que puedan llevar a conclusiones válidas 
dentro del escenario del problema planteado inicialmente en su 
investigación.

Tipos de monitoreo
Una primera distinción de los tipos de monitoreo viene dada por 
la presencia o no de efectos que causen cambios sobre nuestros 
objetos de estudio (población, ensamble y comunidad); así tenemos 
dos posibilidades:

Monitoreo en ambientes no perturbados: nos ayuda a 
observar la dinámica espacial y temporal de los objetos de 
estudio (especie, ensambles, comunidades y gremios) y las 
variables que las explican.

Monitoreo en ambientes perturbados o por perturbarse: 
permite observar la dinámica espacial y temporal de los 
objetos del estudio, una vez expuestos a una actividad de 
perturbación y las variables que las explican. En situaciones 
en las que se tiene un enfoque anterior y posterior de la 
actividad de perturbación, es posible detectar el efecto que 
ésta tiene sobre la dinámica espacial y temporal de los objetos 
de estudio. Para ver detalles de este tipo de estudio revisar 
Vilella & Fogarty (2005).

En términos espaciales y temporales podemos tener las siguientes 
posibilidades:

Monitoreo en un solo sitio en diferentes períodos de tiempo: 
genera informacion sobre la estabilidad y/o cambios de los 
objetos de estudio (abundancia poblacional de las especies 
consideradas, riqueza y composición de especies en el nivel 
de ensambles, comunidades o gremios), con la posibilidad 

1.

2.

1.
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o universo con el fin de hacer inferencias acerca de toda la población. 
Bajo ciertas condiciones, con el análisis de una muestra representativa 
tomada de una población, bajo un proceso de selección,  se pueden 
hacer deducciones o inferencias acerca de la magnitud de las mismas 
características en la respectiva población (Kish 1995). 
Otra distinción importante a tomar en cuenta ocurre entre los térmi-
nos sesgo y error de muestreo. Por ejemplo, una estimación basada 
en  la proporción de los sexos tendrá un sesgo a favor de los machos 
si estos son más conspicuos que las hembras, tal como lo son los 
machos vocalizantes de muchas especies de ranas. Por el contrario, 
los errores de muestreo distorsionan los resultados pero no siempre 
en la misma dirección, y por lo general tienden a compensarse al 
extraer promedios. 
Los detalles del diseño de un estudio de abundancia poblacional de 
anfibios dependerán marcadamente de los objetivos -uno de ellos es 
proveer una estimación poblacional con la mayor exactitud posible 
con relación a la cantidad de esfuerzo de muestreo invertido-; de allí 
la importancia de especificar dichos objetivos a priori y luego ajustar el 
estudio a los mismos. El paso inicial en el desarrollo del estudio debe 
ser, entonces, la especificación de los objetivos y la forma en que los 
datos de riqueza y/o abundancia serán utilizados para alcanzarlos.
Por otra parte, la importancia de tener un diseño explícito es que el 
procedimiento de monitoreo pueda ser repetido por otros investiga-
dores, además de asegurar que los resultados sean comparables con 
otros resultados, tanto en el mismo sitio como en otros. 
No existe un diseño de muestreo perfecto, sino que cada problema 
requerirá su propio diseño adaptado a la distribución y ciclo de 
vida del organismo en estudio, entre otros aspectos. Por lo tanto, es 
condición indispensable estar profundamente familiarizado con el 
organismo que se va a investigar. 
Con relación a la ubicación de las localidades de muestreo, el diseño 
del estudio debe incluir un método que considere la variación espacial 
en la distribución de la población de la(s) especie(s) de anfibio(s) 
bajo estudio. El muestreo espacial típicamente involucra dividir el 
área de interés en unidades de muestreo potenciales y seleccionar 
algunas para ser muestreadas. Entre los métodos más utilizados 

Diseño de estudios de monitoreo
Importancia del diseño del programa de monitoreo y su relación con 
la aleatorización/sistematización, replicación/pseudo replicación y 
tamaño de la muestra.
Podemos definir al diseño como el resultado de un proceso de plani-
ficación del estudio para recolectar información apropiada, que pueda 
ser analizada utilizando métodos estadísticos de los cuales resulten 
conclusiones válidas y objetivas. En cualquier estudio, el análisis, los 
resultados y conclusiones que pueden obtenerse dependen, en gran 
parte, de la forma en que los datos fueron recopilados.
Muchos de los datos de monitoreos están o han sido recolectados 
sin el establecimiento explícito de hipótesis de trabajo y con pocas, 
si no inexistentes, consideraciones sobre el diseño (experimental u 
observacional); como consecuencia de ello se obtienen datos que no 
permiten establecer conclusiones robustas sobre un fenómeno ob-
servado (Inger 2003). Muchas de las discrepancias observadas entre 
el diseño del monitoreo y las hipótesis de interés limitan el poder de 
cualquier análisis y por consiguiente la confiabilidad de sus conclu-
siones. Estas diferencias comúnmente se originan de tres maneras: 
a) diseño inapropiado para la hipótesis de trabajo, b) imposibilidad 
de establecer de manera explícita la hipótesis de trabajo y c) datos 
que habiendo sido recabados para un propósito son utilizados para 
otro (Rose & Smith 1992). 
Cualquier toma de datos debe responder a un diseño experimental 
que involucre la evaluación de una o más hipótesis, algunas muy claras 
o explícitas y otras más sutiles. Adicionalmente, deben tenerse en 
cuenta muchos factores sobre el diseño en sí, tales como ubicación y 
número de las localidades de muestreo, frecuencia de los muestreos 
y selección de técnicas de muestreo (Rose & Smith 1992) y otras 
no menos importantes como el financiamiento, personal y equipo 
(Galindo-Leal 1999). Es una gran pérdida de tiempo, de energía y de 
dinero el emprender un programa de monitoreo sin tener en cuenta 
las consideraciones de diseño experimental y de muestreo.
En este manual consideraremos al muestreo como el conjunto de mé-
todos para seleccionar y observar una muestra o parte de la población 



226 •

Monitoreo de anfibios

• 227

a b g

y el resultado en la persistencia regional de la especie (Hecnar & 
M´Closkey 1996).
Para que se puedan aplicar algunas pruebas estadísticas y poder exten-
der los resultados obtenidos, hay que determinar a priori el número 
de muestras y/o de localidades a evaluar. Para ello se necesita conocer 
de antemano cuál es la imprecisión (error) que se puede tolerar en 
los estimados poblacionales y cuán variables son los muestreos con 
relación a dichos estimados; esto último requiere de al menos un 
muestreo piloto, lo cual puede no ser viable en muchas ocasiones. Por 
otra parte, los factores tiempo, dinero y personal pueden condicionar 
el tamaño de la muestra. La literatura está llena de formas de estimar 
los tamaños de muestreo para métodos específicos de estimación 
(Seber 1982). El otro enfoque utilizado implica la determinación a 
posteriori de la representatividad del muestreo realizado y su poder 
o potencia.
En muchas ocasiones, algunas características (por ejemplo, sexo 
y/o edad) no son detectadas por nuestras técnicas de muestreo; 
sin embargo, ello no significa que no estén presentes en el sitio de 
muestreo. Esto quiere decir que existe una probabilidad de detec-
ción que varía entre 0 y 1 y es dependiente de las características 
de las especies relacionadas con el tamaño corporal, coloración, la 
capacidad y características de la vocalización -si es el caso- y el uso 
del hábitat, así como la estación climática, la cantidad y frecuencia 
de precipitación, la humedad relativa, la topografía y otras variables 
del paisaje (Bailey et al. 2004, Hyde & Simons 2001, Williams & 
Berkson 2004), sin olvidar la experiencia del investigador, entre otras. 
De allí que, en muchas ocasiones, debemos considerar este hecho al 
momento de diseñar nuestros estudios, con el objeto de conocer cuál 
deberá ser la frecuencia y el número de muestreos necesarios para: 
a) asegurar que contamos con una alta probabilidad de detectar una 
especie o reducir las falsas ausencias (Williams & Berkson 2004) en 
un ensamble, comunidad o gremio y b) si nos será posible comparar 
directamente los índices de abundancia, ya que este tipo de compa-
ración en tiempo y/o espacio requiere que la detectabilidad de los 
individuos o especies sea igual en los períodos o lugares a contrastar 
(Hyde & Simons 2001). 

está el muestreo aleatorio simple, el cual implica la selección al azar 
de las unidades de muestreo (probabilidad de selección semejante 
para todas las unidades de muestreo). Los métodos de muestreo 
no probabilísticos no garantizan la representatividad de la muestra 
y por lo tanto no permiten realizar inferencias sobre la población. 
En algunos casos, con base en el conocimiento de la historia natu-
ral de la(s) especie(s) de anfibio(s) considerada(s), por ejemplo los 
requerimientos de hábitat, podría ser preferible dividir el total del 
área de interés en diferentes estratos (hábitats) homogéneos a priori 
que difieran con respecto a determinadas características del hábitat 
o con respecto a la densidad de la(s) especie(s) que tienen influencia 
sobre la variabilidad de los datos. Dentro de cada estrato, las unidades 
son incluidas en la muestra seleccionándolas al azar a los fines de 
la representatividad del muestreo, considerando que la intensidad 
de muestreo (la proporción de unidades de muestreo seleccionadas 
dentro de cada estrato) puede diferir entre los estratos basados en 
su extensión. Otros diseños de muestreo también son posibles; éstos 
incluyen muestreo sistemático (se inicia en un punto seleccionado 
al azar, a partir del cual las muestras son obtenidas por un método 
sistemático aleatorio o no aleatorio) y muestreo agrupado (muestreos 
de segmentos homogéneos del objeto de estudio; en otras palabras, 
cada unidad muestral es un grupo) (Kish 1995, Walter et al. 2000; 
ver también Rueda-Almonacid et al. 2006, en este manual). 
En algunos casos, algunas poblaciones de anfibios (Sjögren 1994) 
están estructuradas en términos espaciales como una meta-pobla-
ción. La misma se puede distinguir de otros tipos de poblaciones 
en función de la tasa de dispersión de la especie que la conforma. 
Si la tasa es muy alta, entonces los individuos que viven en parches 
separados forman una población. Por el contrario, si la dispersión es 
muy baja, cada parche representa una población distinta y separada. 
Con tasas intermedias de dispersión se tiene una meta-población 
(Hanski 1991, Hanski & Gilpin 1991). 
Si este es el caso, los patrones espaciales de muestreo se deben dar 
tanto en lo interno de cada parche poblacional como en todos los 
parches que potencialmente pueden albergar a dicha especie, a fin 
de ver la dinámica de extinciones y colonizaciones de los mismos 
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1999). Ejemplos clásicos de pseudo replicación suceden cuando nos 
encontramos en estas situaciones de campo:

Animales móviles que tienen probabilidad de ser encontrados 
más de una vez en una misma transecta.

La captura de un macho en un coro afecta la actividad de 
vocalización del coro, lo que puede dificultar o facilitar la 
captura de otros individuos.

El seguimiento temporal de una muestra de renacuajos en 
una poza o charca es probablemente dependiente de si la 
población es pequeña, ya que hay una alta probabilidad de 
que los mismos renacuajos sean evaluados en repetidas 
ocasiones.

Sin embargo, en los casos en que ocurran autocorrelaciones espaciales 
entre las muestras, se han diseñado algunas técnicas que permiten 
enfrentar este problema (Legendre 1993). Para un análisis general 
de algunos métodos para diseñar estudios de campo ver Eberhardt 
& Tomas (1991).
Con todo lo anterior en mano podemos realizar un diseño “ideal”,  
aunque el mundo real nos provee de restricciones que debemos 
considerar para obtener un diseño factible, entre las que se cuentan: 
a) tiempo, b) dinero, c) número y experiencia de los investigadores, 
d) equipos de mediciones y registros e) imprevistos (catástrofes, ac-
cidentes y alteraciones climáticas inusuales). De allí que los diseños 
estadísticos siempre implican transacciones entre lo deseable y lo 
posible (Kish 1995).
Recapitulando, lo primero que hay que hacer antes de iniciar un 
estudio de monitoreo o cualquier otro tipo de trabajo de campo, es 
tener claro cuál o cuáles son las preguntas de investigación; segui-
damente es necesario familiarizarse con lo que se conoce sobre los 
objetos de estudio, de las condiciones climáticas, geográficas y del 
paisaje del área de muestreo. En segundo lugar, hay que considerar 
el diseño basado en los parámetros de interés para el estudio y de 
los métodos para obtenerlos. En tercer lugar, prever los posibles 
escenarios de logística basados en las características del sitio y de 

1.

2.

3.

Una técnica de muestreo por sí sola, desafortunadamente, no puede 
rendir estimados de riqueza y/o abundancia; por lo general, se deben 
utilizar varios métodos complementarios, dado que cada uno de ellos 
está diseñado -o limitado físicamente- para muestrear un subcon-
junto del total de especies y/o individuos y/o hábitats (Hammond 
1994, Heyer et al. 1994). De allí que si queremos obtener datos lo 
más completos posibles que brinden conclusiones sólidas, debemos 
estar seguros que estamos muestreando de manera eficaz y lo más 
completa posible, dentro de las limitaciones logísticas y los objetos 
de nuestro estudio.  
Un elemento a considerar en el diseño es la enorme variabilidad 
espacial observada en la naturaleza, de allí que el diseño de todos 
los estudios de monitoreo deben considerar este punto con sumo 
cuidado (Dutilleul 1993, Legendre 1993, Lichstein et al. 2002).
Dado que la información sobre la variabilidad espacial de los objetos 
de estudio así como del conjunto de variables explicativas es, por lo 
general, desconocida, los investigadores han enfocado la mayoría de 
sus estudios con muestreos al azar o sistemáticos, y han considerado 
la obtención de un elevado tamaño de muestras (Johnson 2002) con 
el objeto de obtener estimados confiables -sin o con poco sesgo- a 
pesar de la variabilidad encontrada en sus objetos de estudio. No 
obstante, si esta variabilidad se conoce a priori, se le puede sacar ven-
tajas con diseños que la incluyan dentro de los mismos (Dutilleul 
1993, Legendre 1993, Lichstein et al. 2002).  
Por otra parte, hay que tener en cuenta que muchos estudios no se 
pueden replicar por motivos logísticos y éticos; por ejemplo, los 
estudios de impactos ambientales naturales o catastróficos son ex-
perimentos que rara vez se replican. Esto no significa que este tipo 
de estudios carecen de valor, pero hay que recordar que no son muy 
útiles para hacer inferencias.
Otro elemento del diseño para considerarse es la pseudoreplicación, 
lo cual implica el no cumplimiento del precepto central de la replica-
ción: que las muestras deben ser independientes. Esta es una de las 
restricciones más importantes en diseño experimental frecuentemen-
te no tomada en cuenta por muchos investigadores (Galindo-Leal 
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donde entra en juego el concepto de significación biológica frente al 
de significación estadística. El hecho de que el valor de probabilidad  
(p) de una prueba en particular resulte significativo no implica la 
existencia de significación biológica. De la misma manera, un valor 
de p no significativo, indica que no pudieron encontrarse diferencias, 
lo cual no implica que necesariamente no existan; en otras palabras, 
la significación biológica y la estadística no son siempre equivalentes. 
Esto pone de relieve que lo importante no es demostrar que existen 
diferencias sino que éstas son importantes.

¿Qué monitorear?
Monitoreo de diferentes niveles de organización (especies, ensambles, 
comunidades o gremios), especie de interés (amenazadas o bioindi-
cadoras), genes (diversidad y variabilidad genética).
Una pregunta importante antes de comenzar cualquier programa de 
monitoreo es conocer con certeza qué se va a monitorear y cuáles son 
las características que pueden influenciar los resultados del estudio 
de monitoreo, ya que estos datos nos pueden condicionar el dónde, 
cómo y con qué frecuencia monitorear.
Se puede trabajar con diferentes niveles de organización taxonómica, 
a saber:

Especie: en el contexto de este manual consideraremos 
el concepto biológico de especies, entendido como un 
conjunto de poblaciones que real y potencialmente pueden 
reproducirse entre sí, pero que están aisladas de otros grupos 
similares.

Población: conjunto de organismos de la misma especie 
que conviven en tiempo y espacio. Los organismos de una 
misma especie que conviven, pueden intercambiar natural y 
espontáneamente sus características genéticas, comparten un 
pasado evolutivo común y, lo más importante, constituyen 
una unidad evolutiva con un destino común.

Ensamble: grupo de especies relacionadas filogenéticamente 
que usan un conjunto similar de recursos dentro de una 
comunidad (Fauth et al. 1996). 

1.

2.

3.

las costumbres de sus habitantes; estos dos puntos nos permiten 
asegurar que el estudio propuesto sea factible técnicamente y pueda 
ser completado con los recursos disponibles para el momento de su 
ejecución. Finalmente, no hay que olvidarse de los contratiempos 
debidos a la naturaleza (fenómenos meteorológicos imprevistos) y 
las fallas humanas (olvido de implementos de trabajo, accidentes 
no intencionales) que, aunque no deseados, por lo general son más 
frecuentes de lo esperado.

Generalidades acerca de la(s) hipótesis a evaluar  
La palabra hipótesis ha sido utilizada indiscriminadamente para 
definir tres conceptos diferentes y no sinónimos, lo cual dado su 
parecido ha conducido a muchas confusiones, como son teoría, 
postulado e hipótesis.  
Las hipótesis deben ser construidas como respuestas a la pregunta 
de investigación, de allí que deben ser establecidas de forma que 
sean evaluables empíricamente, con el objeto de distinguir si la 
evidencia disponible la refuta o no. Por esto debemos tener cuidado 
al construir nuestras hipótesis de trabajo de manera de no hacerlo 
prematuramente y por sobre todas las cosas cuidarnos de intentar 
evaluarlas con pocos datos y de dudosa calidad.
La evaluación apropiada de una hipótesis es un tema de mucho debate 
en ecología. De acuerdo con los estudios de la psicología cognitiva, 
el sesgo de la confirmación (tendencia a buscar evidencias confir-
matorias) ejerce influencias negativas sobre el problema de resolver 
y probar hipótesis, interviniendo frecuentemente con las pruebas de 
hipótesis alternativas efectivas (Loehle 1987, citado por Hawkins 
& MacMahon 1989).
Otro punto importante es la significación estadística y la biológica. 
El principal problema de las pruebas estadísticas de contraste de 
hipótesis radica en que la decisión de rechazar o no la hipótesis de 
igualdad, descansa en el tamaño de la muestra, además del valor de 
significación asignado. Así, una diferencia muy pequeña puede ser 
estadísticamente significativa si la muestra es suficientemente grande; 
por el contrario, una diferencia de magnitud relevante puede no llegar 
a ser estadísticamente significativa si la muestra es pequeña. Aquí es 
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(ver más abajo para un categorización de este tipo de es-
pecies).

Mientras que en términos funcionales tendríamos la siguiente pro-
posición:

Gremios: conjunto de especies que explotan la misma clase 
de recursos de una manera similar Root (1967). Bajo este 
criterio, especies individuales pueden funcionar como indica-
doras de la situación o respuesta de un gremio particular del 
ensamble o comunidad, siempre que las respuestas gremiales 
a un cambio ambiental sean similares. Específicamente los 
gremios, por concentrarse en grupos específicos de especies 
con relaciones funcionales particulares, facilitan los estudios 
comparativos comunitarios, debido a que usualmente es 
imposible estudiar todas las especies constituyentes de una 
o varias comunidades y/o ecosistemas. 

En términos de conservación podríamos trabajar, por ejemplo, sólo 
con aquellas especies que estén bajo alguna de las categorías de las 
listas rojas de la UICN (2006: de las cuales las tres primeras son 
consideradas como amenazadas http://www.iucn.org/themes/ssc/
redlistindex.htm). 

En Peligro Crítico: existe el riesgo de extinción extremada-
mente alto de sus poblaciones en vida silvestre en el futuro 
inmediato. 

En Peligro: sin estar en situación crítica, el taxón enfrenta 
un riesgo muy alto de extinción en vida silvestre en el futuro 
cercano.

Vulnerable: enfrenta un alto riesgo de extinción en vida 
silvestre a mediano plazo.

Casi amenazado: cerca de ser considerado en una de las 
categorías de amenaza anteriores en el futuro cercano.

Preocupación menor: taxón abundante y/o de amplia 
distribución.

Datos Insuficientes: taxón que por falta de información 

1.

1.

2.

3.

4.

5.

6.

Comunidad: grupo de especies que interactúan en un lugar 
y tiempo determinado.

Estos últimos niveles de organización implican algunos retos meto-
dológicos, por ejemplo, muchas especies que presentan abundancias 
bajas, otras que habitan sitios poco accesibles (dosel del bosque) y/o 
son de hábitos poco notorios y por ende son difíciles de detectar por 
las metodologías estándares de monitoreo (Lips et al. 2001).
Alternativamente, podríamos trabajar con algunos de los tipos de 
especies de las señaladas por Noss (1990):

Especies indicadoras: especies cuya respuesta es diferencial 
ante cambios ambientales particulares o cuya respuesta es 
representativa de las respuestas de otras especies dentro de 
un hábitat, ensamble, comunidad o gremio. Sin embargo, 
esto último no siempre funciona de manera tan directa, ya 
que la mayoría de las especies que concurren en un mismo 
tiempo y lugar difieren en sus requerimientos de hábitat y en 
sus historias de vida y, por consiguiente, pueden responder 
de manera independiente a los cambios ambientales. Esto 
último implica que en muchos casos una especie pueda no 
ser buena indicadora de un ensamble o comunidad, de allí 
que una alternativa sea considerar a un conjunto multi-espe-
cífico de indicadores (Canterbury et al. 2000, Kremen 1992, 
1994). Kremen (1992) y Legendre et al. (1997) presentan 
procedimientos estadísticos para seleccionar a posteriori 
una o un conjunto de especies indicadoras de sitios con 
características particulares.

Especies clave: especie que influye de manera significativa en 
la estructura y/o funcionamiento de una comunidad.

Especies paraguas: especies con grandes requerimientos de 
área, que si son conservadas protegen a un enorme número 
de otras especies dentro de dichas áreas.

Especies banderas: especies populares y/o carismáticas.

Especies vulnerables: especies que son raras, empobrecidas 
genéticamente o por alguna razón propensas a la extinción 

4.
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(análisis de isoenzimas) que permiten  estimar las frecuencias de 
genes y genotipos dentro y entre poblaciones de una o más especies, 
los métodos inmunológicos y los estudios morfométricos clásicos 
cuyos datos son fácilmente obtenibles, tanto en el campo como en 
colecciones zoológicas. 
A nivel infraespecífico, es importante conocer la estructura genética 
y variación geográfica, tanto natural como en aquellos casos en que 
por efectos antrópicos se produce una fragmentación del hábitat, 
la cual genera una disminución del tamaño poblacional efectivo, 
incrementando así la probabilidad de apareamiento entre individuos 
emparentados que conducen a una disminución de la variabilidad 
genética, o la deriva génica, que a su vez pueden conducir a una re-
ducción de la variabilidad genética y a un aumento en la probabilidad 
de extinción de las subpoblaciones sobrevivientes en los fragmentos. 
Este conocimiento permite una adecuada planificación de las medidas 
de conservación efectivas a implementar. Por ejemplo, podría pasar 
que algunas subpoblaciones aisladas puedan poseer adaptaciones 
específicas a condiciones locales o regionales; el no considerarlas en 
la determinación de los planes de conservación puede resultar en la 
pérdida de adaptaciones únicas, reduciendo el potencial evolutivo de 
la especie (Monsen & Blouin 2003). 

Monitoreo de diferentes estadios del ciclo de vida y de categorías de 
sexo y edad (premetamórficos y/o postmetamórficos; machos y/o 
hembras; adultos, juveniles y crías)
Una vez que tenemos lo que vamos a monitorear, debemos hacer 
otra selección de mayor detalle, la cual dependerá de los objetivos de 
nuestro estudio, y de nuestras capacidades logísticas y financieras.
Dado que la mayoría de los anfibios difieren del resto de los verte-
brados en tener un ciclo de vida con un estado larval adaptado para 
un crecimiento relativamente rápido (premetamórfico), y un estado 
terrestre adaptado para la dispersión (postmetamórfico) y conocien-
do que la fase larval experimenta la mayor vulnerabilidad (Heyer 
1973, Wilbur 1980), resulta extraño, en primera instancia, que sean 
pocos los estudios que han abordado la composición taxonómica 
de ensamblajes (Lajmanovich 2000, Peltzer & Lajmanovich 2004) 

adecuada no puede ser asignado a las categorías anterior-
mente expuestas.

No evaluado: taxón no evaluado. 	

En nuestros países andinos son categorías importantes de trabajar 
las de “Datos Insuficientes” y las “No Evaluadas” además de las 
amenazadas, ya que pueden representar en la mayoría de los casos 
más del 50% de las especies conocidas (ver http://www.globalam-
phibians.org).
Considerando un nivel de organización menor de heterogeneidad 
biológica, debemos tener en cuenta a la diversidad genética, entendida 
como la variación genética dentro y entre individuos, poblaciones y 
especies, la cual puede variar geográficamente.  
La poca o mucha variabilidad genética viene dada por la cantidad y 
tipos de alelos diferentes que tenga una especie o población o por 
los caracteres que estos diferentes alelos codifiquen en el organismo, 
cuyo conjunto es llamado variabilidad fenotípica. 
La diversidad genética es una característica necesaria para mantener la 
viabilidad de las especies y/o poblaciones, ya que como un deposita-
rio de variabilidad, permite la adaptación ante cambios ambientales y 
por consiguiente la supervivencia y reproducción. En otras palabras, 
sin variación genética, la transformación y/o adaptación de las espe-
cies a través de la selección natural no es posible.  Por otra parte, el 
empobrecimiento genético – producto de pérdida y fragmentación 
del hábitat entre otras cosas- junto con la aleatoriedad demográfica, 
son factores que aumentan la probabilidad de extinción local de 
aquellas poblaciones pequeñas y poco variables genéticamente.
Medir el grado de variabilidad genética dentro y entre poblaciones 
de una especie requiere de técnicas moleculares de avanzada (mi-
nisatélites, microsatélites, poliformismo de ADN amplificados al 
azar,  secuenciación de ADN -nuclear o mitocondrial- para algunos 
sitios de interés dentro del genoma, entre otras técnicas (Lampert 
et al. 2003,  Lougheed et al. 1999,  Méndez et al. 2004, Monsen & 
Blouin 2003).
Una alternativa más asequible, que mide el fenotipo, son los análisis 
de diferencias en constitución proteica por medio de electroforesis 

7.
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Postmetamórficos

Presencia o ausencia

Abundancia

Tamaño

Edad (juvenil o adulto)

Sexo (macho o hembra)

Condición reproductiva (activa o inactiva)

En algunas ocasiones puede ser posible trabajar sólo con adultos, 
ya que los juveniles pueden tener hábitos poco notorios o desco-
nocemos los microhábitats que usan, o en el caso de renacuajos de 
algunos Centrolenidae, por ejemplo, son difíciles de detectar dado 
que se entierran en el sustrato de sus sitios de crecimiento. En otras 
circunstancias, los machos vocalizantes -fenómeno común- son 
muy conspicuos y por lo tanto se hace fácil y productivo trabajar 
con ellos (por ejemplo, machos de Epipedobates pictus en bosques 
lluviosos tropicales).
Finalmente, debemos considerar que dependiendo de lo que que-
ramos monitorear (presencia o ausencia de diversas especies, de su 
abundancia relativa o absoluta, de sus características demográficas 
como crecimiento, supervivencia, reproducción, inmigración y emi-
gración, de su estructura de edades y sexos, entre otras), el detalle y 
la intensidad de los muestreos puede aumentar considerablemente 
(Galindo-Leal 1999).

¿Dónde monitorear?

Monitoreos regionales, nacionales, locales, de paisajes, hábitat y micro-
hábitat  

El ámbito espacial del monitoreo es particularmente importante, 
ya que el mismo dictará aspectos metodológicos, logísticos y finan-
cieros.

1.

1.

2.

3.

4.

5.

6.

y/o la dinámica poblacional de los individuos premetamórficos y 
los factores que la regulan (Kehr & Basso 1990, Gascon 1991, 
Lajmanovich 2000, Molina 2003) a pesar de que trabajar con los 
renacuajos puede ser fácil y muchas veces resultan la única eviden-
cia de la presencia de una especie en un lugar particular (Heyer et 
al. 1994). Sin embargo, la escasez de estudios neotropicales sobre 
estadios larvales puede deberse a la dificultad en la identificación 
taxonómica de los renacuajos (Hero 1990).
Por otra parte, en muchas ocasiones el monitoreo de un solo estadio 
del ciclo de vida (huevos, larvas o adultos) puede dar lugar a una 
opinión sesgada sobre la viabilidad de una población, aún en aquellos 
casos en que se evalúe la población a largo plazo (Wassersug 1991). 
De allí la necesidad de estudiar la dinámica de cada uno de los esta-
dios del ciclo de vida, para tener una visión más real de la dinámica 
de una especie, ensamble, comunidad o gremio. Aunque en primera 
instancia, por ejemplo, pareciera haber una relación directa entre la 
dinámica poblacional de las larvas y la de los adultos, dado que ocurre 
reclutamiento de un estadio a otro, debido a la autonomía ecológica 
entre los diferentes estadios del ciclo de vida en anuros (Wassersug 
1975), raramente la abundancia premetamórfica garantiza la abun-
dancia postmetamórfica, tanto en las zonas templadas (Wassersug 
1991) como en las tropicales (Molina 2003).
Por todo lo anterior, la primera gran escogencia debe originarse 
del hecho de si deseamos trabajar con individuos premetamórficos 
o postmetamórficos o ambos (esto último es lo más aconsejable). 
Si queremos mayor detalle podemos trabajar con algunas variables 
demográficas asociadas a estos estadios del ciclo de vida, entre las 
que se cuentan:

Premetamórficos

Presencia o ausencia

Abundancia

Tamaño 

Estadios de desarrollo (Gosner 1960)

1.

1.

2.

3.

4.
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anfibios; c) comprender el ámbito y la severidad de las declinaciones 
de anfibios; d) conducir investigaciones sobre las causas de las decli-
naciones y cambios poblacionales, malformaciones y enfermedades, 
y e) proveer de información para sustentar acciones de manejo que 
mitiguen esas causas de las declinaciones y cambios poblacionales, 
malformaciones y enfermedades.
En términos de dónde muestrear y al detalle de microhábitats pode-
mos notar el ejemplo señalado por Duellman (1997) para los sitios 
de percha o de vocalización de los anfibios de La Escalera, localidad 
ubicada al sureste de Venezuela, en donde dicho autor determina 
claramente una primera segregación de las especies, aquellas que están 
asociadas a charcas en zonas abiertas y las de charcas del interior del 
bosque; dentro de ambas algunas especies se observan al borde de 
estos cuerpos de agua ya sea sobre el suelo o sobre la vegetación baja 
circundante, y otras en el agua. Por otra parte, otras especies perchan 
o vocalizan en los estratos medios (10-20 m) del bosque.

Selección de los sitios

Para seleccionar los sitios o estaciones de muestreo, es aconsejable 
tener una idea de cómo están distribuidos los organismos objetos del 
estudio de monitoreo y si es posible, qué factores (abióticos, bióticos 
o históricos) están detrás de ellos. Este conocimiento espacial nos 
permite establecer pautas para el diseño muestreal. Los tipos básicos 
de distribución son: 

Al azar: los individuos están dispuestos de manera aleatoria 
en el espacio. Este tipo de distribución implica el cumpli-
miento de lo siguiente: a) todos los puntos en el espacio 
tienen igual probabilidad de ser ocupados por los organis-
mos, y b) la presencia de un individuo no afecta la ubicación 
de otro individuo. En términos estadísticos, en este tipo de 
distribución la media es igual a la varianza (µ=σ2).

Regular o uniforme: los individuos están dispuestos de 
manera regular en el espacio, producto de interacciones ne-
gativas (competencia, depredación, etc.). Bajo este esquema 
de distribución la varianza es igual a cero y menor que la 
media (σ2 = 0 < µ).

1.

2.

En el monitoreo, se debe estar claro sobre el universo que se está 
monitoreando. Si, por ejemplo, monitoreamos las ranas del género 
Eleutherodactylus en el bosque nublado de los alrededores del sitio de 
Rancho Grande en el Parque Nacional Henri Pittier (Cordillera de la 
Costa al norte de Venezuela), uno no puede señalar que se está mo-
nitoreando adecuadamente las poblaciones de este género en dicho 
parque, dado que el mismo alberga diferentes pisos altitudinales con 
tipos de vegetación característicos y, en consecuencia, con diferentes 
especies de ranas pertenecientes a este taxón no compartidas con el 
bosque nublado (Manzanilla et al. 1995).
Nos podemos valer de esta propuesta de ordenamiento jerárquico 
de los ámbitos espaciales para realizar un estudio de monitoreo, a 
saber:

Mundiales

Regionales (Países Andinos)

Nacionales (Venezuela)

Subnacionales (Serranía del Interior, en la Cordillera de la 
Costa)

Locales (Parque Nacional Henri Pittier)

Paisajes (Montañas)

Hábitats (Bosque nublado)

Microhábitats (Estratificación vertical del mismo definiendo: 
desde el suelo hasta el dosel, quebradas, fitotelmatas, hoja-
rasca sobre el suelo, dosel del bosque)

Un buen ejemplo de monitoreo en un ámbito nacional es la propuesta 
The Amphibian Research and Monitoring Initiative (http://armi.
usgs.gov), diseñada e implementada en los Estados Unidos de 
Norteamérica (Muths et al. 2005) y cuyos objetivos persiguen: a) 
establecer una red oficial para monitorear el estatus y los cambios en 
la distribución y abundancia de las especies de anfibios; b) recabar 
información sobre las condiciones ambientales que afectan a los 
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Cuándo, cuánto y con qué frecuencia monitorear

Cuándo monitorear con relación a los períodos y picos de actividad de los 
objetos de estudio (ritmo circadiano y estacional) 

Una vez que se tenga claro qué se va a monitorear, la respuesta a 
estas interrogantes es mucho más fácil de resolver. El “cuándo” es 
una pregunta que involucra varios aspectos que se deben precisar 
antes de iniciar un monitoreo y estará en función de las especies que 
se quiere investigar, de su ecología y de los hábitos de estos animales 
en un ciclo diario y/o anual, así como de algunos aspectos climá-
ticos relacionados con sus ciclos de vida, tales como precipitación, 
humedad relativa y temperatura, entre otros. Uno de ellos consiste 
en los hábitos que poseen las especies bajo estudio, es decir si son 
diurnos (la gran mayoría de Dendrobatidae, por ejemplo) o nocturnos 
(por ejemplo, la mayoría de los Hylidae y Leptodactilidae) o algunas 
de las especies nocturnas pueden tener actividad diurna en días de 
fuerte precipitación (por ejemplo algunas especies de Leptodactylus 
grupo marmoratus = Adenomera) o Eleutherodactylus; Duellman 2005); 
incluso aquellas especies que muestran variación durante un mismo 
período de actividad. Lo anterior es válido para los renacuajos (Wild 
1996). Este aspecto condiciona el diseño para la toma de datos, y su 
desconocimiento puede conducir a estimados o conclusiones ses-
gados en nuestros estudios. Por ejemplo, en la Figura 1 se observa 
que si un investigador desea muestrear efectivamente las especies 
“a” y “e”, debe hacerlo durante las horas de la mañana (6:00 – 9:00 
horas), y si quiere muestrear a todas las especies nocturnas “b”, “c” 
y “d”, debe muestrear en un intervalo restringido de tiempo (19:00 
– 20:00 horas).

Figura 1. Horas de actividad a lo largo de un ciclo diario de cinco especies hipotéticas de un 
ensamble o comunidad.

Contagiosa o agregada: los individuos se distribuyen de 
manera aglomerada, lo cual supone que el medio es hetero-
géneo y no todos los puntos tienen la misma probabilidad 
de ser ocupados por un individuo. Allmon (1991) encontró 
que los juveniles de un ensamble de especies asociados a 
la hojarasca presentaban un patrón más agregado que los 
adultos. Sin embargo, este tipo de patrón es factible que se 
presente en ambientes homogéneos, pero con la existencia 
de una interacción positiva entre los individuos; por ejemplo, 
agrupaciones con fines reproductivos (coros de machos 
vocalizantes de Mannophryne herminae). En este tipo de dispo-
sición espacial la varianza es mayor que la media (σ2>µ).

Por otro lado, es recomendable saber si el tipo de distribución de una 
especie está asociado a variables particulares de topografía, hábitat 
y/o micro-hábitat, clima, microclima, vegetación. Tanto el tipo de 
distribución como su asociación con variables físicas determinará la 
ubicación y el número de los muestreos, así como las técnicas del 
mismo; esto sin tomar en cuenta que la influencia de estos factores 
puede variar temporalmente. 
Una pregunta importante de hacerse en determinados estudios de 
monitoreo es, por ejemplo, ¿son representativos los hábitats en 
donde haremos las evaluaciones? Para responder a esta pregunta, 
por lo menos requerimos conocer la heterogeneidad espacial (distri-
bución desigual o no aleatoria) de algunas variables, principalmente 
la vegetación; sin embargo, hay que ir con cuidado ya que aún en 
áreas relativamente homogéneas a simple vista, como lo pueden ser 
algunos bosques lluviosos tropicales, la composición y la estructura 
de la vegetación está modificada por múltiples factores (Tuomisto 
et al. 1995, Galindo-Leal 1999). 
Otro detalle a considerar es si el sitio es prístino, está perturbado 
o lo será en el futuro cercano. Por otra parte, otro factor en el 
proceso de escogencia de la escala y de los sitios de muestreo es la 
accesibilidad a los mismos en los períodos de muestreo y los costos 
de llegar a ellos.

3.



242 •

Monitoreo de anfibios

• 243

a b g

Figura 2. Número de individuos de las especies a, b, c y d registradas a lo largo de un ciclo anual 
en una localidad particular. 

Cuando estamos ante este tipo de situaciones, se tienen dos opciones, 
dependiendo de los objetivos, de la logística y el financiamiento: 

Mantener el esfuerzo de muestreo durante todo el año con 
la finalidad de conocer las diferencias estacionales, dadas o 
no por la estacionalidad climática. 

Intensificar el muestreo durante los meses de mayor probabi-
lidad de encuentros (temporada reproductiva, generalmente 
asociada con la precipitación; ver Ponssa 2004).

En programas de monitoreo anuales, es recomendable iniciar el 
estudio con alta intensidad de muestreo en términos temporales, 
para ir reduciendo la misma una vez que se conoce el patrón de 
estacionalidad del fenómeno de interés y por tanto se hace posible 
escoger las mejores temporadas para hacer el monitoreo anual (Ga-
lindo-Leal 1999).
Frecuentemente, la actividad de una o más especies puede estar 
condicionada por la ocurrencia de eventos de precipitación (Due-
llman 1995), ya sea antes y después de los mismos, en esos casos 
la planificación debe hacerse in situ. También hay que considerar la 
variación temporal del inicio del período de lluvias en los sitios en 
que se realizarán los estudios de monitoreo.

1.

2.

Si nuestro objetivo es monitorear un sitio o región en particular, se 
recomienda realizar principalmente, búsquedas nocturnas con varias 
sesiones de muestreo a diferentes horas de la noche, acompañadas 
de muestreos diurnos, igualmente con varias sesiones de muestreo 
espaciadas temporalmente y cubriendo diferentes tipos de cobertura 
vegetal asociadas al o a los ecosistemas presentes. Mientras que si 
enfocamos nuestros esfuerzos sobre una o más especies en particular, 
se debe conocer o tener alguna evidencia parcial de si son diurnas, 
nocturnas o crepusculares, para realizar así las búsquedas en el mo-
mento apropiado.
Algunas especies están presentes en una localidad a lo largo del año, 
especialmente en climas no estacionales (Inger 2003), pero la gran 
mayoría de las especies presentan mayor actividad y/o abundancia en 
determinadas temporadas o meses del año asociados con los patrones 
de precipitación y temperatura (Allmon 1991, Arzabe 1999, Duell-
man 1995, 2005, Inger 2003, Toft 1980, Toft et al. 1985, Watanabe 
et al. 2005), generalmente por hacerse más conspicuos durante su 
actividad reproductiva (machos vocalizando en coros o de manera 
individual). Un patrón semejante ocurre con los individuos premeta-
mórficos (Lajmanovich 2000, Wild 1996). Estos fenómenos se ven 
incrementados cuando existe una marcada estacionalidad climática 
en el lugar del estudio (Arzabe 1999, Duellman & Trueb 1986). 
De manera general, muchas de las especies de anfibios son activas 
de forma diferencial en las distintas estaciones climáticas (Allmon 
1991) y dentro de ellas (Ponssa 2004), particularmente se hacen más 
activas en la temporada de lluvias; mientras que otras especies son 
activas a lo largo del ciclo anual, sin importar cambios en la precipi-
tación sean estos estacionales o no (Allmon 1991). Por ejemplo, en 
la Figura 2 se observa que en el caso particular de la especie c, si el 
monitoreo se desarrolla entre los meses VI y X, podemos concluir 
erróneamente, que esta especie está ausente del sitio del estudio, 
cuando sólo es cierto temporalmente.
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muestreos de manera bimensual, trimestral o en aquellos meses en 
que la población despliega sus valores más altos. Sin embargo, la 
frecuencia y el espaciado temporal de los muestreos, por lo general, 
vienen dados por algunos aspectos de la ecología de la especie -tem-
poradas de vocalización y reproducción- y del patrón climático de 
la zona de estudio. Por otra parte, dada la variabilidad climática que 
actualmente observamos, hay que diseñar y aplicar esquemas flexibles 
de monitoreo a fin de poder adaptarse a los cambios. 
Adicionalmente, la periodicidad de las evaluaciones depende del 
detalle con el que queramos conocer las tendencias y de cuán cerca 
queramos que nuestros estimados estén de la realidad y de la certi-
dumbre de los pronósticos.

¿Cómo monitorear?

Métodos

Una vez que se tiene claro qué, cómo, dónde, cuánto y con qué fre-
cuencia monitorear, todo ello enmarcado dentro de un diseño parti-
cular, debemos seleccionar las técnicas de muestreo que nos permitan 
alcanzar los objetivos de nuestro programa de monitoreo con los 
recursos humanos, técnicos, logísticos y financieros disponibles.
Existe una amplia gama de métodos para inventariar y monitorear la 
anfibiofauna de un lugar (Heyer et al. 1994); sin embargo, la variedad 
de historias de vida que muestran los anfibios en el neotrópico plantea 
importantes retos metodológicos que hacen necesario replantear y 
ajustar dichos métodos, e incluso ser creativos, en el entendido de 
que una sola técnica, por lo general, no es adecuada para todas las 
especies, gremios, hábitat, u objetivos (Heyer et al. 1994, Rödel & 
Ernst 2004). Aunque el propósito de este capítulo no es hacer un 
compendio de métodos, citamos algunos de los métodos más fre-
cuentes empleados para realizar estudios de monitoreo de anfibios. 
Algunas de las técnicas más usadas se basan en la obtención de datos 
directos, los cuales se refieren a aquellos en donde se tiene contacto 
visual y/o auditivo con el animal, lo cual implica su presencia en 
ese lugar y en ese momento (Heyer et al. 1994). Por otra parte, las 
técnicas menos utilizadas son aquellas por las cuales la obtención 

De todo lo anterior se puede destacar lo importante de conocer la 
climatología del área de estudio, o en algunos casos resulta productivo 
establecer comunicación con los lugareños donde se desarrollará el 
monitoreo, para el diseño y planificación de las sesiones de muestreos 
en términos temporales. Incluso en muchas áreas silvestres, durante 
la temporada de lluvias el acceso se dificulta o se hace imposible, y 
por otro lado, los cursos de agua en su desborde estacional pueden 
inundar algunas de las zonas de trabajo. 
Por lo general, el disponer de datos climatológicos no suele ser difícil 
en algunas zonas geográficas de nuestros países; sin embargo, otras 
carecen de ellos o presentan datos deficientes, por lo que una opción 
es utilizar los datos fiables procedentes de las localidades más cercanas 
con un mismo patrón climático. 

Duración del estudio (corto, mediano y largo plazo) 

“Cuánto” monitorear es otra de las inquietudes a resolver ya que, 
dependiendo de los objetivos del monitoreo y de las facilidades 
logísticas y de fondos, el mismo puede ser a corto, mediano o largo 
plazo. En general, la duración mínima recomendada para establecer 
un estudio de monitoreo es de al menos un año, a fin de tener una 
idea de la dinámica del objeto de estudio; pero siempre que se tenga 
la oportunidad, es recomendable continuar el seguimiento por el 
mayor período de tiempo que se pueda dada la disponibilidad de 
recursos con que se cuente para el momento, para lograr datos de 
intervalos de tiempo largos. A mayor tiempo de monitoreo, mayor 
posibilidad de evaluar de manera más certera las posibles causas que 
influyen en mayor o menor grado sobre los cambios observados en 
nuestra población, ensamble, comunidad o gremio.

Periodicidad de los muestreos

El muestreo debe ser realizado de forma sistemática y regular con 
una frecuencia que permita identificar los factores de variabilidad que 
gobiernan el sistema bajo estudio. Es recomendable que durante el 
primer año de muestreo se trabaje semanalmente o mensualmente 
en el seguimiento, mientras que para los años siguientes (si se tienen 
fondos se puede seguir de la misma manera), se puede conducir los 
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(Szatatecsny et al. 2004) o trabajar con transectas con puntos de 
muestreo dentro de ellas (Wild 1996). En cuerpos de agua pequeños, 
tales como pozas, es posible obtener todos los renacuajos presentes 
en ellas (Shaffer et al. 1994).
Un ejemplo del uso de la técnica de mallas de mano puede ser ilus-
trado mediante los resultados obtenidos por Molina (2003) para los 
renacuajos de Mannophryne herminae (Anura: Dendrobatidae) los cuales 
permitieron evaluar la fenología de la presencia de renacuajos a lo 
largo del período de muestreo; el tamaño poblacional y su variación 
por mes y estación climática (Figura 3), así como la dinámica de la 
estructura de tamaño y estadios de desarrollo. Para ahondar en este 
tipo de estudios y sus técnicas ver Heyer (1979) y Turnipseed & 
Altig (1975).

Figura 3. Población de renacuajos (barras) y número de días con lluvias por mes (línea) durante el 
período de estudio. Durante el mes de marzo ocurrieron inundaciones. La barra gris representa los 

meses de lluvia, el resto de los meses son secos. 

Electropesca

Un procedimiento para muestrear renacuajos, en algunos casos, po-
dría ser la electropesca (la misma consiste en introducir electricidad 
directamente en el agua, a través de equipos especialmente diseñados 
para tal fin), la cual aturde o mata a los vertebrados acuáticos y facilita 
su recolección. El problema con esta técnica, para el caso de estudios 
de monitoreo en el mismo sitio, es que hay que dosificar la descarga 
de tal manera que no mate a los organismos. Esta técnica es muy 
utilizada en peces, aunque ha sido poco utilizada en el muestreo de 

1.

de datos es por vía indirecta; por ejemplo, el número de masas de 
huevos (Meyer et al. 1998)  o de nidos de espuma (Molina 2004) 
puede ser, en ciertas ocasiones, la única evidencia de la presencia 
y/o abundancia de una especie en un lugar, aunque destacan por su 
poca utilización.
Métodos directos

Inventario completo de especies (búsqueda libre)

Relevamiento sistemático

Relevamiento por encuentros visuales

Muestreo por parcelas o cuadrantes

Muestreo por transectos de banda fija o variable

Transecta de bandas auditivas

Muestreo con trampas de caída y cercas de desvío

Muestreo de estadios larvales (mallas de mano, electricidad 
y rotenona)

Marcado recaptura

Métodos indirectos

Conteo de masas de huevos y nidos de espuma

Transecto auditivo

Recomendamos consultar, en este mismo manual, el capítulo técni-
cas de inventario y muestreo de anfibios: una compilación, donde 
se describen muchas de estas técnicas. Adicionalmente, podemos 
considerar también las siguientes: 

Muestreos con mallas de mano

Esta técnica consiste en hacer barridos con la malla en un número 
de replicas dependiente de la extensión de los cuerpos de agua a 
monitorear. En cuerpos de agua grandes, se puede utilizar un núme-
ro de barridos que sea proporcional al tamaño del cuerpo de agua 
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(1989). Este sistema de marcado no modifica el comportamiento 
de las especies, ni produce regeneración, ni afecta la supervivencia 
a largo plazo (Juncá 1994, Molina 2003, Roithmair 1992, 1994, 
Wells 1980a,b).
Todos los métodos se basan en el siguiente argumento para un estudio 
de dos muestras: una muestra inicial de n1 animales es capturada en 
el primer período “1”, todos estos animales son marcados y libera-
dos en la población. Posteriormente, en otra sesión de muestreo se 
captura una fracción de n2 animales de la población, de los cuales m2 
estarán marcados de la primera sesión de recaptura. La probabilidad 
de captura asociada con el primer muestreo es n1 /N, donde “N” es 
el total de la población. Si se mantiene que los animales se mezclan 
de manera homogénea y no hay pérdidas de individuos ni entradas 
a la población, entonces la proporción de animales marcados en la 
segunda muestra, m2/n2, debería estimar tanto la proporción de 
animales marcados en la población como la probabilidad de captura 
del período 1:

m2/n2 = n1 /N
Si re-arreglamos esta ecuación, obtendremos el estimador de Lincoln-
Petersen (Seber 1982) para el tamaño poblacional:

N = n1n2/m2
Chapman (en Heyer et al. 1994) generó el siguiente estimador que 
presenta un sesgo menor cuando hay pocas recapturas: 

N = {(n1 + 1)(n2 + 1)/(m2 + 1)} - 1
Las suposiciones para ambos estimadores son: a) la población es 
cerrada, es decir no hay adiciones (nacimientos o inmigración) ni 
pérdidas (muertes o emigración) entre los dos muestreos; b) todos 
los animales tienen las mismas probabilidades de ser capturados en 
cada muestreo; y c) las marcas no se pierden ni se identifican erró-
neamente (Seber 1982).
Generalmente las poblaciones son abiertas (con adiciones y/o pérdi-
das), las probabilidades de captura de los animales son heterogéneas 
-aunque se puede estratificar por sexo, edad o tipo de comporta-
miento- y muchos animales pueden perder sus marcas.

anfibios, para los cuales destaca el trabajo realizado con salamandras 
acuáticas (Fitch 1959, Shoop 1965, Williams et al. 1981). Sin em-
bargo, el uso de esta técnica está restringido a cuerpos de agua poco 
profundos y su efectividad, al menos para peces, varía entre especies 
debido a la resistencia del tejido, tamaño, comportamiento, hábitat, 
tipo de sustrato y conductividad del agua (Reynolds 1983). 

Marcado-recaptura

La comprensión de la dinámica poblacional de una especie va más 
allá de conocer solamente el tamaño de la población y su estructura 
de sexos y edades; por el contrario, se hace necesaria la evaluación 
de parámetros poblacionales claves, tales como son las tasas de naci-
mientos, de muertes, de inmigración, de emigración y de crecimiento 
(Caughley 1977).
Estimar las densidades absolutas y/o relativas, además de los pa-
rámetros demográficos en poblaciones de especies móviles, y no 
siempre visibles, requiere de inferencias estadísticas provenientes 
de datos de marcado-recaptura (Lebreton et al. 1992, Pollock et 
al. 1990). Este método consiste en el marcado de una proporción 
de la población bajo estudio y su liberación posterior, para luego de 
un período de tiempo particular re-muestrear la misma población y 
mirar la proporción de animales marcados sobre el total de la segunda 
o más muestras. Además de permitir la estimación de parámetros 
poblacionales, el mismo ha sido sugerido como la mejor alternativa 
ante otras técnicas de monitoreo (Funk et al. 2003, Schmidt 2004), 
y permite indagar sobre los patrones de uso del espacio (áreas de 
vivienda, territorios y utilización del espacio). 
Los métodos de marcado y recaptura permiten estimar parámetros 
demográficos a partir de datos sobre el número de animales mar-
cados y recapturados o avistados durante las sesiones de captura o 
avistamiento, y sus procedimientos son relativamente simples. Para 
cada animal avistado y capturado se debe determinar el sexo, medir 
(longitud total: punta del hocico hasta el extremo posterior de la 
cloaca (con un apreciación de ± 0.1 mm); y marcado individualmente 
por medio de la amputación de algunas falanges  distales (no más de 
dos dedos por miembro) siguiendo el sistema propuesto por Hero 

1.
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para permitir la aplicación de modelos de poblaciones cerradas (Otis 
et al. 1978). Los períodos primarios consecutivos deben estar separa-
dos por lapsos de tiempo relativamente largos para permitir que los 
datos sean analizados a través de modelos de poblaciones abiertas. 
El origen de este diseño obedece a que los estimados poblacionales 
basados en modelos abiertos pueden estar altamente sesgados si las 
suposiciones fundamentales del modelo no se cumplen; mientras 
que muchos modelos cerrados permiten la estimación del tamaño 
poblacional en la presencia de varias fuentes de variaciones en las 
probabilidades de captura (Nichols 1992). Por otra parte, los estima-
dos de tasas de supervivencia provenientes de modelos abiertos son 
relativamente robustos (relativamente poco sensibles a desviaciones 
de las suposiciones fundamentales; Nichols 1992, Seber 1986). Por 
estas razones, Pollock (1982) recomienda estimar el tamaño pobla-
cional utilizando las historias de capturas de los períodos secundarios 
por medio de modelos cerrados, mientras que las estimaciones de 
las tasas de supervivencia deben provenir de los datos obtenidos en 
los períodos primarios a través de modelos abiertos. Por su parte, 
el número de reclutas nuevos que ingresa a la población se puede 
obtener utilizando las tasas de supervivencia estimadas con modelos 
abiertos y los tamaños poblacionales estimados con modelos cerrados 
(Nichols 1992).
Entre la amplia variedad existente de modelos cerrados para estimar 
el tamaño poblacional se deben considerar algunos de los propuestos 
por Otis y colaboradores (1978). Debido a que la heterogeneidad de 
captura y la respuesta al trampeo son características muy comunes 
en este tipo de estudios, los modelos Mh y Mbh parecen ser los más 
apropiados (Seber 1986). El subíndice «b» significa que las proba-
bilidades de captura varían debido a respuestas de comportamiento 
hacia la captura y el «h» significa que cada animal tiene la misma 
probabilidad de captura entre muestreos, pero las probabilidades 
varían entre individuos. Para estimar la supervivencia y la tasa de 
reclutamiento, una buena selección sería el método estocástico de 
Jolly-Seber (Seber 1982). 
Finalmente debemos señalar que entre los métodos indirectos están 
los conteos de masas de huevos o nidos de espuma (para aquellas 

Las violaciones a la primera suposición sesgan el valor estimado de 
N. Si sólo ocurren pérdidas entre los muestreos, la ecuación modi-
ficada de Chapman (en Heyer et al. 1994) sólo estima el número de 
animales en el primer muestreo, si sólo ocurren adiciones unicamente 
se estima el tamaño poblacional en el segundo periodo. 
La suposición dos es muy importante ya que su violación produce 
mayores sesgos, por ejemplo si hay animales con alta probabilidad 
de captura ellos aparecerán con mayor frecuencia que el resto de los 
animales en los dos muestreos, de manera que m2/n2 sobrestimará 
la población de animales marcados en la población al momento 
del segundo muestreo, lo cual causa un sesgo negativo sobre N, 
tendiendo a que este sea más pequeño que el valor verdadero. Otra 
violación a esta suposición viene del hecho que algunos animales se 
hacen propensos o difíciles de ser recapturados. En el primer caso 
N tiende a ser más pequeño que el valor real de N y en el segundo 
caso el valor estimado es más grande que el real.
Para la tercera suposición, se tiene que si algunos animales pierden 
sus marcas entonces m2 se hará pequeño y el valor de N se sobres-
timará. 
Muchos estimadores del tamaño poblacional y otros parámetros 
poblacionales basados en datos de marcado y recaptura han sido 
diseñados principalmente para enfrentar buena parte de la proble-
mática de cumplir con las  suposiciones necesarias de muchos de los 
estimadores, ya sea tanto para poblaciones cerradas y abiertas, como 
para diferentes condiciones de heterogeneidad en las probabilidades 
de captura y pérdida del marcaje (Caughley 1997, Seber 1982). 
Para una revisión de los múltiples modelos, ver Caughley (1977),  
Donnelly & Guyer (1994),  Lebreton et al. (1992), Nichols (1992), 
Otis et al. (1978), Pollock et al. (1990) y Seber (1982). 
Una alternativa válida cuando se tiene el tiempo y los recursos para 
realizar un estudio detallado de marcado y recaptura con fines de 
monitoreo, es el «diseño robusto» propuesto por Pollock (1982), el 
cual combina modelos de poblaciones cerradas y abiertas dentro del 
mismo estudio. Este diseño incluye l muestreos secundarios dentro 
de cada k muestreo primario. El intervalo de tiempo entre muestreos 
secundarios sucesivos dentro de un período primario debe ser corto 
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etc.) y sus características (profundidad, volumen, velocidad y caudal 
del cuerpo de agua, tipo de sustrato del fondo, turbiedad, etc.). Para 
un análisis más detallado sobre las variables asociadas a un estudio 
de monitoreo, véase Crump (1994) y a los efectos de ver ejemplos 
prácticos, véase Allmon (1991) Lajmanovich (2000), Peltzer & 
Lajmanovich (2004) y Szatatecsny et al. (2004).
A continuación, se profundiza un poco más en algunas variables 
importantes de considerar en los estudios de monitoreo:

Precipitación 

En general, hay una relación directa entre el número y/o 
abundancia de anfibios observada y la precipitación (All-
mon 1991, Arzabe 1999); sin embargo, el incremento en 
la actividad de los anuros está correlacionado mayormente 
con los picos de lluvias y no con el total de precipitación 
dentro de un período de muestreo (Duellman 1995). 

Temperatura

Por lo general, temperaturas altas y bajas reducen la ac-
tividad de la mayoría de las especies (Duellman 1986, 
2005) y afectan algunas características de las vocalizaciones 
(Zweifel 1959, 1968).

Humedad relativa

Valores bajos de esta variable disminuyen la actividad de las 
especies y pueden condicionar la presencia de las mismas 
(observación personal).

Tipos de hábitat y microhábitat 

La estructura de la vegetación condiciona el número de 
nichos disponibles así como el tipo y calidad de los recur-
sos disponibles (refugios, alimento, sitios de reproducción) 
(Duellman 2005). 

Variables fisicoquímicas

El pH, la conductividad y el oxígeno disuelto del agua 
pueden condicionar la presencia o abundancia de especies, 

1.

1.

1.

1.

1.

especies que los construyen), los que permiten establecer un estima-
do de al menos la población de hembras reproductivamente activas 
ya sea ésta expresada en términos absolutos o como densidades 
(Molina 2004).

Variables asociadas al monitoreo

Efecto sobre el monitoreo de variables asociadas al clima y al ambiente. Efectos 
de la experiencia de los investigadores y de las herramientas de registros 

Una de las metas principales de la ecología es descubrir y compren-
der los factores que gobiernan la distribución y abundancia de las 
especies; es por ello que los estudios de monitoreo de riqueza y/o 
abundancia de una o más poblaciones, ensambles, comunidades 
o gremios de especies de anfibios son más productivos cuando 
se han tomado un conjunto de mediciones asociadas a variables 
que sabemos a priori o pensamos que pueden afectar los valores de 
nuestros estimados poblacionales o los patrones de distribución 
geográfica, entendiendo que dichas variables están asociadas a las 
historias de vida de las especies con que nos topamos en nuestro 
trabajo de campo. Es decir, la presencia y/o abundancia de una 
especie puede venir determinada por diversos factores bióticos y 
abióticos, incluyendo sus interacciones, de allí que debemos regis-
trar un grupo de variables que las midan, a los efectos de utilizar 
herramientas estadísticas que nos relacionen dicha presencia y/o 
abundancia y sus cambios espacio–temporales, con este conjunto 
de variables explicativas. Las variables deben estar relacionadas con 
la localización de individuos dentro de sus hábitats, ya sean estos 
terrestres y/o acuáticos (coordenadas geográficas, altitud, tipo de 
hábitat y su localización dentro de éste),  el clima y/o microclima 
(temperatura del aire y del agua, precipitación, humedad relativa, 
presión barométrica, evapotranspiración, etc.), parámetros fisicoquí-
micos (pH, oxígeno disuelto, nutrientes) estructura del hábitat (tipo 
de vegetación, número de estratos, altura, cobertura y/o abundancia 
para cada estrato, porcentaje de hojarasca en el suelo, tipo de cuerpo 
de agua, etc.), interrelaciones bióticas (presencia y/o abundancia de 
depredadores, competidores o parásitos); sitios de reproducción 
(hojarasca, vegetación, fitotelmatas, pozas o charcas, quebradas y ríos, 
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robustos. De allí que una buena estrategia para aquellos que se inician 
en estudios de monitoreo, es conformar un equipo que incluya por 
lo menos una persona experimentada en el trabajo de campo y en la 
aplicación de las técnicas de medición.
Por otra parte, el registro de las variables es dependiente del tipo, 
calidad y precisión de los equipos de medición con que se hacen las 
medidas, de allí que si hay recursos disponibles debemos obtener 
equipos adecuados a nuestros requerimientos y cuya precisión sea 
la mayor posible.

Análisis de datos
El análisis de los datos obtenidos en los estudios de monitoreo, princi-
palmente una lista de especies, sus abundancias y la dinámica de cam-
bios temporales, es una de las fases más importantes dentro del proceso 
de investigación a fin de comunicar los resultados (Lips 2001). 
Al diseñar un programa de monitoreo, es fundamental tener una 
idea clara sobre el tipo de análisis estadístico y de los supuestos de 
los modelos para asegurarse que los datos sean obtenidos en forma 
apropiada para el método elegido. En muchas ocasiones, nos damos 
cuenta después de varios años de monitoreo que nuestros diseños no 
cumplían con las suposiciones necesarias, o que carecen de elementos 
indispensables para ser analizados (Galindo-Leal 1992).
Por otra parte, los investigadores deben tener claro cuáles son los 
objetivos del monitoreo, a la hora de decidir si usan un estimado 
del tamaño poblacional, la densidad poblacional, o si producen un 
índice para detectar cambios poblacionales. La razón de ello es que 
para estimar la abundancia o densidad partiendo de un índice se 
requiere de estudios adicionales donde se relacionen las densidades 
o números poblacionales reales con el índice a través de un modelo 
estadístico, en el entendido que estas relaciones funcionales pueden 
cambiar con cada conjunto de variables ambientales en los cuales se 
producen los estimados (Engeman 2003). 

Abundancia

Para efectos de este manual, hemos basado la siguiente discusión 
en los artículos de Schmidt (2003) y Walter et al. (2000) sobre la 
estimación de abundancia de poblaciones de mamíferos. Casi todos 

ya sea por vía directa o indirecta -baja disponibilidad de 
recursos (Szatatecsny et al. 2004).

Nivel y caudal del agua

El nivel y el caudal de un cuerpo de agua condicionan tanto 
la presencia o no de una especie, como su abundancia (Wild 
1991). Sin embargo, esto no siempre es así; por ejemplo, 
para los renacuajos de la especie Mannophryne herminae se 
reportó que el tamaño poblacional no está relacionado con 
la precipitación ni con el caudal promedio mensual de la 
quebrada  (Molina 2003).

Fases lunares

En algunas situaciones, las fases lunares (particularmente la 
luna llena) restringen la posibilidad de registrar a los anuros 
(Duellman 2005), dado que la actividad reproductiva o 
alimentaria de algunas especies disminuye o su avistamiento 
se hace más difícil. 

Especies asociadas (competidoras, depredadoras y parásitas) 

La presencia o ausencia de determinadas especies puede y de hecho 
condiciona la distribución, presencia y/o la abundancia de una o más 
especies focales de estudio (Szatatecsny et al. 2004). Un ejemplo en 
ambientes neotropicales es el de Mannophryne trinitatis de Trinidad, la 
cual no se reproduce en sitios donde hay peces y/o camarones (Dow-
nie et al. 2001). Estos fenómenos han sido documentados incluso para 
renacuajos (Azevedo-Ramos & Magnuson 1999, Azevedo-Ramos 
et al. 1999, Eterovick & Sazima 2000, Hero et al. 2001). 

Efectos de la experiencia de los investigadores y de las herramientas de 
registros. 

Dado que cada observador tiene una capacidad distinta que se mo-
difica con la experiencia, es fundamental que el investigador tenga 
experiencia previa en la toma de datos del mayor número de varia-
bles posibles, así como de la(s) especie(s) que va a monitorear a los 
fines de obtener medidas de calidad de las variables asociadas con el 
monitoreo, lo cual redunda en la obtención de resultados válidos y 

1.

1.

1.
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Las estimaciones de abundancia poblacional deben considerar estas 
fuentes de variación e incertidumbre. En particular, comenzaremos 
con la relación entre estadísticas de conteo y abundancia real.
Cualquiera sea el tipo de conteo usado en los estudios, es razonable 
considerar a las estadísticas de conteo como variables aleatorias, lo 
cual significa que si la estadística de conteo pudiera ser obtenida 
múltiples veces exactamente en la misma situación (mismos animales 
expuestos al esfuerzo de muestreo, mismas condiciones ambientales, 
etc.), no se obtendría el mismo conteo cada vez, sino que variaría 
hasta cierto grado entre las réplicas. El valor esperado del estadístico 
de conteo puede ser visto como el valor promedio que obtendríamos 
si repitiéramos el conteo una y otra vez exactamente en la misma 
situación, y puede ser expresado (Lancia et al. 1996) como: 

E (C) = Np   (1)
Donde E es el valor esperado, C es la estadística de conteo, N es 
la abundancia real (la cantidad de interés) y p es el coeficiente que 
relaciona C y N. En el caso de conteos directos, p representa la 
probabilidad de detección (la probabilidad de que un miembro 
de N aparezca en la estadística de conteo). En el caso de conteos 
indirectos, p representa la tasa de producción de la evidencia y su 
probabilidad de detección. 
Si tenemos un estimador de p asociado con la estadística de conteo, 
con base en (1) podemos estimar la abundancia como: 

 N = C/p   (2)
Donde el sombrero denota estimadores. 
Prácticamente todos los métodos para estimar abundancia de anima-
les (Seber, 1982) siguen la forma general de (2) (ver Lancia et al. 1996, 
Wilson et al. 1996). Hay dos formas de utilizar estadísticas de conteo 
para hacer inferencias sobre la variación de abundancia en el espacio 
o el tiempo: una es tratar a las estadísticas de conteo como “índices” 
y la otra es obtener datos auxiliares en conjunción con los conteos 
que permitan la estimación de la probabilidad de detección. 
Un índice es una medida (conteo incompleto o conteo indirecto 
de evidencias) que está correlacionada con la abundancia animal 
(Caughley 1977). El uso de índices para estudiar variaciones en 

los métodos utilizados para evaluar poblaciones animales involucran 
la obtención de alguna clase de estadísticos de conteo directo o 
indirecto. Los conteos directos implican la obtención del número 
de animales capturados o registrados por cualquiera de los métodos 
disponibles. Por su parte, los conteos indirectos implican la obtención 
del número de alguna clase de evidencia producida por el animal de 
interés, como podrían ser las masas de huevos observadas en las 
unidades de muestreo. 
La obtención de estadísticas de conteo con el objetivo de hacer 
inferencias sobre variación de abundancia animal en el espacio y/o 
tiempo requiere que consideremos dos importantes fuentes de va-
riación e incertidumbre: espacial, y la variación en la relación entre el 
estadístico de conteo y la abundancia real (Lancia et al. 1996). 
Los individuos de una población generalmente no están distribuidos 
uniformemente en el espacio. La incertidumbre debida a la varia-
ción espacial surge comúnmente cuando el investigador no puede 
aplicar técnicas de relevo o monitoreo en la totalidad del área para 
la cual se harán inferencias. En este caso deben seleccionarse áreas 
de muestreo dentro de la totalidad del área de interés y aplicar el 
esfuerzo de muestreo sólo a aquellas áreas. Los resultados de esas 
áreas muestreadas son usados luego para hacer inferencias sobre 
toda el área de interés. 
Cuando las estadísticas de conteo son basados en conteos directos, la 
incertidumbre debida a variaciones en la relación entre la estadística 
y el tamaño poblacional real se debe a que los métodos de muestreo 
no detectan, de manera general, a todos los animales presentes en 
un área particular. Esta variación es la llamada probabilidad de de-
tección o de captura.
Cuando las estadísticas de conteo son conteos indirectos, la variación 
en la relación entre la estadística de conteo y la abundancia real incluye 
al menos dos componentes. Primero, puede haber diferencias en la 
tasa de producción de la evidencia entre individuos, o en el mismo 
individuo en diferentes tiempos o sitios. Segundo, la detectabilidad 
de la evidencia puede variar entre tiempos o sitios.
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hacen comparaciones. En algunos casos, la obtención de medidas 
de índices es acompañada por la medición de un número pequeño 
de co-variables (p. ej., variables de clima o de estructura del hábitat) 
que se supone influyen sobre la probabilidad de detección. Bajo el 
supuesto de que esas co-variables influyen sólo sobre las probabilida-
des de detección o los coeficientes de índices (y no a la abundancia), 
las co-variables pueden ser incorporadas a los análisis que usan las 
estadísticas de índices para obtener inferencias sobre la abundancia. 
Desafortunadamente, en todos los relevos basados en conteos, suelen 
existir muchas fuentes de variación en p que no están asociadas con 
co-variables observables, y que incluso podemos no reconocer o 
comprender. Estas fuentes de variación no pueden ser consideradas 
a través de la estandarización o la medición de co-variables. 
Un enfoque más riguroso para el uso de estadísticas de conteo como 
índices es poner a prueba el supuesto sobre igualdad de probabi-
lidad de detección o coeficientes de índices. Las pruebas formales 
de la hipótesis p1 = p2 son consideradas generalmente ejercicios de 
validación o calibración de índices. Si la hipótesis de igualdad de los 
pi no es rechazada, entonces el índice es considerado válido, lo que 
significa que provee estimadores aproximadamente no sesgados para 
la comparación de interés. Este supuesto puede ser puesto a prueba 
usando un método de regresión en el que estimadores no sesgados 
de abundancia son usados, tales como la variable independiente, y 
la estadística de conteo como la variable dependiente (Eberhardt 
& Simmons 1987). Si un estudio de validación provee evidencia de 
igualdad de los valores de pi para las comparaciones de interés, suele 
existir la tentación de usar las estadísticas de conteo como índices 
en estudios futuros y en distintos sitios. Este enfoque podría ser 
razonable en algunos casos, pero debe tenerse en cuenta que se está 
asumiendo una aplicabilidad amplia de las inferencias sobre proba-
bilidad de detección o coeficientes de índices, más allá del lugar y 
tiempo del estudio en que se validaron.
Debido a que es poco deseable tener que basarse en supuestos res-
trictivos, generalmente es preferible intentar incorporar a los estudios 
de abundancia de animales la obtención de datos adicionales para 
estimar los pi asociados con la estadística de conteo. Existen muchos 

la abundancia de animales en el espacio o tiempo que sean válidas 
requiere que la relación entre el índice y la abundancia poblacional 
real sea constante –el p de la ecuación (1) debe ser constante en el 
espacio y tiempo-  (Lancia et al. 1996). 
El empleo de índices asume que existe una relación funcional entre 
el índice y el parámetro de interés, pero casi siempre esta relación es 
desconocida o, si se conoce, es poco probable que ésta sea constante 
a través del tiempo, espacio, especies o incluso observadores; así los 
estimadores directos son la mejor opción, y dentro de ellos, captura-
recaptura es el que ofrece un mayor poder para detectar cambios, 
debido a su precisión y bajo sesgo (Funk et al. 2003). 
Por ejemplo, si uno desea comparar dos conteos (índices) no ajus-
tados de dos estimados poblacionales en dos tiempos diferentes, 
tenemos que dicha comparación entre C1 y C2, basada en la ecuación 
1, viene dada por: 

C1/C2 = N1p1/N2p2
Si C1 = C2 no se sabe si lo son los valores de N o de p, o ambos. 
Por ejemplo, si C1 > C2, uno asume que la población disminuyó, sin 
embargo puede ser que la probabilidad de detección fue más baja en 
el segundo periodo de muestreo.
Los datos de conteos que no son ajustados por el valor de p son 
problemáticos, ya que tanto el valor de N como su variación tempo-
ral o geográfica son de real interés biológico, aunque el valor de p y 
sus variaciones no lo sean. Variación en el valor de p puede generar 
variación en C sin que N varíe, lo cual complica la interpretación de 
datos de conteos no ajustados por la probabilidad de detección. Hay 
considerable evidencia de que los valores de detección son variables 
en el tiempo y en el espacio (Fuller 1991, Kendall et al. 1997, Ni-
chols 1986). Por lo tanto, es muy riesgoso utilizar datos basados en 
suponer igualdad de probabilidades de detección o coeficientes de 
índices en programas de monitoreo o estudios ecológicos.
Frecuentemente los investigadores que usan índices estandarizan 
los métodos para obtener estadísticas de conteo, esperando que 
esto garantice que las probabilidades de detección o los coeficientes 
de índices sean iguales para todos los tiempos o lugares en que se 



260 •

Monitoreo de anfibios

• 261

a b g

cambios temporales en la tasa per cápita de cambio poblacional ob-
servado en este estudio, es contrario a lo esperado. Las poblaciones, 
por lo general, tienen tasas de cambio positivas en la temporada de 
mayores recursos (lluvia), mientras en la estación de menores recursos 
(sequía) las tasas de cambios en las poblaciones presentan valores ne-
gativos (Turchin & Ostfeld 1997). Lo observado en esta población 
de M. herminae sugiere que la misma no experimentó ningún tipo de 
estacionalidad en los recursos durante el tiempo del estudio.

Denso-dependencia y denso-independencia 

Una pregunta que se debe hacer bajo el marco de un estudio de 
monitoreo es si nuestra población está regulada por factores denso-
dependientes (Dennis & Taper 1994) o denso-independientes (An-
drewartha & Birch 1954). La importancia relativa de ambos tipos 
de factores varía dentro de una especie y entre especies, y depende, 
entre otras cosas, de la estrategia de historia de vida (Hanski et al. 
1993), la localidad geográfica (Turchin & Hanski 1997), el tipo de 
hábitat (Stubs 1977), la estacionalidad (Kaufman et al. 1995, Reid et 
al. 1997) y la estructura comunitaria (Turchin & Hanski 1997).
Aunque se considera que los procesos de regulación poblacional 
ocurren ampliamente en poblaciones naturales, la detección y medida 
de este fenómeno ha resultado complicada dada la complejidad de 
las interacciones entre los factores denso-dependientes (interacciones 
intra e inter-específica) y denso-independientes (Hixon et al. 2002, 
Murdoch 1994). 
Una forma de evaluar si la regulación poblacional es o no un proceso 
denso-dependiente, es realizar una regresión lineal (Zar 1999) entre 
la tasa per capita de cambio poblacional (rt) ya definida anteriormente 
y el log10 NT. Una regresión lineal negativa entre rt y el log10 NT 
indica efectos denso-dependientes en la población. Otros métodos 
han sido desarrollados por Dennis & Taper (1994). Paralelamente, se 
puede tomar el valor de rt como la variable respuesta (dependiente) 
en un análisis de regresión lineal múltiple (Zar 1999) contra variables 
ambientales (precipitación, temperatura, caudal de la quebrada, etc.) 
para evaluar posibles efectos densoindependientes en la población. 
En el mismo estudio con post-metamórficos de Mannophryne herminae 
(Molina 2003) se determinó un proceso de regulación poblacional 

métodos para estimar las probabilidades de detección asociadas con 
conteos directos de animales, y la selección de un método apropiado 
depende de la clase de conteos usados. Los métodos basados en la 
observación de animales pueden usar técnicas de doble observador 
(Cook & Jacobson 1979) o muestreo de distancias (Buckland et al., 
1993) para estimar la probabilidad de detección (Southwell 1996). 
Se han desarrollado muchos modelos para estimar probabilidad de 
captura a partir de datos de captura-recaptura y remoción (Otis et al. 
1978, Pollock et al. 1990, Schmidt 2003, Seber 1982). 

Tasa de cambio per cápita de cambio poblacional

Un parámetro importante a tomar en cuenta en los estudios de 
dinámica poblacional es la tasa de cambio per capita de cambio 
poblacional, la cual nos permite observar la ausencia o la presencia 
de cambios en la población. Dicha tasa fue definida por Turchin & 
Ostfeld (1997) como:

rt = 1/T ln Nt+T/Nt
Donde NT es la densidad poblacional al tiempo t, y T es el intervalo 
finito de tiempo donde se evalúa el cambio poblacional. 
Un ejemplo de la utilización de este parámetro viene del trabajo con 
post-metamórficos de la rana dendrobátida Mannophryne herminae en 
Venezuela, realizado por Molina (2003). Este autor caracterizó la 
variación mensual en dicho parámetro y realizó comparaciones entre 
sexos y edades y entre estaciones, por medio de una prueba paramé-
trica t de Student (Zar 1999). Sus resultados señalan que la tasa de 
cambio poblacional fue variable en el tiempo y en algunos períodos, 
los cambios en tales tasas son considerables. Sin embargo, siempre 
osciló alrededor del valor cero, cambiando de valores positivos a 
negativos y viceversa. Este hecho demuestra que la población estuvo 
regulada, al menos parcialmente, por efectos denso-dependientes. 
Al descomponer el comportamiento temporal de la tasa per cápita 
de cambio poblacional por clases de edad, se observó en primer 
lugar que los cambios siguen oscilando alrededor del valor de rt = 0, 
pero las mayores fluctuaciones y amplitudes del cambio poblacional 
la muestran los juveniles, mientras que los adultos presentan pocas 
variaciones en dicha tasa. En términos estacionales, la ausencia de 
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versidad no sólo contempla el número de especies, sino también su 
uniformidad, es decir, cómo están repartidos los individuos de las 
diferentes especies.
Para describir objetivamente estos dos factores, se han diseñado 
índices numéricos para representar la riqueza de especies y/o sus 
abundancias. Por ejemplo, consideremos dos comunidades de 100 
individuos y cada una compuesta de 10 diferentes especies. Una de 
estas comunidades tiene 10 individuos de cada especie y la otra, 9 
especies con un individuo y 91 individuos en una décima especie. 
¿Cuál de las dos comunidades es más diversa? Aunque poseen el 
mismo número de especies distintas (su riqueza es similar), la do-
minancia de una especie sobre el resto, en la segunda comunidad, la 
hace menos diversa. 
Hay una enormidad de este tipo de medidas, pero la más conocida 
viene a ser el índice de Shannon-Wiener (no paramétrico) el cual 
ha sido el más usado para medir la diversidad (Janzen & Schoener 
1968, Zuccaro & Bulla 1985). En general, la selección de este 
índice se ha hecho con poco criterio y desconociendo sus propie-
dades (Molinari 1989). Otros índices no paramétricos han sido 
poco utilizados, como por ejemplo los números de la serie de Hill 
(1973) en especial N1 y N2. Estos números, especialmente N2, son 
preferidos por diversos autores (Alatalo & Alatalo 1977, Peet 
1974, Routledge 1979). Esta preferencia es consecuencia de que 
ellos satisfacen algunos criterios que, según Molinari (1989), son: 
sencillez (dependen de una sola variable), coherencia (unidades en 
número de especies), interpretabilidad (escala aritmética) y valor 
heurístico. Existen diferentes índices matemáticos para calcular la 
diversidad y los biólogos usan una combinación de distintos índices 
para aprovechar las ventajas de cada uno y lograr un entendimiento 
más completo de la comunidad. Esta situación amerita la realización 
de consultas detalladas para cada situación y un buen comienzo es 
leer a Magurran (1988).
La diversidad beta entre sitios  es definida como el grado de reem-
plazo de especies a lo largo de un gradiente ambiental (Magurran 
(1988). La misma puede ser medida de varias formas, pero una de 
las más usadas son los índices de similitud, los cuales pueden trabajar 

denso-dependiente parcial, ya que la densidad poblacional sólo 
explicó un tercio de la variación (R2 = 0.29) en la tasa per cápita de 
variación poblacional (rt). 
Un punto importante luego de que se ha determinado la presen-
cia de efectos denso-dependientes en la dinámica poblacional de 
una especie, es dilucidar cuáles son los mecanismos que producen 
dicha retroalimentación denso-dependiente. La competencia, la 
depredación (Hixon et al. 2002), las interacciones sociales y el com-
portamiento espacial (Gordon 1997, Stenseth et al. 1996) pueden 
ser mecanismos de denso-dependencia que pueden actuar sobre la 
supervivencia, reproducción y migración (Gill 1979, Hixon et al. 
2002, Saitoh et al. 1999, Wolff 1997).
La territorialidad puede ser un factor regulador en poblaciones natu-
rales (Rodenhouse et al. 1997, Wolff 1997). En algunas especies de 
anfibios (Atelopus varius y Rana virgatipes, por ejemplo) se ha detectado 
que la territorialidad puede ser una de las causas que regulan la den-
sidad, por medio de una limitación del espacio disponible (Zug et al. 
2001). En M. herminae se sabe que ambos sexos mantienen territorios 
y que muestran agresión intraespecífica (Sexton 1960), lo cual hace 
suponer que ambos factores pueden actuar como mecanismos de 
denso-dependencia en esta especie. 
Otra fuente de variación puede ser producto de la estocasticidad 
demográfica, de errores de observación, o de influencias ambientales 
(Duellman & Trueb 1986, Turchin & Ostfeld 1997). 
En el estudio de Molina (2003), la variación ambiental, medida como 
el efecto denso-independiente de la precipitación y del caudal de la 
quebrada, explicó cada una de ellas, entre el uno y el cinco por ciento 
de la variación total en la tasa per cápita de variación poblacional. 

Diversidad 

Los estudios de biodiversidad se han centrado en la búsqueda de 
parámetros que permitan representarla como una de las propiedades 
emergentes de los ensambles, comunidades o gremios.
Por lo general se usa la riqueza de especies, en su expresión más 
sencilla, es decir el número de especies distintas de una comunidad, 
como un sinónimo de diversidad. Sin embargo, el concepto de di-
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con datos de presencia -  ausencia (p. ej., índice de Jaccard) o datos 
de abundancia (p. ej., .Morisita-Horn). 
En aquellos casos en que examinamos los cambios en la diversidad 
de uno o más sitios de muestreo, es necesario compararlos en el 
tiempo y en el espacio, a fin de comparar la similitud entre el o los 
sitios de estudio, con la finalidad de obtener una aproximación a la 
heterogeneidad temporal y/o espacial existente.  Sin embargo, las 
comparaciones deben hacerse entre aquellos sitios o comunidades 
que estén muestreadas lo suficientemente para estar seguros que 
los datos que comparamos representan a la comunidad real, de allí 
que debemos asegurarnos esta representatividad y la manera más 
fácil es utilizar curvas de acumulación de especies o estimadores de 
máxima diversidad, las cuales pueden ser obtenidas con el programa 
Estimates (Colwell 2000).
El manejo de los datos de las variables asociadas al monitoreo, ya sea 
para presencia o ausencia de especies, implica la utilización de mo-
delos de regresión logísticos mientras que para datos de abundancia 
se pueden utilizar regresiones múltiples y otros métodos como el 
análisis de correspondencia simple y el análisis de correspondencias 
canónicas, entre otros (ver capítulo de Diseño experimental y análisis 
estadístico).
Dado que la diversidad genética puede detectarse directamente a 
escala molecular (ADN) o indirectamente en las proteínas que codi-
fican genes específicos (isoenzimas), incluso a través de la medición 
de la variación morfológica de caracteres cuantitativos (Méndez et 
al. 2004), es importante conocer algunas maneras de medirla y ex-
presarla. Así, para los datos moleculares y de isoenzimas, se utilizan 
una variedad de índices, por ejemplo, la heterocigosidad promedio, 
la proporción de loci polimórficos, el total o el promedio del nú-
mero de alelos por locus y distancia genéticas y de Nei, entre otros 
(Lampert et al. 2003, Méndez et al. 2004; Monsen & Blouin 2003). 
Para datos morfológicos cuantitativos hay una enorme variedad de 
métodos basados en estadística univariada y multivariada (Méndez 
et al. 2004). 
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eFunda http://www.efunda.com/designstandards/sensors/methods/DSP_nyquist.cfm
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Echeverry, W. 2000. Docencia Nacional Cruz Roja Colombiana.  
docenc.tripod.com/primeros_auxilios/glosario.htm

EducarChile, portal de educación. Glosario. www.educarchile.cl/eduteca/bdrios/si-
tio/glosario/glosario.htm

Fuentes, J.L., P. Torres-García y M. Frías. El océano IX. La pesca. omega.ilce.edu.
mx:3000/sites/ciencia/volumen2/ciencia3/081/htm/sec_18.htm

Glosario. www.terra.es/personal7/jjdeharo/entomologia/dicc.htm
Glosario. www.cucaiba.gba.gov.ar/Glosario.htm
Instituto de Investigación de Recursos Biológicos Alexander Von Humboldt. Glo-

sario.
http://www.humboldt.org.co/chmcolombia/servicios/jsp/glosario/ListarTermi-

nos3.jsp?termino=lectotipo&desde=0&hasta=10
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Instituto Químico Biológico. Diccionario. www.iqb.es/diccio/t/tabla.htm
International Development Research Centre. Glosario. web.idrc.ca/es/ev-30231-

201-1-DO_TOPIC.html
Monaca. Cocina. www.monaca.com.ve/recetas/glosario.asp
Pan American Health Organization. Dictionary. www.paho.org/Spanish/AD/THS/

EV/labs-CGC-MOD6.pdf
Real Academia Española (RAE). 2001. Diccionario de la lengua española, vigésimo 

segunda edición. www.rae.es 
Sistema de información sobre la biodiversidad de Colombia. www.siac.net.co/sib/

WebModule/tesauros.jsp
Wikipedia enciclopedia libre. Glosario. www.ieg.csic.es/tutorvr/glosario.htm

Diseño experimental & Análisis estadístico
Compilación de recursos para análisis estadísticos en ecología:
http://www.rsmas.miami.edu/personal/djones/ecol.htm
Compilación  general de recursos para análisis estadísticos:
http://soldzresearch.com/statisticsresources.htm
Manuales electrónicos de estadística básica o avanzada:
http://abacus.bates.edu/~ganderso/biology/resources/statistics.html
http://davidmlane.com/hyperstat/
http://www.statsoft.com/textbook/stathome.html
Pierre Legendre (programas para el análisis de datos ecológicos)
www.bio.umontreal.ca/legendre/index.html
Programas no gratuitos para el análisis estadístico de datos circulares (p.ej. hora del 

día, azimuth, mes del año):
http://www.rockware.com/catalog/pages/oriana.html
http://www.pazsoftware.com/VectorRose.html
Programas de distribución gratuita para el análisis estadístico de datos:
http://members.aol.com/johnp71/javasta2.html
http://freestatistics.altervista.org/stat.php
Proyecto R (ambiente de programación gratuito para el análisis estadístico)
http://www.r-project.org/

Técnicas para el inventario y muestreo de anfibios: 
una compilación
Amphibian Diseases Home Page http://www.jcu.edu.au/dept/PHTM/frogs/am-

pdis.htm
Bibliography of  Amphibian Diseases http://www.jcu.edu.au/school/phtm/PHTM/

frogs/bibliog.htm

Declining Amphibian Populations Task Force http://www.open.ac.uk/OU/Acade-
mic/Biology/J_Baker/JBtxt.htm

Department of  the Environment and Heritage, Australia http://www.biodiversity.
environment.gov.au/threaten/information/frogs/frogs.pdf

http://www.deh.gov.au/biodiversity/invasive/publications/c-disease/
National Biological Information Infrastructure: Frogweb http://frogweb.nbii.gov/
UC Berkeley Briggs NIH Group (protocolo de toma de muestra de frotis) http://elib.

cs.berkeley.edu/aw/chytrid/swab_instruction.pdf
United States Geological Survey www.mesc.usgs.gov/research/rarmi/rarmi_am-

phibdisease.asp
http://www.iespana.es/naumkreiman/anexo.htm

Graphpad Software		
http://www.graphpad.com/quickcalcs/randomN1.cfm

Partnership for Kentucky Schools	
http://www.pfks.org/toolkits/tutv/iii_e.html

Research Randomizer		
http://www.randomizer.org/form.htm

Marcado de ejemplares con elastómeros biocompatibles fluorescentes
http://www.nmt-inc.com

Monitoreo de anfibios
Center for Conservation Biology (CCB) Stanford University http://www.stanford.

edu/group/CCB/Eco/resources.htm
Ecological Assessment and Monitoring Network (EMAN) Environment Canada. 

Protocols for monitoring organisms of  terrestrial ecosystems http://www.cciw.
ca/eman-temp/research/protocols/terrestrial

The Amphibians Research and Monitoring Iniciative (ARMI). htpp://armi.usgs.gov
Biodiversity Monitoring--Status and Trends, http://www.pwrc.nbs.gov/stbiod3.htm
The North American Amphibian Monitoring Program (http://www.pwrc.usgs.

gov/naamp
MAYAMON. Maya Forest Anuran Monitoring Project. Proyecto de Monitoreo de los 

Anuros de la Selva Maya http://fwie.fw.vt.edu/mayamon/maya_home.html
Moreno, C.E. 2001. Métodos para medir la biodiversidad. M&T–Manuales y Tesis SEA, 

vol.1. Zaragoza, 84 pp. http://entomologia.rediris.es/sea/manytes/metodos.pdf.
United States Geological Survey (USGS). Patuxent Wildlife Research Center. Power 

analysis and monitoring http://www.im.nbs.gov/powcase/powcase.html
En el sitio web http://www.stanford.edu/group/CCB/Eco/popest.htm se pueden 

obtener algunos programas sobre métodos para estimar poblaciones vegetales y 
animales y varios programas de computación para facilitar los cálculos.
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Abundancia relativa: Representación 

proporcional de las especies en una 
muestra.

Abundancia: En términos generales, 
una estimación cuantitativa de la can-
tidad de individuos de una especie que 
se encuentran en un área determinada. 
La restricción de área implica que en 
la mayoría de estudios, abundancia y 
densidad sean considerados sinóni-
mos. La abundancia de una especie 
puede ser una característica inherente 
a su historia natural, o la consecuen-
cia de cambios en las condiciones 
ambientales.

Acrónimo: (Etimología: del griego 
akros, punta o extremo y ónoma, 
nombre). Palabra formada por las ini-
ciales, y a veces por más letras, de otras 
palabras. Ej: RENFE: Red Nacional de 
Ferrocarriles Españoles(www.rae.es).

Adenocarcinoma renal de Lucké: Es 
un tumor maligno que afecta princi-
palmente al complejo rana leopardo 
Rana pipiens y que es causado por un 
herpesvirus.

ADN: Es un ácido nucleico que trans-
porta la información genética en la 
célula y es capaz de auto replicarse y 
de sintetizar ARN (ácido Ribonucleico) 
(www.cert-id.com/es/industry_indus-
try_glossary.htm).

Aeromonas: Un género de bacteria 
Gram negativa, motil y con flagelos 
bipolares, común en ambientes acuá-
ticos.  Aeromonas hydrophila is muy 
ubícua en ambientes acuáticos y puede 
ser considerada como un patógeno 
primario, pero principalmente es se-
cundario y de gran importancia en 
anfibios y peces.

Agente infeccioso: Cualquier agente 
de origin viral, bacteriano o parasita-
rio capaz de ser transmitido y causar 
enfermedad.

Alcohol etílico: Es el alcohol que se en-
cuentra en las bebidas alcohólicas. Es 
un líquido incoloro e inflamable con un 
punto de ebullición de 78ºC. Se mezcla 
con agua en cualquier proporción y da 
una mezcla antrópica con un contenido 
de aprox. el 96% de etanol. Su fórmula 
química es C2H5OH (es.wikipedia.
org/wiki/Alcohol_et%C3%ADlico).

Alcohol metílico: Es el alcohol más 
sencillo, y es un líquido ligero, volátil, 
incoloro, inflamable y tóxico que se 
emplea como anticongelante, disolven-
te y combustible. Su fórmula química 
es CH3OH. Su estructura molecular es: 
H | H-C-OH | H (es.wikipedia.org/
wiki/Alcohol_met%C3%ADlico).

Aleatorio: Variable que puede tomar 
un valor cualquiera de un conjunto 
especificado, con una probabilidad 
que expresa, para este valor particular, 
la fracción del número total de valores 
en que puede presentarse.

Aleatorización: Se refiere al proceso 
mediante el cual se eligen individuos 
(objetos, unidades de análisis, datos) 
de entre grupos, de manera tal que 
cada uno de los objetos tiene la misma 
probabilidad de ser elegido. Entre los 
procedimientos que permiten la esco-
gencia aleatoria se encuentran el uso 
de dados, cartas, tablas de números 
aleatorios, calculadoras (función rnd 
o rn), o computadores.

Alelos: Formas o variantes de un gen, 
que pueden variar en sus secuencias o 
diferir en sus funciones.

Amplitud: Desplazamiento que una 
partícula del medio experimenta en 
relación al nivel de presión normal.

Anestésico: Un anestésico es cualquier 
supresor del dolor (es.wikipedia.org/
wiki/Anest%C3%A9sico).

Antrópico: Este término engloba cual-
quier acción humana sobre el medio 
natural. (factor antrópico, causa antró-
pica, intervención antrópica) (www.ieg.
csic.es/tutorvr/glosario.htm).

Arteria femoral: La arteria femoral es 
una arteria del muslo. Proviene y es 
continuación de la iliaca externa, que se 
convierte en femoral después de pasar 
el ligamento inguinal. Se distribuye 
por la porción inferior de la pared 
abdominal, porción superior del muslo, 
genitales, rodilla y pierna (es.wikipedia.
org/wiki/Arteria_femoral).

Atenuación: Disminución de la inten-
sidad de una señal con el incremento 
de la distancia de transmisión de la 
misma.

Autolisis: Rompimiento químico de la 
célula, generalmente bajo la influencia 
de enzimas, o por la reproducción de vi-
rus dentro de la célula (omega.ilce.edu.
mx:3000/sites/ciencia/volumen2/
ciencia3/081/htm/sec_18.htm).

Bacteremia: Circulación de la bacteria 
patógena en sangre del huésped cau-
sando enfermedad.

Biocida: Compuesto venenoso que 
daña o mata a organismos vivos (www.
educarchile.cl/eduteca/bdrios/sitio/
glosario/glosario.htm).

Biodiversidad: Es la variedad y va-
riabilidad de los organismos vivos, 
tanto silvestres como domésticos, y los 
ecosistemas de los que forman parte, 
es un concepto que se ha impuesto en 
el campo de la conservación por su 
carácter globalizador, dada la necesidad 
de tratar a la naturaleza como un todo y 
de mantener la totalidad de sus compo-

nentes (www.terra.es/personal7/jjde-
haro/entomologia/dicc.htm).

Bioseguridad: Todos aquellos pro-
cedimientos utilizados para intentar 
prevenir la exposición a patógenos 
(vehiculados a través de la sangre y flui-
dos contaminados) por vía parenteral, 
mucosas y piel no intacta, aplicados a 
todos los pacientes (www.cucaiba.gba.
gov.ar/Glosario.htm).

Bondad de ajuste: Se  refiere al con-
junto de pruebas estadísticas cuyo 
principal propósito es establecer si la 
distribución de un conjunto de datos 
se ajusta suficientemente bien a otra 
distribución, teórica o práctica.

Campos cercanos: Campos inmediatos 
al generador de sonido, donde la onda 
se transmite de manera compleja.

Campos lejanos: Campos a una longi-
tud de onda o más del generador de 
sonido, donde el comportamiento de 
la onda suele ser más sencillo que en 
campos cercanos. 

Campos libres: Campos acústicos don-
de no hay sonidos redireccionados.

Capacitancia: Es la razón de la magni-
tud de la carga en uno u otro de dos 
conductores de signos opuestos con la 
diferencia de potencial resultante entre 
ambos conductores (http://www.itlp.
edu.mx/publica/tutoriales/electymag-
net/tem3_2_.htm).

Capillaria: Parásito nemátodo con ciclo 
directo que habita la piel de varias espe-
cies de anfibios y que puede causar alta 
morbilidad y mortalidad en colecciones 
en cautiverio.

Cavidad celómica o celoma: Cavidad 
en todos los animales superiores a 
los celenterados y ciertos gusanos 
primitivos, formada por la división 
del mesodermo en dos capas.  En ma-



290 •

Glosario

• 291

Glosario

míferos forma la pleura, el peritoneo 
y el pericardio. 

Ciclo de vida: La secuencia de estadios 
de desarrollo por las cuales pasan los 
organismos vivos.

Confusión de efectos: Se trata de un 
problema en el análisis de experimen-
tos en el que la variación en una carac-
terística (p.ej. tasa de crecimiento de 
una planta) es atribuida a un supuesto 
factor (p.ej. adición o no de un nutrien-
te) cuando es perfectamente atribuible 
a otro factor (p.ej. la calidad del suelo) 
que covarió con el primero. 

Contaminación: Fenómeno de intro-
ducción de una sustancia con efectos 
nocivos en un medio dado.

Coproparasitoscópico: Examen de 
laboratorio que identifica parásitos 
adultos y sus fases larvarias en heces 
fecales.

Criotubo: Son tubos para congelar 
muestras en los cuales se guardan 
muestras biológicas (suero, sangre, 
cepas, células) dentro de congeladores 
(www.paho.org/Spanish/AD/THS/
EV/labs-CGC-MOD6.pdf).

Cuadrantes: Cada una de las unidades 
espaciales, usualmente en forma de 
cuadrado o rectángulo, que se delimita 
y utiliza para realizar un muestreo o 
medir características del microhábitat. 
Aunque su uso más frecuente es en 
relación con el suelo o el lecho de 
cuerpos de agua, el concepto puede ex-
tenderse en la dimensión vertical para 
muestrear áreas en forma de cubo.

Cutánea: Relacionado a la piel. 
Chytridiomycete: Los miembros del 

filo Quitridiomicetes (Chytridio-
mycota) son considerados parientes 
cercanos de los oomicetes. En algunos 
sistemas de clasificación se incluyen en 
el reino Protistas, en lugar de situarlos 

con los hongos. Pequeñas formas de 
vida simple (es.wikipedia.org/wiki/
Chytridiomycetes).

Datalogger: Transcriptor de datos digital 
de humedad y temperatura, que puede 
ser acoplado a una computadora.

Densidad absoluta: Número de orga-
nismos o su biomasa por unidad de 
área o volumen. La densidad absoluta 
puede ser cruda, cuando se refiere 
a una unidad espacial cualquiera ha-
bitable o no, o puede ser específica, 
si se refiere a una unidad de espacio 
habitable.

Densidad relativa: El número de or-
ganismos de una población relativo 
al número de organismos de otra 
población (por ejemplo, 1 salamandra 
por cada diez ranas).

Deriva génica: Fuerza evolutiva esto-
cástica que actúa alterando la frecuen-
cia de los alelos y la predominancia de 
los caracteres de los miembros de una 
población, puede actuar en conjunto 
con la selección natural. Su acción se ve 
acentuada en poblaciones pequeñas.

Dermatitis: Inflamación de la dermis, 
una de las capas de la piel.

Derméstidos: Coleópteros de la familia 
Dermestidae.

Descalcificación: Proceso de pérdida 
de calcio.

Diafanización/Transparentado: Pro-
ceso de aclaración, donde el tejido se 
torna transparente o claro en el xileno, 
esto se debe a que cambia su índice de 
refracción.

Disminución: Reducción o decre-
mento.

Distal: Dícese de las áreas más separadas 
(distantes) del centro del cuerpo. Lejos 
de la articulación de una extremidad 
al tronco; lejos del punto de origen, 

las falanges son distales de los huesos 
carpianos (www.iqb.es/diccio/t/tabla.
htm).

Distorsión: Alteraciones indeseadas en 
una señal acústica.

Distribución (geográfica): La exten-
sión o área ocupada por un grupo de 
organismos.

Distribución normal: Curva mate-
máticamente definida, en forma de 
campana, resultante de la marcación de 
las frecuencias de ocurrencia de valores 
de un elemento (eje de las Y) contra la 
amplitud de los valores del elemento 
(eje de las X). Una distribución normal 
se describe únicamente por su media y 
su desviación estándar.

Diversidad: Cantidad y proporción de 
los diferentes elementos biológicos 
que contenga un sistema. En forma 
operativa puede ser definida como 
una medida de la heterogeneidad de 
un sistema.

Duración del canto: Tiempo transcu-
rrido desde el inicio de la señal hasta 
su término, cuando regresa a niveles 
base de sonido ambiental.

Duración del pulso: Tiempo transcu-
rrido desde el inicio del pulso hasta 
su término.

Ectoparásito: Parásito externo, princi-
palmente un ácaro, garrapata o piojo 
que afecta a los anfibios.

Edema: Presencia de grandes canti-
dades anormales de líquido en los 
espacios intercelulares de los tejidos 
del cuerpo.

EDTA: Ácido EtilenDiaminoTetra-
Acético. Puede coordinar a metales 
de transición de forma reversible. 
Puede coordinar por cuatro posicio-
nes acetato y dos amino, lo que lo 
convierte en un ligando hexadentado, 

y el más importante de los ligandos 
quelatos. Se utiliza en algunos medios 
de cultivo unido al hierro, para liberar 
éste lentamente en el medio, y también 
en algunos análisis cuantitativos (es.
wikipedia.org/wiki/EDTA).

Efecto de borde: El conjunto de los 
efectos de la matriz sobre el fragmento 
se conoce como “efecto de borde”, el 
cual se puede manifestar en cambios al 
interior del fragmento, principalmente 
en su perímetro. El efecto de borde 
puede definirse como el resultado 
de la interacción de dos ecosistemas 
adyacentes o cualquier cambio en la 
distribución de una variable dada que 
ocurre en la transición entre hábitats

Endémico: Restringido a una región o 
localidad específica, en su hábitat natu-
ral; aplica a organismos y ecosistemas 
(www.educarchile.cl/eduteca/bdrios/
sitio/glosario/glosario.htm).

Endemismo: Especie cuya ocurrencia 
se restringe a una única localidad.

Endoparásito: Parásito interno que 
se aloja en cualquier sistema de un 
organismo tal como lo son los hel-
mintos, que incluyen nemátodos 
(gusanos redondos), céstodos (gusanos 
planos), tremátodos (sanguijuelas) y 
acantocéfalos.

Enlace covalente: Fuerza que mantiene 
unido a dos o más átomos compartien-
do sus electrones (www.uc.cl/quimica/
agua/glos2.htm).

Epidemiología: Rama de las ciencias 
biomédicas que estudia las relaciones 
de los factores que determinan la 
frecuencia y distribución de un pro-
ceso infeccioso, enfermedad o estado 
fisiológico de una comunidad humana 
o animal.

Epidermis: Capa externa de la piel 
formada por queratina.
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Epinefrina: La adrenalina, también 
llamada epinefrina, es una hormona 
vasoactiva secretada por las glándulas 
suprarrenales en situaciones de alerta. 
Se diferencia de la norepinefrina o 
noradrenalina en que ésta es un neu-
rotransmisor, por lo tanto su efecto 
es más rápido y corto (es.wikipedia.
org/wiki/Epinefrina).

Eritema: Enrojecimiento de la piel 
causada por incremento del flujo san-
guíneo en los capilares.

Eritrocítico: Relacionado a los eritroci-
tos, los globulos rojos de la sangre.

Error de muestreo: Toda variación en 
una característica (atributo, variable) 
atribuible a errores durante el proceso 
de muestreo por el hecho de seleccio-
nar una muestra “representativa” de la 
población. Puede disminuirse aumen-
tando el tamaño de la muestra.

Error Tipo I: También mal llamado 
error tipo alfa (alfa es la probabilidad 
de que ocurra este error), es el error 
que se comete cuando el investigador 
rechaza la hipótesis nula (Ho) siendo 
ésta verdadera en la población. Es 
equivalente a encontrar un resultado 
falso positivo, porque el investigador 
llega a la conclusión de que existe una 
diferencia entre las hipótesis cuando 
en realidad no existe.

Error Tipo II: También llamado error 
tipo beta (aunque beta es la proba-
bilidad de que exista éste error), se 
comete cuando el investigador no 
rechaza la hipótesis nula siendo ésta 
falsa en la población. Es equivalente 
a la probabilidad de un resultado falso 
negativo, ya que el investigador llega a 
la conclusión de que ha sido incapaz 
de encontrar una diferencia que existe 
en la realidad. Se acepta en un estudio 
que el valor del error beta debe estar 
entre el 5 y el 20%.

Error: En la jerga estadística, se refiere 
a toda aquella variación en una carac-
terística (atributo, variable) que no 
puede ser explicada por las variables 
predictoras incluidas en el estudio. 

Esfuerzo de muestreo: Trabajo, costo 
o tiempo invertido en efectuar un 
muestreo.

Espectro de poder: Representación 
gráfica que permite observar la relación 
entre amplitud (eje de las y) y frecuen-
cia (eje de las x).

Espectrograma: Representación gráfica 
que permite observar la descomposi-
ción de las diferentes frecuencias de 
una señal (eje de las y) en el transcurso 
del tiempo (eje de las x). 

Estadío larval: Fase juvenil de desarro-
llo en el ciclo de vida de un organismo 
con metamorfosis.  

Estandarizar: Establecer un modelo 
estándar, normalizar, unificar.

Estimador: Parámetro característico 
de una población entre la que se ha 
efectuado un muestreo.

Estrato: Porción de terreno, hábitat 
o un subconjunto de características 
homogéneas.

Exactitud: Medida de cuán cerca se halla 
una estimación de su valor real.

Ex-situ: Removido de su localidad 
de presencia original; en el caso de 
conservación ex situ, se trata de la 
preservación de especies biológicas 
fuera de su ambiente natural.

Extinción: Proceso de pérdida de 
especies. 

Exudado: Conjunto de elementos ex-
travasados en el proceso inflamatorio, 
que se depositan en el intersticio de 
los tejidos o cavidades del organismo. 
Provoca el edema inflamatorio, dife-

renciándose del trasudado por la mayor 
riqueza de proteínas y células.

Factor de calidad o valor Q: Ancho de 
la frecuencia dominante a 3 o 10 dB 
bajo el pico de máxima amplitud.  

Factor: Se refiere a las variables categóri-
cas, usualmente cuando son manipula-
das en un experimento para establecer 
su efecto sobre otras variables.

Factores denso-dependientes: Aque-
llos cuyos efectos son dependientes de 
la densidad (Dennis & Taper 1994). 

Factores denso-independientes: 
Aquellos cuyos efectos son indepen-
dientes de la densidad (Andrewartha 
y Birch 1954).

Familia: Categoría taxonómica superior, 
entre las categorías mayores de Orden 
y Género.

Filaria: Fase larvaria de parásitos ne-
mátodos.

Filogenia: La filogénesis es el proceso 
del origen de comunidades próximas 
en la naturaleza por la bifurcación de 
una especie troncal común respectiva-
mente a cada una de las comunidades 
descendientes. La filogénesis hace 
referencia a un proceso particular, 
mientras que la sistemática filogenética 
es la ciencia que estudia los procesos y 
sus resultados, y una filogenia viene a 
ser una hipótesis de parentescos entre 
un grupo de organismos.

Filtro “pasa-alta”: Filtro que permite el 
paso de frecuencias altas y bloquea a 
las bajas. Filtro “pasa-baja”: Filtro que 
permite el paso de frecuencias bajas y 
bloquea a las altas.

Filtro: Mecanismo o aparato que permite 
el paso o transmisión de determinadas 
frecuencias mientras bloquea a otras.

Frecuencia de Nyquist: Frecuencia 
igual al valor de la mitad de la tasa de 
muestreo.

Frecuencia dominante: La frecuencia 
que contiene la mayor cantidad de 
energía en el canto.

Frecuencia fundamental: La nota 
producida por una estructura vibrato-
ria que irradia sonido, cuya frecuencia 
dependerá de sus dimensiones físicas 
y su tensión. 

Frecuencia: Número de ciclos de 
vibración completados por segundo, 
expresados en Hertz (Hz).	

Germicida: Agente o sustancia que tiene 
la propiedad de hacer destruir los gér
menes(docencianacional.tripod.com/
primeros_auxilios/glosario.htm).

Grados de libertad: Los grados de 
libertad son una cantidad que permite 
introducir una corrección matemática 
en los cálculos estadísticos para restric-
ciones impuestas en los datos.

Hábitat: Ambiente apropiado para que 
viva un organismo. 

Harmónicos: Frecuencias más altas 
que son múltiplo de la frecuencia 
fundamental. 

Helminto: Cualquier gusano parásito 
que afecta primordialmente a los hu-
manos y animales.

Hemorragia equimótica: Coloración 
en forma de mancha azulada que se 
debe a la ruptura de un vaso sanguíneo 
bajo la superficie de la piel.

Hemorragia petequial: Pequeñas 
manchas en la piel en forma de puntos, 
debidas a efusión interna de sangre.

Herpesvirus:  Cualquier vírus de 
la familia Herpesviridae, la cual es 
ADN con viriones de 102-200 nm 
de diámetro y con 4 componentes y 
más de 20 polipéptidos estructurales, 
los que afectan a una gran variedad 
de especies.

Heterogeneidad: Compuesto de partes 
de diversa naturaleza.
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Hiperemia: Abundancia extraordina-
ria de sangre en cualquier parte del 
cuerpo.

Hipótesis Alterna: La hipótesis al-
terna es la afirmación que se acepta, 
si se rechaza la hipótesis nula. Esta 
hipótesis, también llamada hipótesis 
de investigación, se simboliza con 
Ha. La hipótesis alterna es aceptada 
si la evidencia proporcionada por la 
muestra es suficiente para afirmar que 
la Ho es falsa.

Hipótesis Nula: La hipótesis nula, la 
cual se simboliza como Ho es aquella 
que nos dice que no existen diferencias 
significativas entre los grupos. Una 
hipótesis es un intento de explicación 
o una respuesta “provisional” a un 
fenómeno. Su función consiste en deli-
mitar el problema que se va a investigar 
según algunos elementos tales como el 
tiempo, el lugar, las características de 
los sujetos, etc.

Hipótesis: Planteamiento y/o supues-
to que se pone a prueba ya sea para 
corroborarse o refutarse mediante la 
observación, siguiendo las normas 
establecidas por el método científico 
(Ford 2000).  

Histopatología: Estudio microscó-
pico de la estructura y forma de los 
tejidos.

Holotipo: Un único espécimen tipo 
designado como el portador del 
nombre de una especie o subespecie 
cuando fue establecida, o el espécimen 
único en el que un taxón fue basado 
cuando no se especificó tipo (www.
terra.es/personal7/jjdeharo/entomo-
logia/dicc.htm).

Hotspot: Area geográfica que alberga 
una alta diversidad biológica.

Independencia: Es una propiedad de 
un conjunto de unidades de análisis 

(objetos, datos) sobre los cuales se 
quiere hacer una inferencia estadística. 
Se refiere al hecho de que la variación 
entre cualquiera de los atributos (varia-
bles) no estudiados, esté distribuida de 
manera aleatoria entre los objetos. Así, 
un experimento en el que se analiza el 
efecto de una sustancia química sobre 
el crecimiento de un grupo de renacua-
jos puede tener problemas de indepen-
dencia si algunos de los renacuajos son 
hermanos entre sí y otros no.

Índice: Medida que se halla relacionada 
de alguna manera con la abundancia 
real de una población, por ejemplo el 
número de ranas avistadas por hora/ 
de esfuerzo de muestreo.

Inferencias: En el contexto del diseño 
experimental, se refiere al uso de 
técnicas estadísticas aplicadas a una 
muestra de datos para extraer conclu-
siones acerca del universo (es decir, la 
totalidad) de los objetos de donde se 
obtuvo la muestra.

Inmunodepresión: Estado en el que 
la capacidad de respuesta del siste-
ma inmunológico del cuerpo se ve 
disminuida.

Intensidad del sonido: Cantidad de 
energía transmitida por segundo en un 
área de un metro cuadrado.

Intervalo entre cantos: Tiempo trans-
currido entre canto y canto.

Iridovirus: Cualquier virus que perte-
nece a la familia Iridoviridae la cual 
es ADN con viriones de 125-300 nm, 
que consisten de una envoltura lípida 
modificada por subunidades proteicas 
que rodean un nucleocápsido icosaé-
drico. La mayoría de estos virus afectan 
insectos, pero algunos son patógenos 
de anfibios y peces.

Itraconazol: Droga utilizada en el 
tratamiento de infecciones causadas 
por hongos.

Lectotipo: Sintipo designado como el 
único ejemplar portanombre después 
del establecimiento de una especie o 
subespecie nominal (excepto en el caso 
de hapantotipos [art. 73.3]) (Artículo 
74.1. International Code of  Zoolo-
gical Nomenclature) (http://www.
humboldt.org.co/chmcolombia/ser-
vicios/jsp/glosario/ListarTerminos3.
jsp?termino=lectotipo&desde=0&h
asta=10).

Lista Roja: Lista de especies amenaza-
das propuesta por la UICN donde se 
provee información sobre el estado de 
conservación, así como de taxonomía y 
distribución de organismos que hayan 
sido evaluados  utilizando los criterios y 
categorías establecidos por la UICN. 

Longitud de onda (λ): Es la distancia 
cubierta por una onda sinusoidal 
durante un periodo de vibración o la 
distancia entre dos puntos idénticos en 
dos ciclos adyacentes.

Metamorfosis: Transformación que im-
plica un dramático cambio de fisiono-
mía en algunos organismos; en anfibios 
suele darse en la etapa transitoria entre 
la forma larval y la forma adulta.  

Meta-población: Conjunto de pobla-
ciones locales dentro de un área más 
extensa con patrones dinámicos de 
extinciones locales, recolonizaciones, 
flujo genético y migración limitada 
entre subunidades que ayudan a evitar 
la extinción de todo el conjunto de 
subpoblaciones  (Hanski 1991, Hanski 
& Gilpin 1991).

Microsporidia: Son parásitos de ani-
males, ahora considerados hongos 
extremadamente reducidos.  La ma-
yoría infecta a insectos, pero también 

son responsables de causar enferme-
dades en crustáceos y peces y otros 
grupos animales, incluyendo anfibios 
y humanos. 

Monitoreo: Un proceso permanente 
para verificar sistemáticamente que 
las actividades o procesos planificados 
se llevan a cabo según lo esperado o 
que se está progresando en el logro de 
los resultados planificados (web.idrc.
ca/es/ev-30231-201-1-DO_TOPIC.
html).

Muestra representativa: Aquella que 
contiene las características de interés 
que existen en la población de la ma-
nera más cercana posible. Esta muestra 
será representativa en el sentido de 
que cada unidad muestreada repre-
senta características de una cantidad 
conocida de unidades en la población 
(Kish 1995).

Muestra: Subconjunto de la pobla-
ción. Conjunto de mediciones que 
constituye parte de una población. 
Se refiere a un grupo de objetos que 
es incluido en un estudio porque se 
supone que representa al universo. Por 
ejemplo, el conjunto de 37 ranas inclui-
das en un experimento representan una 
muestra de un universo que podría 
consistir en la población. Una de las 
propiedades más importantes de una 
muestra es su representatividad con 
respecto a la población.

Muestras independientes: Ninguna 
medida u observación tenga una 
influencia sobre cualquier otra obser-
vación, o en otras palabras, la proba-
bilidad de ocurrencia de un evento no 
debe modificar la ocurrencia de los 
otros (Hurlbert 1984).

Muestreo sistemático: Muestreo 
donde la primera muestra se escoge al 
azar y para la selección de las siguientes 
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se fija un intervalo sistemático (Ham-
mond, 1994).

Muestreo: Se refiere al procedimiento 
empleado para obtener una o más 
muestras de una población. Este se 
realiza una vez que se ha establecido 
un marco muestral representativo 
de la población, luego se procede a 
la selección de los elementos de la 
muestra aunque hay muchos diseños 
de la muestra.

Muestreos al azar: Todas las unidades 
de muestreo tienen la misma probabi-
lidad de ser seleccionadas.

Necropsia: Examen sistemático de un 
organismo para determinar causa de 
muerte, usualmente refiriendose a un 
animal y no un humano (autopsia).

Necrosis: Muerte de células en un tejido 
debido a un trauma.

Nitrógeno líquido: El nitrógeno nor-
malmente se encuentra en el medio 
ambiente en forma gaseosa. Para 
volverse líquido, el gas nitrógeno tiene 
que liberar grandes cantidades de calor, 
llegando a temperaturas tan bajas como 
los 200° C bajo cero. Puede ser apli-
cado a tejidos enfermos o cancerosos 
para matar las células. El tejido que ha 
sido congelado se seca y se desprende 
del tejido circundante.

Nivel de presión de sonido (NPS): 
Una intensidad de sonido referida a 
un nivel específico, la que se expresa 
en decibeles.

Número de notas/pulsos por canto: 
Número de unidades acústicas de 
un determinado patrón de amplitud 
reconocido en el canto.

Onda compleja: Onda compuesta por 
dos o más sinusoides que pueden 
diferir en amplitud, frecuencia y fase 
(punto de inicio de una onda).

Onda sinusoidal: La forma más sencilla 
de una onda.

Oscilograma: Representación visual 
que denota la variación en amplitud 
(eje de las y) en en transcurso del 
tiempo (eje de las x).

Pápula: Elevación eruptiva pequeña, só-
lida y circunscrita a la piel. Ampolla.

Parámetro: Característica de las po-
blaciones estadísticas que adquieren 
valores fijos como la media, los pa-
rámetros son estimados a partir de 
las muestras.

Paratipo: Todo espécimen en una serie 
típica tipo diferente del holotipo (www.
terra.es/personal7/jjdeharo/entomo-
logia/dicc.htm).

PCR: La reacción en cadena de la po-
limerasa es una técnica (descrita en 
1985, por Kary Mullis) de biología 
molecular, cuyo objetivo es obtener 
un gran número de copias de un frag-
mento de ADN particular, partiendo 
de un mínimo, en teoría, de una única 
copia de ese fragmento(es.wikipedia.
org/wiki/PCR).

Período de pulsos: Tiempo transcurri-
do entre la emisión de un pulso y el 
inicio del que le sigue.

Período: Inverso a la frecuencia, es el 
tiempo que se requiere para completar 
un ciclo de vibración.

Población: Grupo de individuos de una 
misma especie que viven en un área 
específica y que poseen la capacidad 
de reproducirse entre sí.

Poder o potencia: En una prueba 
estadística representa la probabilidad 
de rechazar la hipótesis nula cuando 
es realmente falsa (Hoenig & Heisey 
2001, Thomas & Juanes 1996).

Postulado: Conjetura o una idea nueva 
y/o inexplorada, como una propo-

sición (relación ente un conjunto de 
conceptos).

Precisión: Medida de cuan cerca se halla 
una estimación de su valor esperado.

Probabilidad: La probabilidad es la ca-
racterística de un suceso del que existen 
razones para creer que se realizará. Los 
sucesos tienden a ser una frecuencia 
relativa del número de veces que se 
realiza el experimento

Proceso de selección: Reglas y opera-
ciones mediante las cuales se incluye 
en la muestra algunos miembros de 
la población.

Proporción: Relación en cuanto a mag-
nitud, cantidad o grado, de una cosa 
con otra o de una parte con el todo.

Pruebas no paramétricas: Pruebas 
estadísticas que no se basan en ninguna 
suposición en cuanto a la distribución 
de probabilidad a partir de la que fue-
ron obtenidos los datos.

Pruebas paramétricas: Pruebas que 
suponen una distribución de probabi-
lidad determinada para los datos.

Pseudo-replicación: Condición ex-
perimental en la que dos o más ob-
jetos (datos, unidades de análisis) no 
cumplen con el precepto central de la 
replicación: que las propiedades de los 
objetos (las variables) varíen entre ellos 
de manera aleatoria, con excepción de 
la variable que el investigador quiere 
manipular o estudiar. Una consecuen-
cia de la pseudo replicación es la falta 
de independencia entre las unidades de 
análisis. La otra, es que queda abierta 
la posibilidad de una confusión de 
efectos.

Queratina: Sustancia albuminoidea, 
muy rica en azufre, que constituye 
la parte fundamental de las capas 
más externas de la epidermis de los 
vertebrados.

Quitrídio: Hongo perteneciente a la 
clase Chytridiomycetes. Por asociación, 
se ha empleado este término para 
identificar la especie Batrachochytrium 
dendrobatidis, hongo quitridiomiceto 
patógeno que se aloja en la piel de los 
anfibios, y que en la mayoría de los 
casos puede ocasionarles la muerte.    

Quitridiomicosis: Enfermedad infec-
ciosa que afecta a los anfibios a nivel 
global causada por el hongo quitrídio 
Batrachochytrium dendrobatidis, que 
es capaz de causar muerte esporádica 
en algunos anfibios o causar hasta 
100% de mortalidad en otros. La en-
fermedad se ha implicado como causa 
de mortalidades masivas y extinciones 
de anfibios en los ultimos 15 años, 
pero el origen y el verdadero impacto 
de esta enfermedad en poblaciones de 
anfibios se desconocen y permanecen 
bajo investigación. 

Ranavirus: Es un género de virus per-
teneciente a la familia Iridoviridae, un 
grupo de virus ADN de doble helice. 
Este virus infecta a anfibios, causando 
lesiones sistémicas. 

Registro biológico: Es la observación y 
captura de información de una unidad 
biológica (gen, organismo, ecosistema) 
referida a un lugar y, usualmente, en un 
lapso determinado (Suárez-Mayorga 
et al. 2005b).

Relación entre señal y ruido S/N 
(“signal to noise ratio”): La rela-
ción existente entre señal y ruido en 
una determinada grabación o en el 
ambiente. Respuesta de frecuencias: 
Curva que indica la uniformidad de 
detección de frecuencias de un instru-
mento electrónico dentro de un rango 
de frecuencias.

Replicación: Repetición de una prue-
ba o tratamiento estadístico a fin de 
suministrar una estimación del error 
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experimental y brindar una medición 
más precisa de los efectos del trata-
miento.

Representatividad: Se refiere a la re-
lación que existe entre el conjunto de 
objetos escogido o utilizado para un 
estudio (la muestra) y el universo sobre 
el cual se quieren extraer conclusiones. 
Para que la muestra represente adecua-
damente a la población, los objetos 
deberían ser escogidos de manera 
aleatoria entre todos los componentes 
de la población. Aunque esta situación 
raramente puede ser garantizada en 
situaciones de campo, representa una 
directriz que ayuda a tomar decisiones 
en diseño experimental.

Riqueza: Una de las formas más simples 
de estimar la biodiversidad de un área. 
Se refiere al número de especies halla-
do o estimado, a partir de un esfuerzo 
de búsqueda conocido y una estrategia 
cuantitativa de análisis.

Ruido: Cualquier sonido que interfiera 
con la transmisión y recepción de una 
señal acústica de interés.

Salmuera: Preparación líquida muy sala-
da, empleada para conservar (www.mo-
naca.com.ve/recetas/glosario.asp).

Sesgo: Distorsión en la representativi-
dad de un resultado de una prueba 
estadística, bien en el proceso de 
estimación, bien en la selección  o 
en el examen de la muestra. El sesgo 
es la diferencia entre el valor real y el 
estimado en promedio.

Significativo: Resultado estadístico 
que indica  que la probabilidad de que 
la variación observada entre algunos 
parámetros, que pudiera atribuirse a la 
casualidad, fuera de un 5%. Cuando el 
resultado estadístico indica  que la pro-
babilidad de que la variación observada 
entre algunos parámetros, que pudiera 

atribuirse a la casualidad, fuera menor 
o igual a 1%, se dice que es altamente 
significativo.

Sintipo: Un sintipo es cualquier espé-
cimen citado en el protólogo cuando 
ningún holotipo fue designado, o 
ninguno de los dos o más especímenes 
simultáneamente fue designado como 
tipos (Artículo 9.4. International Code 
of  Botanical Nomenclature) (http://
www.humboldt.org.co/chmcolombia/
servicios/jsp/glosario/ListarTermi-
nos3.jsp?termino=lectotipo&desde=
0&hasta=10).

Tasa de canto/tasa de repetición de 
canto: Número de cantos emitidos por 
unidad de tiempo.

Tasa de muestreo: La cantidad de veces 
que un sistema electrónico muestrea 
puntos por unidad de tiempo dentro 
de una señal acústica.

Taxonomía: La taxonomía es la parte 
de la biología que estudia la clasifi-
cación de los seres vivos, los taxa (o 
taxones).La clasificación actual de los 
seres vivos sigue un criterio jerárquico. 
Del griego taxis (ordenamiento) y 
nomo (norma) (es.wikipedia.org/wiki/
Taxonom%C3%ADa).

Teoría: Conjunto de proposiciones para 
explicar un fenómeno particular.

Transductores: Dispositivos que con-
vierten un tipo de energía (vibrato-
ria/acústica o eléctrica) en otro tipo 
de energía.

Transectas en banda: Método de 
muestreo que consiste en la búsqueda 
minuciosa de organismos a lo largo 
de una senda lineal con un ancho 
predeterminado.

Transectas en línea: Método de mues-
treo que consiste en la búsqueda minu-
ciosa de organismos a lo largo de una 

senda o camino dispuesto linealmente 
a lo largo de un hábitat.

Tremátodo: Sanguijuela.  Cualquier 
gusano plano de la clase Tremato-
da.  Estos parásitos se adhieren al 
huésped con “chupones” externos y 
generalmente necesitan de un caracol 
como huésped intermediario para su 
ciclo de vida. 

Universo: Conjunto o conglomerado 
de individuos, objetos o medidas que 
poseen algunas características obser-
vables en un lugar y en un momento 
determinado. 

Validez interna: Es una propiedad de 
un experimento o estudio que se refiere 
a la relación que existe entre el atributo 
o el proceso biológico que se pretende 
estudiar y las variables que se escogen 
para describirlo.

Valor esperado: En estadística el valor 
esperado o esperanza matemática 
(o simplemente esperanza) de una 
variable aleatoria es la suma de la pro-
babilidad de cada suceso multiplicado 
por su valor.

Valor real: Magnitud real de la variable 
dependiente.

Variable “dummy”: Es una expresión 
que se utiliza para describir el uso de 
una variable categórica transformada 
en un análisis estadístico que original-
mente fue diseñado para operar con 
variables continuas. En un ejemplo 
simple, la variable categórica Sexo pue-
de ser representada por dos variables 
“dummies”, una denominada Macho 
y otra Hembra, cada una de las cuales 
puede tener valores de 0 ó 1, depen-
diendo del atributo que corresponda 
al animal.

Variable categórica: Se refiere a una 
manera de describir los atributos de 
un objeto en la que se le asigna alguna 

de varias condiciones pero no parece 
existir la posibilidad de asignarle condi-
ciones intermedias. Entre las variables 
categóricas frecuentemente utilizadas 
en el contexto que nos interesa están 
Especie, Sexo, Tipo de hábitat y Modo 
reproductivo.

Variable continua: Se refiere a una 
manera de describir los atributos de un 
objeto en la que se le asigna un valor 
cuantitativo que, teóricamente, podría 
expresarse con un número infinito de 
cifras decimales. A manera de ejemplo, 
son variables continuas la Temperatu-
ra, el Peso corporal, la Precipitación 
mensual, y la Edad.

Variable ordinal: Se refiere al caso es-
pecial de variable categórica en el que 
las condiciones que se pueden asignar 
a un objeto tienen un orden único 
que no puede ser intercambiado. El 
uso de las expresiones grande/media-
no/pequeño, alto/medio/bajo para 
describir algún atributo de un objeto 
de manera no cuantitativa representan 
ejemplos clásicos del uso de variables 
ordinales.

Variable: Un elemento de una fórmula, 
proposición o algoritmo que puede 
adquirir o ser sustituido por un valor 
cualquiera. Los valores que una varia-
ble es capaz de recibir pueden estar 
definidos dentro de un rango.

Voucher: Un espécimen empleado 
como registro para identificación o 
para verificar especies (biology.usgs.
gov/s+t/noframe/z999.htm).

Zoospora: Espora provista de cilios 
o flagelos motores, por lo tanto con 
capacidad de movimiento en medio 
acuoso.
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