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“No te creas todo lo que piensas”.  

 

“Hoy es siempre todavía, toda la vida es ahora, y ahora, ahora es el momento de 

cumplir las promesas que nos hicimos: porque ayer no lo hicimos, porque 

mañana es tarde”. 

 

“Esto no es el fin del mundo, pero desde aquí se ve”.  

 

“Tiempos difíciles y oscuros nos aguardan. Pronto deberemos elegir entre lo 

que es correcto y lo que es fácil”. 

 

¡Mientras quede una causa y exista un motivo, mientras no falte aliento, razón, 

ni sentido, ¡mientras quede una gota de sangre en el cuerpo!  

¡Romperemos cadenas, abriremos caminos! 

 

“La fe está donde la pierdes: en las personas”. 

 

“Hic svnt dracones”.  

 

 

A mi familia, la impuesta y la elegida.  

A los jóvenes y las jóvenes que vuelvan a enamorarse de la ciencia y la 

revolución.  
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sido más cizalla que cerrojo. 

A Kuka, te habría dado años de mi vida para que estuvieras aquí conmigo. Por 

mover la cola hasta el final.  

 

Al niño que fui: estoy orgulloso de ti, aún no lo he logrado pero creo que me 

estoy convirtiendo  
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PRÓLOGO PERSONAL 

Crecí con la idea de que “la ciencia podía explicarlo todo”. Cuando esta 

sentencia es negada suele ir encorsetada en contextos absurdos y 

superficiales, atiborrados de emocionalidad y ruido para justificar (en más 

ocasiones de las que deberían ser) un acto individualista. No es en ese estado 

en el que estoy, y pese a eso la niego. 

La ciencia podría quizá explicarlo todo en un contexto tan teórico e hipotético 

que supeditarse a esa afirmación tiene más de religioso que de científico. Y en 

ese marco se encarnan algunas peligrosidades que nunca nadie nos dice, 

quizá la más destacable sea la del sesgo de confirmación: ese proceso mental 

(a menudo inconsciente) que tiene su origen en la falsa relación “tener razón 

es tener éxito” y, presos de un hambre voraz de autoestima, amputamos la 

realidad para hacerla coincidir con lo que nos interesa. Con lo conocido. Con 

nuestra razón.  

No obstante, no es esa peligrosidad de la que quiero hablar. Quiero hablar de 

otra, de la hija macarra y superficial de la anterior. Una más presente. Un 

virus contra el que todo científico y toda científica debería luchar con la 

misma fuerza con la que se entrega a desentrañar los entresijos del 

conocimiento en eso que llamamos “realidad”. Quiero hablar de muros. Unos 

muros que también yo había levantado (y lamentablemente levanto) durante 

todo mi desarrollo y que fueron derruidos en un lento proceso de 

deconstrucción que fácilmente puede situarse a finales del 2016 o principios 

del 2017. Con sus ladrillos hoy trato de construir los puentes que me fueron 

negados. Alguien me aulló una vez que “los instintos no existen en los 

humanos”. Tras ese pecado comenzó mi herejía. 

El problema de la religión es lo difícil que resulta discriminar las partículas 

que la conforman al tratarse de un abstracto colectivo; por eso “la ciencia 

podría explicarlo todo” es un mantra peligroso que fuerza a las personas no 

tan científicas a sentarse y encogerse de hombros esperando que algo se 

resuelva o se solucione por milagrosa intervención, y del mismo modo a las 

personas científicas a internarse en una armadura ególatra, a una mirada en 
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el espejo de nuestro narcisismo marcando músculos tras una jornada de 

deporte. Ahí está el muro. Las religiones dividen a las personas, no obstante 

la fe en algo las une.  

El concepto nunca fue que la ciencia puede explicarlo todo, porque la ciencia 

es un método diseñado por seres humanos (por mucho que sea ese hijo 

prodigioso que trascienda a los mismos). El concepto es que aunque la 

ciencia idealizada y estrictamente teórica pueda explicarlo todo, tamaña 

maestría es una imposibilidad humana, por lo que la frase “La ciencia puede 

explicarlo todo” es intrínsecamente falsa. Diré más. Es dogmática, autoritaria 

y supremacista. Nos puede conducir a unas generalidades tan absolutas que 

sus propias excepciones (en muchos casos las que podrían salvarnos de 

peligros tan impensables como inminentes, y en otros muchos, entidades de 

una dignidad que no computamos desde occidente) serían destruidas. La 

mala generalización de la ciencia conduce a la discriminación y al destierro. A 

la “otredad”.  

Y eso lo empecé a aprender hace media década. Salí de la carrera siendo 

biologicista, luego me fui construyendo biólogo en un eterno gerundio. Antes 

miraba todo desde un prisma autoritariamente biológico, ignorando 

causalidades imposibles y obviando cualquier duda que pusiera en 

entredicho mi lógica. Porque un biologicista es alguien que absorbió como 

identidad algo tan frágil y diminuto como su conocimiento. Algo tan aislado, 

tan pobre, tan residual de la humanidad como lo que individualmente “sabe”. 

Y, malas noticias para ustedes, solo se aprende de forma colectiva.  

Gracias por aparecer en mi vida. Esos muros que levantaba no me protegían 

de la ignorancia, sino del conocimiento. Un conocimiento de la realidad que 

nos hace definirla. Nos duela o no nos duela, la realidad… la realidad es frágil. 

Un día todos estaremos muertos, pero que hermoso sería asumir parte del 

vitalismo de esa información. Impulsarse utilizando las maravillas de la 

ciencia como un bastón, pero no como el caminar en sí mismo. No quería que 

esta tesis fuese un cúmulo de conocimiento más, pues algunos de los 

nombres que en ella aparecen (por su extraordinario trabajo y su absoluta 
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maestría) somos algo más que un puñado de científicos y científicas.  Somos 

humanidad, en toda la modestia de nuestra individualidad y en toda la 

grandeza de nuestra suma.  

Esta tesis es también una firme declaración de intenciones. Una paz enrocada 

y tenaz que es a la vez fuerza imparable y objeto inamovible (por cierto, 

ambas cosas son literalmente lo mismo). Esta tesis, como símbolo, es la 

reconstrucción más que la reconquista de que universidad viene de universo. 

Así que va por vosotros y vosotras, quienes me habéis acompañado haciendo 

universidad desde las aulas hasta los confines del mundo, sentándoos 

muchas veces en torno a una mesa para compartir algo tan sencillo como una 

cerveza.  

Gracias, porque estuve equivocado. Y ahora, más hereje que científico, ahora 

voy a hombros de titanes. Por eso estoy aquí.  

¡Shinzou wo Sasageyo! 

 

Porque fueron, somos.  

Porque somos, serán.  
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INTRODUCCIÓN  

 

Interacción parásito-hospedador 

Ocasionalmente, especies u organismos totalmente distintos forjan 

relaciones íntimas o de dependencia de las cuales obtienen beneficio para su 

desarrollo vital (al menos uno de ellos). A esto se le conoce como simbiosis. 

Un caso particular de simbiosis es el parasitismo, el cual establece una 

estrecha relación biológica entre dos organismos, uno denominado 

hospedador (que recibe o acoge) y otro denominado parásito (que depende 

del hospedador para obtener algún beneficio). Las disciplinas de la 

parasitología y la medicina mantuvieron durante mucho tiempo un 

pensamiento convencional que alegaba que la evolución de cualquier 

relación parásito-hospedador debería acabar en el comensalismo o en la 

extinción del parásito (Toft y Karter, 1990). Sin embargo, esta visión apacible 

de la evolución del parasitismo ha sido sustituida en las últimas décadas por 

nuevas teorías que implican un impacto muy serio de los parásitos sobre las 

poblaciones de hospedadores (Bennett et al., 1993, Merino et al., 2000, Sol et 

al., 2003). Dependiendo de su virulencia, el parásito puede mermar los 

recursos energéticos y disminuir la condición física de sus hospedadores, lo 

cual podría afectar en última instancia a la eficacia biológica (o fitness) de su 

hospedador, ya sea reduciendo su supervivencia o su éxito reproductor 

(Clayton y Moore, 1997; Schmid-Hempel, 2011). En aquellos casos extremos 

en los que la interacción con el parásito tiene una historia evolutiva más 

corta se podría llegar incluso a la extinción del hospedador (van Riper et al., 

1986). Los parásitos se diferencian de los depredadores o los parasitoides en 

que, por su propia idiosincrasia, no acaban directamente con la vida del 

organismo a quien parasita. El parasitismo es el estilo de vida más común 

entre los seres vivos (Price, 1980; Combes, 2005), llegando a ser tal la 

ubicuidad de la acción de parásitos y otros patógenos que se les ha llegado a 

considerar como una de las principales fuerzas selectivas en la evolución de 

las especies (Price et al., 1986; Sheldon y Verhulst, 1996; Morand et al., 

2015). 
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Entender cómo funcionan las interacciones parásito-hospedador es 

fundamental para comprender tanto la co-evolución entre ambos como la 

propia epidemiología de la enfermedad. En esta interacción se establece una 

carrera co-evolutiva basada en la selección mutua y recíproca: el patógeno 

trata de maximizar la explotación del hospedador reduciendo su eficacia 

biológica, mientras que el hospedador, a su vez, trata de disminuir dicha 

pérdida de eficacia (Merino, 2003). Van Valen (1973) propuso la Hipótesis de 

la Reina Roja a fin de explicar la co-evolución entre especies (Clay y Kover, 

1996). Esta hipótesis evolutiva plantea que los organismos deben adaptarse, 

evolucionar y proliferar constantemente para sobrevivir en un entorno 

cambiante y conseguir así una ventaja evolutiva frente a otros organismos. Al 

fin y al cabo, se trata de una carrera armamentística donde el parásito trata 

de mejorar sus habilidades para sobrepasar las defensas del hospedador y 

sacar el máximo partido, al tiempo que el hospedador desarrolla nuevas 

estrategias para hacer frente a la infección. Ambas especies mejoran sus 

destrezas de manera paralela, manteniéndose un statu quo entre ellas. El 

término de la ‘Reina Roja’ está tomado de la novela ‘Alicia a través del espejo’ 

de Lewis Carroll (Castrodeza, 1979), donde la Reina comenta a Alicia que “es 

preciso correr mucho para permanecer en el mismo lugar y para llegar a otro 

hay que correr el doble más rápido”. 

Tradicionalmente, se suponía que los principales determinantes 

bióticos de la estructura de la comunidad animal eran la competencia y la 

depredación; sin embargo, estudios teóricos y experimentales indican que el 

parasitismo también tiene un papel clave a la hora de configurar la estructura 

de comunidades en un ecosistema (Minchella y Scott, 1991). Existe una 

relación directa entre el aumento de la mortalidad de los hospedadores y la 

reducción del tamaño poblacional vinculado a un incremento en la intensidad 

de infección (Holmes y Price, 1986). Otros efectos podrían ser más sutiles. 

Por ejemplo, en el caso de que la variación en la intensidad de la infección y el 

riesgo de mortalidad dependa de la edad o el sexo del hospedador, la 

infección podría no solo provocar cambios en el tamaño de la población, sino 
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que también estaría alterando la propia estructura demográfica del 

hospedador (Holmes y Price, 1986; Minchella y Scott, 1991). De este modo, el 

efecto de los parásitos sobre el tamaño poblacional del hospedador también 

podría conllevar efectos profundos en las interacciones tróficas, las redes 

alimenticias, la competencia, la biodiversidad y las especies clave (Preston y 

Johnson, 2010), lo cual sugiere que los parásitos son componentes integrales 

en la configuración de la estructura de la comunidad y el ecosistema. 

El espectro de efectos que tienen los parásitos sobre los hospedadores 

podría ser tan amplio como la gama de interacciones parásito-hospedador. 

Tal y como hemos comentado, la patología debida a una infección parasitaria 

puede conducir directamente a una reducción de la supervivencia del 

hospedador. Sin embargo, la tasa de mortalidad podría depender de la 

intensidad de infección o la virulencia del parásito en cuestión. El grado de 

virulencia de un parásito dependerá de cómo la morbilidad y mortalidad 

causada al hospedador afecte a sus posibilidades de infectar nuevos 

hospedadores. Este compromiso entre explotación y transmisión está en el 

centro de la teoría de la evolución de la virulencia y transmisibilidad de los 

parásitos, que pretende explicar qué factores determinan la patogenicidad de 

una infección (Bull, 1994; Cordero y Rojo, 2002). En este sentido, el aumento 

de la intensidad de infección derivado de una mayor explotación y la propia 

patogenicidad del parásito podrían determinar la virulencia de una infección 

(Råberg y Stjernman, 2012); aunque esta relación además podría estar 

condicionada por el riesgo de contraer enfermedades oportunistas (Van 

Rooyen et al., 2013). 

Frente a la abundancia y ubicuidad de los parásitos, los hospedadores 

vertebrados han desarrollado una serie de estrategias y barreras defensivas 

con el fin de evitar la infección y minimizar los costes provocados por estos 

patógenos. Estos mecanismos defensivos no funcionan de forma aislada e 

independiente, sino que actúan como partes complementarias de un todo 

integrado. En primer lugar, los animales podrían evitar la entrada de 

parásitos en su organismo mediante mecanismos comportamentales o 

empleando barreras físico-químicas. En este sentido, muchas especies 
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podrían desarrollar distintos comportamientos para evitar la infección, ya 

sea trasladándose a zonas con menor carga de vectores (Atkinson y LaPointe, 

2009), como adoptando conductas de aseo (baños de sol, arena o agua) o 

acicalamiento para eliminar ectoparásitos adheridos a la piel o a las plumas 

(Clayton et al., 2010; Hart, 2011). En el caso de que estas conductas no fueran 

suficientes y los patógenos llegasen a estar en contacto con el hospedador, 

estos cuentan con una primera línea de defensa del sistema inmunitario 

innato que estaría formado por barreras constitutivas de índole físico y 

químico. La entrada de microorganismos a través de estas barreras físicas es 

impedida por el grosor de la piel, la queratinización, el pH, la flora bacteriana 

y estructuras como escamas y plumas (Hart, 2011; Riera Romo et al., 2016). 

Estas barreras físicas se ven complementadas por otras bioquímicas, como 

son las secreciones producidas por las glándulas sudoríparas y las sebáceas 

(Riera Romo et al., 2016). En segundo lugar, si los parásitos llegasen a 

sobrepasar estas barreras constitutivas, el organismo activaría sus defensas 

inmunitarias para contraatacar y evitar la invasión, aunque los parásitos 

podrían tener sus propias estrategias de evasión (Zambrano-Villa et al., 2002; 

Yam y Preiser, 2017). Sin embargo, activar una respuesta inmune es costoso, 

y podría acarrear daños al hospedador (Graham et al., 2005). En base a esta 

inmunopatología se podría determinar si un hospedador adopta una 

estrategia de tolerancia o resistencia en respuesta a la infección parasitaria 

(Muriel, 2020). De este modo, una estrategia de resistencia estará optando 

por limitar la intensidad de infección, mientras que una estrategia de 

tolerancia tiende a minimizar los daños producidos por una parasitemia 

determinada, aunque estos mecanismos estarán controlados por la variación 

genética. En el caso de infecciones crónicas, el hospedador podría mantener 

bajas intensidades de infección a través de mecanismos involucrados tanto 

en la respuesta inmune innata como adquirida (Ots y Hõrak, 1998; Ellis et al., 

2014). El sistema inmune en vertebrados se compone de distintos tipos de 

leucocitos y proteínas, que están directamente involucradas en respuestas 

específicas e inespecíficas (Roitt et al., 1998; Kaiser, 2010). Los leucocitos 

constituyen la base del sistema inmune innato, y su principal función es 

proteger contra patógenos (Campbell y Ellis, 2007). Por otro lado, el sistema 
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inmunitario adquirido es altamente específico y actúa más eficazmente 

contra los hemoparásitos (Masello et al., 2009; Kaiser, 2010). Este sistema 

inmunitario adaptativo implicaría un mayor coste metabólico debido a los 

procesos de memoria inmunológica que permiten una defensa rápida y 

específica contra exposiciones posteriores al mismo patógeno (Masello et al., 

2009; Kaiser, 2010).  

Cuando se evalúa la respuesta inmunitaria del hospedador frente a los 

parásitos, hay que tener en cuenta diversos factores del hospedador que 

podrían estar condicionando la interpretación de nuestros resultados, tales 

como la edad, el sexo o las condiciones ambientales (Hasselquist, 2007). Esto 

se debe a que a medida que los animales envejecen, los cambios en la dieta o 

el comportamiento podrían alterar las tasas de exposición a las etapas 

infecciosas de los parásitos. Además, se ha visto que el sistema inmunitario 

varía a lo largo de la ontogenia o la maduración de los individuos, de modo 

que las respuestas inmunes innatas y adquiridas frente a parásitos también 

podrían variar dependiendo de la categoría de edad considerada (Haynes, 

2020; Muriel et al., 2021). La eficiencia de la respuesta inmune podría verse 

comprometida por mecanismos de inmunosenescencia (Palacios et al., 2011), 

implicando un deterioro o desregularización de las funciones inmunes 

innatas y adaptativas que podría conllevar un descenso de la condición física 

y de la eficacia biológica en los individuos más longevos, aumentando la 

susceptibilidad de infección, y por tanto incrementando la mortalidad 

(Lavoie, 2005; Haynes, 2020). Estos cambios podrían deberse a una 

combinación de envejecimiento celular intrínseco y el impacto del entorno 

senescente en la proliferación y diferenciación en respuesta a la estimulación 

antigénica (Haynes, 2020).  

Tal y como hemos comentado, el grado de susceptibilidad a parásitos 

también podría depender del sexo del hospedador. Por ejemplo, muchos 

estudios han mostrado que las hembras y los machos pueden diferir tanto en 

la respuesta inmune como en la carga de parásitos (ej. Klein, 2004). Este 

sesgo sexual podría radicar en el efecto de las hormonas sexuales sobre el 

funcionamiento del sistema inmunitario (Grossman, 1985), donde la 
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testosterona podría tener un efecto inmunosupresor en los machos, haciendo 

que tengan una mayor carga de parásitos o una menor respuesta inmune que 

las hembras (Folstad y Karter, 1992; Foo et al., 2017). Esta es la base de la 

“Hipótesis del Hándicap de la Inmunocompetencia” (ICHH) (Folstad y Karter, 

1992), que propone que las hormonas sexuales en machos podrían ser 

beneficiosas en cuanto a la producción de rasgos sexuales secundarios (que 

les favorece en la elección de pareja), pero también perjudiciales debido a sus 

efectos inmunosupresores, lo cual destaca la importancia de estos 

ornamentos masculinos como señales honestas de calidad. Más allá de los 

efectos dependientes de la edad y el sexo de los hospedadores, la resistencia 

inmune frente a infecciones podría estar determinada por las condiciones 

ambientales. Es decir, si los compromisos entre reproducción e inmunidad, o 

aquellos entre crecimiento e inmunidad están condicionados por la 

asignación de unos recursos limitados, estos compromisos serán aún más 

grandes cuando las condiciones ambientales sean adversas o estén sometidas 

a una estacionalidad (Christe et al., 2001; Martin et al., 2008). 

A la hora de evaluar la patogenicidad de los parásitos, nos podemos 

encontrar con estudios que defiendan su efecto crucial en los procesos de 

selección al infligir costes al hospedador (revisado en Møller et al., 1990; 

Schmid-Hempel, 2011), o con estudios que les consideren casi inocuos (Toft y 

Karter 1990; Densmore y Green, 2007). Esta controversia radica 

principalmente en poblaciones silvestres que no han sido sometidas a un 

monitoreo continuo, ya que detectar los costes sobre determinados rasgos 

del hospedador podría variar a lo largo del curso de la infección. Por ejemplo, 

durante la fase aguda, aun siendo la más corta, es cuando se produce la 

mayor mortalidad de individuos infectados, ya sea por efecto directo del 

parásito (Atkinson y van Riper, 1991; Valkiūnas, 2005) o por una mayor 

susceptibilidad a la depredación (Møller y Nielsen, 2007). De este modo, los 

individuos que mueren durante la fase aguda de la infección suelen pasar 

desapercibidos al no poder considerarse en los estudios, y en el caso de 

sobrevivir, estos podrían desarrollar una infección crónica en las que los 

parásitos persisten a baja densidad gracias al control del sistema 

inmunológico (Snounou et al., 1989; Ellis et al., 2014). Por tanto, el hecho de 
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que algunos estudios no encuentren efectos negativos de los parásitos en 

animales silvestres, no quiere decir que los parásitos sean inocuos, sino que 

podría ser debido precisamente a que son individuos con infecciones 

crónicas que han llegado a un equilibrio con el sistema inmune del 

hospedador sin que se aprecien patologías (Valkiūnas, 2005). 

 

El papel de los parásitos en la pérdida de biodiversidad  

Tal y como hemos introducido anteriormente, los parásitos juegan un papel 

fundamental en el mantenimiento de los procesos ecológicos ya que, al igual 

que los depredadores, regulan los tamaños poblacionales de las especies a las 

que infectan (Schmid-Hempel, 2011). Esto es debido a los efectos que causan 

sobre los hospedadores (distorsiones en su desarrollo y/o crecimiento, 

modificaciones de la fecundidad y/o tasa reproductiva, cambios 

comportamentales, etc.). En algunos casos, el rol ecológico de los parásitos 

puede tener un papel fundamental en las extinciones, sea actuando como 

principal motor de la misma (tal es el caso de las extinciones de la 

ornitofauna en Hawái a causa de la malaria aviar (Warner, 1968)) o haciendo 

más vulnerables a las poblaciones ante otras posibles alteraciones (tal y 

como ocurrió con el tigre de Tasmania (Thylacinus cynocephalus), que se 

extinguió por una combinación de epidemias parasitarias y la insostenible 

cacería por parte del ser humano (de Castro y Bolker, 2005)). En algunas 

ocasiones, los propios parásitos causan la infección en dos fases, como es el 

caso del demonio de Tasmania (Sarcophilus harrisii), quienes a causa de un 

virus vieron mermadas sus poblaciones, provocando un “cuello de botella” 

que impedía a generaciones futuras disponer de la suficiente variabilidad 

genética (y por ende inmunológica) para hacer frente al propio virus, 

provocándose de esta manera una oleada de extinciones locales (Bostanci, 

2005). 

Adicionalmente, las invasiones biológicas están teniendo un gran auge 

en el mundo interconectado en el que hoy en día vivimos. Los métodos de 

invasión que le permite a una especie tener éxito en un nuevo ecosistema 
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están todavía pobremente estudiados. En este sentido, los parásitos podrían 

desempeñar un papel fundamental en este proceso, sobre todo en el caso de 

los reptiles, donde están ampliamente representados. Numerosas hipótesis 

contribuyen a explicar el éxito de las especies exóticas. Las más debatidas 

incluyen: a) la existencia de un nicho vacío que una especie exótica pueda 

ocupar en el ecosistema utilizando unos recursos no explotados y 

cumpliendo unas funciones en la comunidad distintas a las de las especies 

nativas (hipótesis del nicho vacío) (Elton, 1958; MacArthur, 1970); b) la 

ausencia de enemigos naturales (depredadores, parásitos, enfermedades) en 

el lugar de introducción (hipótesis del escape de enemigos naturales) (Elton, 

1958; Keane y Crawley, 2002); c) una menor resistencia a las invasiones de 

las comunidades con baja riqueza de especies (hipótesis de la resistencia 

biótica) (Elton, 1958; Lonsdale, 1999) que volvería las islas más vulnerables 

a las invasiones (hipótesis de la susceptibilidad de las islas) (Elton, 1958; 

Simberloff, 1995); d) la presencia en el ecosistema de otras especies 

invasoras que facilitaría la supervivencia de nuevas especies introducidas 

(hipótesis del colapso por invasión) (Simberloff y Von Holle, 1999); y e) estar 

dotados de un rasgo biológico de ataque o de defensa novedoso en el 

ecosistema invadido (hipótesis de las nuevas armas) (Callaway y Aschehoug, 

2000; Callaway y Ridenour, 2004). Según esta última hipótesis (Novel 

Weapon Hypothesis), los parásitos que las especies invasoras transportan con 

ellas les serviría como una potente arma para colonizar nuevos ecosistemas. 

Es por esto que, a los animales decomisados por las autoridades, al combatir 

y desmantelar redes de tráfico ilegales de especies, se les debe realizar una 

toma de muestras sanguíneas con el fin de conocer los hemoparásitos que 

portan.   

De este modo, las estructuras tanto de las poblaciones como de las 

comunidades se ven influidas por la presencia de parásitos. Estos, a su vez, 

pueden causar eventos dispares en función del tamaño de la población a la 

que infectan (Price et al., 1988; Poulin y Morand, 1999; Guégan et al., 2005). 

Teniendo en cuenta estos fenómenos ecológicos, podemos minimizar sesgos 

a la hora de monitorear poblaciones de fauna silvestre con la idea de estudiar 

patrones epidemiológicos. Existe literatura que muestra como en las zonas 
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deforestadas de la Amazonía hay una mayor prevalencia y diversidad de 

diferentes parásitos sanguíneos en la fauna silvestre debido, entre otros 

factores sinérgicos, a que el ciclo de reproducción del mosquito se ve 

acelerando ante un aumento de temperatura (Vittor et al., 2009). La 

información que obtenemos de este tipo de estudios es valiosa a la hora de 

tomar medidas preventivas (más rentables que restauradoras) con el fin de 

paliar e incluso evitar grandes declives en la ecología, la salud (tanto humana 

como faunística) y la economía (Cline, 1992) ya que, aunque la mayoría de los 

parásitos estudiados no son zoonóticos, los procesos que afectan a la 

epidemiología silvestre también afectan a muchos aspectos de la 

epidemiología humana. Monitorear la fauna silvestre resulta útil para la toma 

de decisiones porque los sesgos en las poblaciones y comunidades a la hora 

de estudiar la ecología de los parásitos presentan menos sesgos 

antropogénicos (como el acceso diferencial a técnicas sanitarias).  

Hay autores que defienden que el cambio climático no está 

relacionado, al menos indirectamente, con las enfermedades infecciosas 

emergentes. Por ejemplo, según King y Monis (2005) las altas temperaturas 

podrían hacer que, para algunos parásitos, ciertas formas del ciclo parasitario 

fuera del hospedador sobrevivieran menos, lo que provocaría un descenso de 

cualquier enfermedad epidemiológica. Por otro lado, Lafferty (2009) indica 

una mayor diversidad de enfermedades en humanos cuanto menor es su 

latitud, pero no se correlaciona con las variaciones de la temperatura ni 

precipitaciones que caracteriza a este tipo de clima (Guérnier et al., 2004; 

Wolfe et al., 2007). Los mismos autores han comprobado que en aquellas 

zonas de alta latitud y altitud hay menos enfermedades infecciosas 

provocadas por parásitos, y es en este punto donde coinciden en la idea de 

que un aumento global de temperatura podría hacer aparecer nuevas 

enfermedades en los lugares de mayor altitud y latitud (Lafferty, 2009).  

No obstante, no podemos hablar del cambio climático como si fuese un 

componente estanco, sino que debemos hablar del concepto “cambio global”, 

donde no solo se incluye el mencionado cambio climático, también otros 

procesos como la globalización (Anderson et al., 2004). Las enfermedades 
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infecciosas emergentes pueden ser favorecidas por multitud de procesos; por 

ejemplo, se ha comprobado que las estructuras y tamaños poblacionales 

influyen en los patrones epidemiológicos de los parásitos (por ejemplo en los 

casos donde se ha fragmentado el hábitat de algunas poblaciones y el vector 

es incapaz de viajar de una a otra, llegando a un proceso de saturación) 

(Lafferty, 2009; Kennedy y Guégan, 1994; Calvete et al., 2004), pero la 

actividad humana puede suponer un puente entre poblaciones aisladas 

mediante el tráfico de especies (Sollund, 2013), las cuales llevarían en su 

interior la enfermedad a nuevas poblaciones que, aisladas con anterioridad, 

podrían verse afectadas por linajes de parásitos frente a los que no han 

desarrollado defensas por falta de co-evolución (Thorpe et al., 2009). 

 

El papel de los herpetos en las interacciones parásito-hospedador 

El término herpeto se usa para hacer referencia de un grupo de animales 

entre los que se encuentran dos clases taxonómicas, los anfibios y los 

reptiles, de tal forma que, contrario a lo que se podría pensar, la palabra no es 

una designación taxonómica sino una designación arbitraria para dos grupos 

que presentan grandes diferencias en su biología, aunque también comparten 

varias características en común. Los anfibios y reptiles son componentes 

clave de los ecosistemas, ya que son importantes consumidores de insectos y 

se encuentran entre las presas más consumidas por otros grupos de 

vertebrados, como aves, mamíferos y otros reptiles (Cortés-Gómez et al., 

2015). Estos dos grupos biológicos se encuentran amenazados a nivel global, 

debido principalmente a la destrucción o modificación de su hábitat (Wake, 

1991; Böhm et al., 2013). Entre otras características comunes destaca la poca 

literatura científica sobre las descripciones, prevalencias, dinámicas 

ecológicas y efectos de parásitos en reptiles y anfibios si los miramos en 

comparativa con otros grupos de vertebrados como son los mamíferos, las 

aves y los peces (Figura 1); esto ocurre pese a que es el grupo de los herpetos 

el que se considera puede tener mayor diversidad de hemoparásitos (Telford, 

2009). En el campo de la parasitología, estas diferencias se hacen evidentes 

cuando se realiza una simple búsqueda en la base de datos de Web Of Science, 
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y se compara el número de publicaciones científicas en los últimos 40 años 

para cada una de las clases de vertebrados (Figura 1A). Aunque se observa 

un incremento en el número de estudios parasitarios a lo largo del tiempo 

para cada uno de los grupos, tanto el número de publicaciones como la 

pendiente que se traza para las líneas que representan a los herpetos es 

mucho menor que para el resto de vertebrados. En el caso de restringir la 

búsqueda a parásitos sanguíneos en cada clase (Figura 1B), estas diferencias 

se hacen más estrechas, pero sigue siendo evidente que los reptiles, y más 

concretamente los anfibios, son grupos muy poco estudiados que aún 

requieren una gran inversión en investigación, ya que el estudio de su 

biología, ecología, comportamiento, diversidad y, por supuesto, 

epidemiología, podrían ayudar a la conservación y al mantenimiento de los 

ecosistemas (Vitt y Caldwell, 2014). Dentro del grupo de los reptiles se ha 

prestado especial atención al clado de los lacértidos (Maia et al., 2011; 

Kvičerová et al., 2014) y al de los ofidios (Moçoet al., 2002); en cambio, en los 

clados de quelonios y cocodrilos no existe dicha envergadura de 

conocimiento referente a descripciones de parásitos sanguíneos ni al estudio 

de sus efectos (Figura 2), siendo estos datos indispensables para mitigar los 

sesgos en cuando al estudio de aspectos ecológicos en la clase Reptilia.  
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Figura 1. Gráfico de líneas en el que se muestra la tendencia del número de 

publicaciones científicas en la base de datos de Web of Science (WOS) en los 

últimos 40 años en las que aparecen como tema: A) los parásitos por cada 

clase de vertebrado (ej. “fish parasites”, “amphibian parasites”, etc.), o B) los 

parásitos sanguíneos por cada clase de vertebrado (ej. “fish blood parasites”, 

“amphibian blood parasites”, etc.). 
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Figura 2. Gráfico circular 3D que muestra el porcentaje (%) de publicaciones 

científicas registradas en la base de datos de Web of Science (WOS) en las que 

aparecen como tema los parásitos sanguíneos por cada grupo de reptil (ej. 

“lizard blood parasites”, “crocodile blood parasites”, etc.). 

 

Clase Amphibia 

Entre todos los vertebrados, las especies incluidas en la Clase Amphibia son 

las únicas que aún están íntima y vitalmente relacionadas con los hábitats 

acuáticos y terrestres. Cuando las fases larvarias abandonan el medio 

acuático, gracias al desarrollo de las cuatro extremidades y una respiración 

pulmonar, los individuos podrían estar expuestos a nuevas amenazas como 

fluctuaciones climáticas, diferentes depredadores o enfermedades 

parasitarias transmitidas por nuevos vectores (Carroll, 2009). Debido a la 

alta vascularización de su piel (que facilita el intercambio gaseoso) y su 

proximidad a hábitats acuáticos (idóneos para la reproducción de vectores), 

los anfibios podrían albergar una gran variedad de hemoparásitos debido a la 

transmisión por parte de vectores hematófagos (Schmid-Hempel, 2011). De 

un modo general, los hemoparásitos intraeritrocíticos que se han reportado 

en anfibios comprenden especies de los géneros Haemogregarina, 

Lankesterella, Schellackia, Aegyptianella, Plasmodium, y Haemoproteus 
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(Reichenbach-Klinke y Elkan, 1965; Barta y Desser, 1984; Readel y Goldberg, 

2010; Campbell y Ellis, 2007). Haemogregarina spp. y Aegyptianella spp. son 

organismos intraeritrocíticos muy comunes en anfibios que se consideran de 

baja patogenicidad; sin embargo, podrían causar anemia en aquellos 

animales que presentan una intensidad de infección elevada (Campbell y 

Ellis, 2007). Lankesterella y Schellackia no necesitan un invertebrado 

hematófago de forma estricta para su desarrollo, siendo los únicos 

hemococcidios que infectan a los anfibios (Merino et al., 2006; Megía-Palma 

et al., 2013, 2014). Por su parte, las hemogregarinas sí que necesitan de un 

vector hematófago invertebrado de forma estricta, y aunque la mayor 

diversidad se haya descrito en reptiles, estos parásitos también podrían 

infectar a mamíferos, peces y anfibios (Lee et al., 1985, 2000). Además, se han 

detectado otros parásitos intracelulares como virus y bacterias (Davies y 

Johnston, 2000; Davis et al., 2009; Davis y Cecala, 2010). En el caso de los 

virus nos podemos encontrar con los Ranavirus (Iridoviridae), que pueden 

ingresar al torrente sanguíneo a través de la picadura de mosquitos y moscas 

(Speare et al., 1991; Gruia-Gray y Desser, 1992), o con las Rickettsias en el 

caso de las bacterias, que podrían infectar a los anfibios tanto por 

transmisión de vectores como por inhalación o abrasión (Walker, 1996). Los 

parásitos sanguíneos extracelulares que se encuentran en los anfibios 

incluyen tripanosomas y nematodos, aunque, se desconoce en gran medida 

su importancia clínica (Campbell y Ellis, 2007; Readel y Goldberg, 2010). Por 

su parte, los nematodos del orden Filarioidea podrían encontrarse tanto en el 

torrente sanguíneo como en el sistema linfático, o el tejido conectivo 

(Reichenbach-Klinke y Elkan, 1965; Anderson, 2000; Cabagna-Zenklusen et 

al., 2014).  

Los principales vectores que transmiten enfermedades a los anfibios 

son los mosquitos, las sanguijuelas y las garrapatas (Bardsley y Harmsen, 

1973; Desser, 2001). Varios estudios han demostrado que aquellas especies 

de anuros que pasan más tiempo en ambientes acuáticos suelen tener una 

mayor prevalencia de parásitos sanguíneos que los terrestres, lo cual señala a 

las sanguijuelas como un vector clave en la transmisión de infecciones (Barta 

y Desser, 1984; McKenzie, 2007). La prevalencia de parásitos sanguíneos 
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también podría estar determinada por los rasgos fenotípicos de los anfibios. 

De esta manera, se ha visto una relación positiva entre el número de especies 

de parásitos sanguíneos por hospedador y el propio tamaño del hospedador 

(altamente correlacionado con la edad) (Barta y Desser, 1984), lo que podría 

indicar que una exposición más prolongada a vectores hematófagos 

conduciría a una mayor transmisión de diferentes especies de 

hemoparásitos. Del mismo modo, Davis et al., (2009) encontraron que las 

bacterias intracelulares del orden Rickettsiales no afectaban a las 

salamandras al azar, sino que los ejemplares más grandes estaban más 

infectados que los más pequeños, lo que sugiere que los individuos de mayor 

tamaño podrían ser más susceptibles a los vectores hematófagos.  

Los anfibios son el grupo de vertebrados más amenazado (Stuart et al., 

2004), donde la enfermedad, junto a otros factores como la destrucción del 

hábitat, la contaminación y el cambio climático, está cataloga como una de las 

principales causas de declive a gran escala de su diversidad (Beebee y 

Griffiths, 2005). Se sabe que los anfibios albergan una gran diversidad de 

parásitos (Mitchell, 2007), lo que podría afectar la historia de vida y la 

eficacia biológica de las especies que los alberguen (revisado en Møller et al., 

1990). Sin embargo, muchos estudios no han logrado encontrar efectos 

negativos de los parásitos sanguíneos en sus hospedadores anfibios y, por lo 

tanto, algunos hemoparásitos, como los hemoflagelados, se han considerado 

no patógenos (Densmore y Green, 2007). Del mismo modo, otros estudios 

que comparan individuos sanos con individuos infectados por microfilarias, 

Trypanosoma sp, Hepatozoon o Lankesterella en varias especies de anuros 

tampoco encontraron síntomas clínicos de la infección (Aisen et al., 2015; 

Sailasuta et al., 2011), aunque cuando se realizó un análisis más profundo a 

través del examen patológico de los órganos viscerales de las ranas 

infectadas reveló que Hepatozoon y Lankesterella produjeron lesiones 

inflamatorias en el hígado y el bazo de estos especímenes de ranas, mientras 

que la infección por Trypanosoma no mostró lesiones patológicas (Sailasuta 

et al., 2011). Por lo tanto, la demostración de los efectos de los parásitos 

podría requerir un enfoque empírico, donde la manipulación experimental de 

las cargas de parásitos sanguíneos naturales pueda revelar sus efectos 
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perjudiciales (Keymer y Read, 1991; Knowles et al., 2010; Merino et al., 

2000). 

En el contexto de la conservación de los anfibios, la quitridiomicosis es 

una de las enfermedades más conocidas y letales (Readel y Goldberg, 2010); 

sin embargo, los anfibios pueden albergar muchos otros parásitos que 

podrían comprometer su supervivencia. De esta forma, se han descrito 

hemoparásitos intraeritrocíticos y extracelulares que van desde protozoos 

(Davies y Johnston, 2000; Acosta et al., 2013) hasta nematodos (Baker, 2008; 

D'Bastiani et al., 2018), así como infecciones bacterianas o virales (Davies y 

Johnston, 2000; Davis et al., 2009). Por lo tanto, el estudio y el conocimiento 

de estos parásitos sanguíneos no sólo sería crucial para poder llevar a cabo 

una conservación exitosa de los anfibios, sino que además nos permitiría 

entender la conexión estas enfermedades transmitidas por vectores y otros 

factores clave como el cambio climático y las prácticas locales de uso del 

suelo (Patz y Olson, 2006; Olson et al., 2010). Una revisión actualizada de los 

estudios y el conocimiento que tenemos sobre estos parásitos sanguíneos es 

fundamental, ya que podría contribuir al éxito de las medidas de 

conservación de este grupo tan vulnerable. 

 

Clase Reptilia 

Los reptiles se encuentran entre el grupo más diverso de animales que 

habitan en casi todos los continentes y ambientes. Son uno de los grupos más 

antiguos de animales vivos, teniendo sus ancestros en los dinosaurios que 

colonizaron la tierra durante el período Carbonífero, hace unos 300 millones 

de años (Shaw, 2018). Sin embargo, un número relativamente bajo de 

especies sobrevivió a los eventos de extinción masiva durante el período 

Cretácico-Paleógeno (hace unos 65 millones de años), extendiéndose por casi 

todos los biotopos de la Tierra y adaptándose cada vez más a la vida en tierra 

firme (Mohabey y Samant, 2019). Esta clase de animales incluye alrededor de 

1200 géneros, y se han descrito más de 10000 especies, principalmente 

dentro del grupo Squamata (10417 especies de lagartos, serpientes y 
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anfisbenios), Testudines (351 especies de tortugas y galápagos), Crocodylia 

(24 especies) y Rhynchocephalia (1 especie de tuatara) (Uetz et al., 2019). 

Los reptiles generalmente tienen rangos de distribución más estrechos que 

otros vertebrados como aves y mamíferos (Anderson y Marcus, 1992). Esta 

combinación de requisitos, de rango reducido y nicho estrecho, a menudo 

hace que los reptiles sean más susceptibles a los procesos de amenaza 

antropogénica y, por lo tanto, sea un grupo en el que hay que invertir en 

conservación. Por otro lado, también se ha propuesto que la disminución de 

reptiles es muy similar, en lo que respecta a la amplitud taxonómica, alcance 

geográfico y gravedad, a la observada actualmente en anfibios (Gibbons et al., 

2000). La disminución de reptiles se ha atribuido a la pérdida y degradación 

del hábitat, así como al comercio insostenible, las especies invasoras, la 

contaminación, el cambio climático, y por supuesto, las enfermedades (Cox y 

Temple, 2009, Gibbons et al., 2000, Todd et al., 2010). Entre los patógenos 

que inducen enfermedades a los reptiles, los parásitos sanguíneos están 

entre los más comunes (Ewers, 1968; Telford, 1993; Mihalca et al., 2008; 

Cook et al., 2010). No solo se ha registrado la presencia de parásitos 

apicomplejos (Apicomplexa: Eucoccidiorida) en reptiles, incluyendo 

coccidios, hemosporidios (Plasmodium y Haemoproteus) y piroplasmas 

(Babesia) (Tenter y Schnieder, 2006; O’Donoghue, 2017; Figura 3), sino que 

también son frecuentes las infecciones extracelulares por tripanosomas y 

filarias (Hull y Camin, 1960; Mutschmann, 2002; Sloboda et al., 2007; 

McKenzie y Starks, 2008). Los tripanosomas se encuentran tanto en reptiles 

terrestres como acuáticos, estando particularmente bien estudiados en 

tortugas acuáticas (Pienaar, 1962). Sin embargo, en el caso de los reptiles, 

haremos más hincapié en los coccidios (Apicomplexa: Eucoccidiorida), y más 

concretamente en el género Hepatozoon (Figura 4), por ser el más común en 

todas las especies de reptiles. 
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Figura 3. Características clave de los cinco conjuntos de hemoprotozoos más 

representativos encontrados en reptiles (esquema extraído de O’Donoghue, 

2017). 

El orden Eucoccidiorida está constituido por dos subórdenes: 

Eimeriorina y Adeleorina. Los grupos de hospedadores que infectan estos 

parásitos son muy diversos, e incluso aquellos con ciclos de vida indirectos o 

heteroxenos (el parásito requiere procesos de multiplicación y/o 

diferenciación en varios tipos de hospedadores) los hospedadores 

intermedios podrían ser tanto vertebrados como invertebrados. Los 

parásitos dentro de Eimeriorina pertenecen a los géneros Isospora, Eimeria, 

Caryospora, Cyclospora, Schellackia, Lankesterella y Sarcocystis, todos ellos 

encontrados en reptiles. Los parásitos dentro de estos géneros muestran 

diferentes formas de infección y poseen una diversidad elevada. Por ejemplo, 

se han descrito más de 300 especies de coccidios estrictamente intestinales 

infectando a lagartos en todo el mundo (Duszynski et al., 2008). Los géneros 

Eimeria, Isospora, Caryospora y Cyclospora, poseen un ciclo intestinal estricto 

y experimentan todo su ciclo de vida en el reptil, sin necesitar la intervención 

de ningún vector (Barnard y Upton, 1994; Upton, 2000). La característica 

común entre todos estos géneros de parásitos es el desarrollo de una 

estructura dura de resistencia (oocisto) que contiene ocho formas infecciosas 
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del parásito (esporozoitos) (Duszynski y Wilber, 1997; Ghimire, 2010). 

Además de los parásitos dentro de Eimeriorina con ooquistes exógenos, los 

parásitos de los géneros Schellackia y Lankesterella desarrollaron ciclos de 

vida heteroxenos teniendo un hospedador paraténico con un papel crucial en 

la transmisión del parásito. Los parásitos de los géneros Schellackia y 

Lankesterella atravesarían todo su ciclo de vida en el reptil permaneciendo 

como estadios latentes (hipnozoitos) en los tejidos del transmisor 

hematófago (generalmente un ácaro, un mosquito o una sanguijuela) hasta 

que este último fuese ingerido por el próximo hospedador (Upton, 2000; 

Telford, 2008). Después de la maduración de los esporozoitos, estos se 

liberan en el torrente sanguíneo de los capilares periféricos del hospedador 

vertebrado, donde una vez que penetran en los eritrocitos (o leucocitos) 

permanecen inactivos hasta que un artrópodo o sanguijuela chupa sangre y 

lo ingiere. En ese momento, el esporozoito entra en el epitelio del 

hospedador paraténico y permanece allí inactivo.  

Por otro lado, los parásitos de reptiles que pertenecen al suborden 

Adeleorina se clasifican en tres géneros: Hepatozoon (Figura 4), Karyolysus y 

Haemogregarina. Sin embargo, en base a las recomendaciones de Siddall 

(1995), las especies de Haemogregarina spp que infectan a los reptiles 

deberían ser reclasificadas en el género Hepatozoon (Smith, 1996). Estos 

parásitos pasan parte de su ciclo en el tejido intestinal del hospedador, pero 

necesitarían de un vector para infectar a un segundo reptil hospedador 

(Telford, 2008). En particular, los parásitos dentro de estos géneros 

experimentan la reproducción asexual (esquizogonía o merogonía) en el 

hospedador vertebrado y la reproducción sexual (gametogonía) y la 

esporogonía posterior en el vector (posiblemente un ácaro, un mosquito o 

alguna especie de garrapata) (Figura 5) (Smith, 1996; Haklová-Kočíková et 

al., 2014). Sin embargo, podría ser posible que el reptil en cuestión no sea el 

hospedador definitivo. Un estudio reciente realizado por Tomé et al. (2013) 

encontró evidencias que sugieren que las lagartijas y las ranas podrían ser 

hospedadores intermedios de las especies de Hepatozoon que infectan 

serpientes como hospedadores vertebrados definitivos (Smith, 1996; Telford, 

2008). En los géneros heteroxenos de Adeleorina, en oposición a los géneros 
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heteroxenos de Eimeriorina, la esporogonía generalmente tiene lugar en las 

células epiteliales del hospedador y del vector invertebrado (Upton, 2000). 

Los géneros Hepatozoon, Haemogregarina, Hemolivia y Karyolysus, que se 

encuentran en reptiles de todo el mundo, poseen el mayor número de 

especies dentro del suborden Adeleorina. No obstante, es probable que las 

especies de Adeleorina que parasitan a los invertebrados sean el grupo más 

abundante dentro de este suborden, aunque la mayoría de estas especies 

permanecen sin describir (Upton, 2000). 

 

 

 Figura 4. A: Eritrocito de Boa constrictor, B: Núcleo de eritrocito, C: Gamonte 

de Hepatozoon spp. Imagen tomada de Zuluaga y Monroy (2007). 
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Figura 5. Diagrama de representación del ciclo de vida de Hepatozoon con las 

tres fases características: esquizogonia en el hospedador vertebrado, 

mientras que la gametogonia y la esporogonia que tienen lugar en el vector. 

Imagen adaptada de Mehlhorn (2008).  

En el caso de Hapatozoon se han descrito tres formas de transmisión 

al hospedador vertebrado: 1) ingestión de los vectores (Faggioni et al., 2016); 

2) por la picadura del vector hematófago (sanguijuela o un artrópodo), como 

ocurre en el caso de Hepatozoon aegypti, que es transmitido a la culebra 

diademada (Spalerosophis diadema) por medio de Culex pipiens; y 3) 

mediante la ingestión de un huésped intermedio, como es el caso de 

Hepatozoon sipedon, que para infectar a serpientes acuáticas utiliza a ranas 

infectadas que han desarrollado quistes hepáticos (Telford et al., 2001; 

O’Dwyer et al., 2013). Se ha observado la presencia de este parásito 

intracelular en muchos grupos de reptiles, siendo el parásito más frecuente 

en especies como la serpiente de cascabel (Smith, 1996), la serpiente de 

cascabel austral (O’Dwyer et al., 2013), o la pitón real (Sloboda et al., 2007). 



Sección I 

46 
 

En los últimos años ha aumentado el número de especies descubiertas de 

este parásito, así como la variedad de especies de reptiles que pueden 

hospedarlos. Aunque el número de publicaciones es aceptable, en el caso de 

estudios que relacionan las infecciones por Hepatozoon con ofidios o 

lacértidos, existe un gran desconocimiento sobre la diversidad y efectos de 

estos parásitos en otros grupos de reptiles como son los quelonios y los 

cocodrilos (ver equivalencia en Figura 2). En un sentido amplio, deberían 

estudiarse de forma exhaustiva las comunidades de parásitos en distintos 

grupos taxonómicos con el fin de entender las historias evolutivas de 

diferentes comunidades y acercarse de esta manera a mejorar el estudio de 

las dinámicas de la biodiversidad (Poulin, 1999). 

En reptiles, estos géneros de parásitos con estadios hemáticos suelen 

infectar eritrocitos en sangre periférica, y raramente a leucocitos (Harris et 

al., 2012; Maia et al., 2012; Martínez-Silvestre y Arribas, 2015). Aunque los 

efectos negativos de la infección por hemogregarinas son bien conocidos en 

mamíferos (Baneth et al., 2003; Marchetti et al., 2009), la prevalencia y los 

efectos de tales infecciones en reptiles no son concluyentes, mostrando 

efectos severos (Amo et al., 2004; Madsen y Ujvari, 2006), o poco o nada 

patogénicos (Caudell et al., 2002; Amo et al., 2005). La infección por coccidios 

del suborden Adeleorina en reptiles se había relacionado con síntomas 

fisiológicos y conductuales. De este modo, los efectos negativos oscilan desde 

disminuciones dramáticas en la eficiencia de sus procesos metabólicos hasta 

la reducción de la capacidad reproductiva, pasando por enfermedades como 

el raquitismo, la anemia o el enanismo (Martínez-Silvestre y Arribas, 2015). 

Por ejemplo, en lagartijas pertenecientes a diferentes familias taxonómicas y 

de diferentes partes del mundo se ha descrito una disminución en la 

concentración de hemoglobina (Oppliger et al., 1996), un aumento del 

número de glóbulos rojos inmaduros (Martínez-Silvestre y Arribas, 2015), un 

aumento del consumo de oxígeno en reposo, una reducción de la velocidad 

locomotora (Schall, 1986; Oppliger et al., 1996), y un aumento del esfuerzo 

reproductivo (Sorci et al., 1996). Además, la infección con este tipo de 

coccidios podría afectar a la expresión de los caracteres sexuales (Martín et 

al., 2008; Molnár et al., 2013) y alterar el comportamiento de huida en 
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lagartijas (Garrido et al., 2014). Sin embargo, las relaciones entre estos 

parásitos sanguíneos en reptiles y la respuesta fenotípica medida en los 

hospedadores no siempre han sido evidentes (García-Ramírez et al., 2005; 

Damas-Moreira et al., 2014). 

 

Importancia de los parásitos en los mecanismos de comunicación visual 

En el reino animal, los ornamentos con coloraciones llamativas suelen 

funcionar como señales honestas de calidad, lo que indica una mejor 

condición física o capacidad para resistir parásitos (Hamilton y Zuk, 1982). 

La coloración de los reptiles se produce por la acumulación de diferentes 

pigmentos (de forma principal, carotenoides, melaninas, pterinas, 

psicofluvinas y flavonoides) en unas células especializadas llamadas 

cromatóforos (Grether et al., 2004). Muchos de los ornamentos consisten en 

marcas pigmentadas de color amarillo, naranja o rojo, que son producidas 

por la acumulación de carotenoides en el tegumento del animal. Los 

carotenoides son pigmentos de naturaleza lipídica que los animales no 

pueden sintetizar por sí mismos, por lo que su mayor o menor ingesta podría 

condicionar la expresión de los ornamentos (Fox, 1976; Olson y Owens, 

1998). Los trabajos pioneros de John Endler en guppis Poecilia reticulata 

(Endler, 1983) y de Geoffrey E. Hill en el camachuelo mejicano Carpodacus 

mexicanus (Hill, 1990) pusieron de manifiesto el potencial de estas 

coloraciones ornamentales como señales de calidad individual. Las señales 

basadas en pigmentos carotenoides se encuentran entre los criterios más 

comunes en los mecanismos de elección de pareja (Hill y McGraw, 2006). Sin 

embargo, el hecho de que los carotenoides también tengan otras funciones 

fisiológicas beneficiosas, siendo inmunoestimulantes y antioxidantes (Møller 

et al., 2000), podría hacer que se dé un compromiso entre las funciones de 

auto mantenimiento frente a la expresión de ornamentos, lo cual confiere 

más honestidad a estas señales (Faivre et al., 2003). Por tanto, estas señales 

basadas en carotenoides podrían ser particularmente sensibles a los 

parásitos (Lozano, 1994), aunque la evidencia experimental sigue siendo 

limitada (Hill y McGraw, 2006). Dado que la cantidad de estos antioxidantes 
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es limitada, podría ocurrir un compromiso entre la producción de defensas 

anti-patógenos y la formación de ornamentos coloreados, donde la inversión 

en antioxidantes para neutralizar el efecto negativo de los parásitos 

repercutiría negativamente en la cantidad de pigmentos disponibles para la 

coloración y, por tanto, presentan una coloración más apagada (Pérez-

Rodríguez, 2009). Los carotenoides que se utilicen para tal fin son destruidos, 

por lo que no podrían reutilizarse en los mecanismos de pigmentación de 

ornamentos (Halliwell, 1999). Por ejemplo, los coccidios pueden reducir 

directamente la absorción de carotenoides (Hõrak et al., 2004), y los cestodos 

pueden influir negativamente en la señalización de carotenoides (Figuerola 

et al., 2005). En el caso de los reptiles se ha visto que ejemplares de lagarto 

verde (Lacerta viridis) con alta carga de garrapatas (Ixodes ricinus), las 

hembras exhibían una coloración del pecho más saturada, con lo que podrían 

evitar interacciones altamente aeróbicas como el cortejo y el apareamiento, 

que requieren una gran cantidad de energía (Václav et al., 2007). Del mismo 

modo, individuos de lagarto verde (L. viridis) parasitados por garrapatas (I. 

ricinus; Václav et al., 2007), e individuos de lagartija roquera (Podarcis 

muralis) infectados con hemogregarinas (familia Haemogregorinidae; Martín 

et al., 2008) exhibían una coloración de garganta menos saturada, sugiriendo 

que los recursos antioxidantes fueron asignados a otros procesos fisiológicos 

como la inmunidad, a expensas de procesos asociados con la coloración 

reproductiva que ayudaría a atraer a las hembras (Václav et al., 2007). 

Estudios realizados en quelonios en la última década han demostrado que las 

manchas de colores en la piel y las rayas de la cabeza pueden estar 

vinculadas con la calidad individual, lo que sugiere que la coloración podría 

evolucionar bajo presiones de selección sexual en tortugas Testudo hermanni 

(Galleotti et al., 2011) y galápagos Trachemys scripta (Polo-Cavia et al., 2013). 

Mientras algunos estudios realizados en machos de reptiles también han 

encontrado una relación negativa entre la infección por parásitos y el nivel de 

expresión de ornamentos basados en carotenos (Megía-Palma et al., 2016a, 

2018; Llanos-Garrido et al., 2017), otros estudios han encontrado que los 

machos parasitados podrían presentar coloraciones más intensas (Ressel y 

Schall, 1989; Megía-Palma et al., 2016a, 2016b). Esta disparidad entre 
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estudios hace que no se tenga tan claro el efecto de los parásitos sobre la 

coloración de caracteres sexuales secundarios en reptiles, y que por tanto se 

requieran muchos más estudios experimentales y observacionales que 

comprueben esta hipótesis. 

El polimorfismo de color intraespecífico basado en melanina está muy 

extendido entre los vertebrados y juega un papel crucial en la competencia 

social, la selección sexual, las interacciones presa-depredador y la 

termorregulación (Hoffman y Blouin, 2000; Clusella-Trullas et al., 2007). En 

este caso, los vertebrados son capaces de formar este pigmento (colores 

negros, marrones y grises) a partir de minerales incorporados en la dieta, 

pero la acumulación en exceso de dichos minerales supone la formación de 

un componente tóxico en el individuo. Por ello son almacenados en los 

melanóforos (cromatóforos centrados en el almacenamiento de melanina), 

aislándolos de esa manera del resto del organismo. Desde el punto de vista de 

la comunicación intraespecífica, este mecanismo da una información honesta 

doble. La primera es el forrajeo, ya que es un individuo capaz de encontrar 

alimentos ricos en estos minerales; y la segunda es su propia fisiología, ya 

que debe ser capaz de transportar las sustancias potencialmente tóxicas 

hacia los melanóforos (McGraw, 2003). La melanogénesis depende de los 

niveles de glutatión en el organismo, teniendo que ser bajos para la correcta 

formación de la melanina (Matsuki et al., 2008). Esto supone controversias 

entre estudios, ya que los niveles de glutatión bajan cuando el individuo se 

encuentra en un estado de estrés oxidativo (Galván y Alonso-Álvarez, 2008, 

2009), lo cual, por lado hace pensar que existe relación entre las melaninas 

de los ornamentos y una buena condición corporal (Møller et al., 1996; Veiga 

y Puerta, 1996; Poiani et al., 2000), pero por otro lado aún no se ha 

encontrado relación alguna entre el estado de salud, la presencia de parásitos 

y/o debilitación del sistema inmune con los niveles de melanina (McGraw y 

Hill, 2000). Los colores basados en melanina, a nivel etológico, son utilizados 

con generalidad para señalizar dominancia y/o agresividad. Un ejemplo es el 

caso de las aves, donde de forma habitual los ornamentos basados en 

melanina tienen una función dual: por un lado en selección intersexual al 

contribuir a la selección de pareja, y por otro en selección intrasexual como 



Sección I 

50 
 

un reflejo del estatus social, la dominancia y/o la capacidad de lucha entre 

individuos (McGraw y Hill, 2000; Senar, 2006; Ducrest et al., 2008); también 

hay ejemplos de estas relaciones en tortugas, como es el caso del estudio 

realizado por Mafli et al (2011) en Testudo hermanni, o los casos en el 

galápago de florida (Trachemys scripta) y en la tortuga de vientre rojo 

(Pseudemys nelsoni) estudiados por Lardie (1983) y Kramer (1986), 

respectivamente. En el caso de ejemplares de lagarto verdinegro (Lacerta 

schreiberi), se ha visto que la variación interindividual en la coloración de los 

machos podría estar relacionada con algunos rasgos, como el tamaño 

corporal, la condición corporal y la respuesta inmune que pueden ser 

importantes para la elección de pareja (Martín y López, 2009). De manera 

similar, en la lagartija espinosa rayada (Sceloporus virgatus), diferentes 

componentes de la ornamentación del color, como el área y el croma, pueden 

reflejar diferentes aspectos de la calidad fenotípica de la hembra y su 

descendencia, lo que podría interpretarse como una señal dependiente de la 

condición para posibles parejas (Weiss et al., 2011). En el caso de los 

quelonios, al ser animales ectotermos, los colores oscuros basados en 

melanina presentan una función termorreguladora (Clusella-Trullas et al., 

2007). Los tegumentos con este tipo de cromatóforo no solo se calientan más 

rápido, sino que tienen una mayor protección contra la radiación ultravioleta 

(Porter y Norris, 1969).  
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OBJETIVOS 

 

El principal objetivo de la tesis es aumentar el cuerpo de conocimiento 

existente sobre la prevalencia, diversidad y efectos de los diferentes tipos de 

infección por parásitos sanguíneos en reptiles (Capítulos I, II y III) y anfibios 

(Capítulo IV), dos de los grupos de vertebrados a los que menos atención se 

les ha prestado en esta línea pese a tener más diversidad que cualquiera de 

los otros. Dentro de los reptiles, analizaremos los efectos de la infección por 

Hepatozoon en dos de los grupos de reptiles que menor atención han 

recibido: los quelonios (Capítulos I y II) y cocodrilianos (Capítulo III). 

 Consecuentemente a este precepto, esta tesis hace un especial énfasis 

en la diagnosis de infección de hemoparásitos empleando metodología 

molecular, completando la descripción tradicional por microscopía, para 

definir el tipo de hemoparásito al que nos referimos, así como la relación 

entre diferentes medidas de la fitness como la condición corporal (Capítulo I, 

II y III), la coloración (Capítulo II), el hematocrito, la respuesta inmune y el 

tipo de infección (atendiendo a si es simple o mixta) (Capítulo I).  

Sobre esta base de conocimiento nos centraremos en diferentes 

análisis que tendrán que ver con la ecología evolutiva desde el punto de vista 

de la relación parásito-hospedador. En el Capítulo II pormenorizaremos la 

relación entre la infección por parte de Hepatozoon y dos medidas de fitness 

como son la condición corporal y la coloración. En el Capítulo III, centrado 

en dos especies de cocodrilos, estudiaremos la relación entre la infección por 

parte de Hepatozoon y la condición corporal, además estudiaremos otras 

variables que influyen en dicha relación como son la localización y la edad.  

Por último, en el Capítulo IV nos centraremos en una revisión 

bibliográfica sobre el cuerpo de conocimiento referente a los hemoparásitos 

de los anfibios, con la finalidad de aunar diversos conceptos y organizarlos en 

una descripción concisa que atiende a su historia vital, ecología y estatus de 

conservación medioambiental con el fin de estudiar las respuestas al cambio 
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ecológico y disminuir los sesgos en la elaboración de futuros estudios y 

medidas de protección ambiental. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

Modelos de estudio 

Tal y como hemos resaltado en la introducción, la mayor parte de las 

publicaciones científicas que se han llevado a cabo para comprender las 

relaciones entre parásitos y hospedadores vertebrados han usado a los 

mamíferos, las aves o los peces como modelos de estudio. Sin embargo, 

nosotros nos basaremos en el grupo de los herpetos (reptiles y anfibios) para 

llevar a cabo los objetivos de esta tesis doctoral y así cubrir, en cierta medida, 

el gran vacío de información que existe acerca del efecto de los parásitos 

sanguíneos en estos grupos taxonómicos, resaltando el papel de los quelonios 

y los cocodrilos (que, dentro de los reptiles, son los grupos menos 

estudiados). De este modo, nuestros modelos de estudio fueron: 

 

Capítulo I 

➢ Galápago leproso (Mauremys leprosa, Schweiger 1812) (Figura 6): es 

un quelonio semiacuático de la familia Geoemydidae, común en los 

ríos y pantanos del sur de España y el norte de África. La longitud del 

espaldar en los adultos suele oscilar entre los 18 y los 22 cm, siendo 

las hembras ligeramente más voluminosas que los machos. Al alcanzar 

esta talla, en condiciones normales, suelen pesar entre 800 y 1000 g. 

Esta especie de quelonio es carnívora, alimentándose de pequeños 

animales invertebrados en su mayoría (grillos, lombrices y caracoles) 

(Pleguezuelos, 2002).  
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Figura 6. Bisbal-Chinesta, J. P. Fotografía de ejemplar de galápago leproso. 

Imagen recuperada de: 

https://www.paleoherpetologia.com/2018/06/Mauremys-leprosa-

galapago-leproso.html 

 

Capítulo II 

➢ Tortuga de patas amarillas (Chelonoidis denticulata, Linnaeus 1776) 

(Figura 7): es un quelonio terrestre autóctono de los bosques 

tropicales de varios países de Latinoamérica (Colombia, Venezuela, 

Guayanas, Trinidad y Tobago, Brasil, Ecuador, Perú, y Bolivia). La 

mayoría de los individuos tienen una longitud del espaldar que oscila 

en torno a los 45 cm. Su alimentación es omnívora, siendo compuesta 

habitualmente de frutas, hortalizas y tubérculos junto con el consumo 

de algunos pequeños invertebrados como moluscos y anélidos 

(Pritchard y Trebbau, 1984). 

https://www.paleoherpetologia.com/2018/06/Mauremys-leprosa-galapago-leproso.html
https://www.paleoherpetologia.com/2018/06/Mauremys-leprosa-galapago-leproso.html
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Figura 7. Guadarrama, F. Fotografía de ejemplar de tortuga de patas 

amarillas. Recuperado de: 

 https://www.pinterest.es/pin/758575130988686755/ 

 

 

➢ Tortuga de patas rojas (Chelonoidis carbonaria, Spix, 1824) (Figura 8): 

es una especie de quelonio terrestre nativa de las sabanas y bosques, 

desde Panamá hasta las Guayanas, Brasil, Paraguay (pasando 

naturalmente por Perú). En Venezuela y Colombia es conocida como 

morrocoy sabanera (o simplemente morrocoy). Es popular como 

mascota. Su caparazón oscila en torno a los 35 cm de largo. Su 

alimentación se compone de frutas, verduras, raíces y carroña (Oriá, 

et al., 2015).  

 

https://www.pinterest.es/pin/758575130988686755/
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Figura 8. David, J. Fotografía de ejemplar de tortuga de patas rojas. 

Recuperado de https://www.everythingreptiles.com/red-footed-tortoise/ 

 

 

➢ Taricaya (Podocnemis unifilis, Troschel, 1848) (Figura 9): es una 

tortuga acuática con un marcado dimorfismo sexual (alcanzando los 

machos un promedio de 40 cm de caparazón y las hembras el doble de 

este tamaño). Los individuos de esta especie presentan una 

alimentación omnívora que, no obstante, acaba tornándose más 

herbívora a medida que el individuo envejece (Rueda-Almonacid et al., 

2007).  

https://www.everythingreptiles.com/red-footed-tortoise/
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Figura 9. DiStasio, C. Fotografía de ejemplar juvenil de taricaya. Recuperado 

de https://inhabitat.com/peru-is-releasing-half-a-million-baby-turtles-to-

save-species-from-extinction/peru-baby-yellow-spotted-amazon-river-

turtles/ 

 

Capítulo III 

➢ Caimán de anteojos (Caiman crocodilus, Linnaeus, 1758) (Figura 10): 

es una especie de saurópsido (reptil) cocodriliano carnívoro que, una 

vez adulto, alcanza tallas de entre 1.8 m y 2.5 m en el caso de los 

machos y en torno a 1.5 m en el caso de las hembras. Aunque esta 

especie de reptil es propia de Centroamérica tiene una gran 

representación en las zonas de aguas tranquilas (como pantanos y 

ciénagas) del noroeste de Sudamérica (Medem, 1981).  

 

https://inhabitat.com/peru-is-releasing-half-a-million-baby-turtles-to-save-species-from-extinction/peru-baby-yellow-spotted-amazon-river-turtles/
https://inhabitat.com/peru-is-releasing-half-a-million-baby-turtles-to-save-species-from-extinction/peru-baby-yellow-spotted-amazon-river-turtles/
https://inhabitat.com/peru-is-releasing-half-a-million-baby-turtles-to-save-species-from-extinction/peru-baby-yellow-spotted-amazon-river-turtles/
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Figura 10. Nijenhuis, P. (2010). Fotografía de ejemplar de caimán de 

anteojos. Recuperado de: 

  http://www.flickr.com/photos/59446027@N00/5257935151 

 

➢ Cocodrilo americano o de río (Crocodylus acutus, Cuvier, 1807) 

(Figura 11): este cocodrilo recibe diferentes nombres dependiendo de 

la región como lagarto real o lagarto amarillo, así mismo en Venezuela 

recibe el nombre de cocodrilo del Pacífico y en Perú el de cocodrilo de 

Tumbes. Estos individuos alcanzan unas tallas máximas de seis metros 

independientemente del sexo (siendo el segundo cocodrilo más 

grande del continente americano en su totalidad) y su distribución 

comprende desde Florida, algunas islas del Mar Caribe y zonas 

costeras del golfo de México (incluyendo la península de Yucatán), 

hasta ríos de la costa caribeña de Honduras, Nicaragua, Costa Rica, 

Panamá, Colombia y Venezuela; asimismo, a lo largo de la costa del 

Pacífico, desde México (de Sinaloa a Chiapas) hasta el norte de Perú 

(Ernst et al., 1999). 

http://www.flickr.com/photos/59446027@N00/5257935151
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Figura 11. Yakovlev, A. Fotografía de ejemplar de cocodrilo americano. 

Recuperado de  https://www.pinterest.es/pin/682295412271402173/ 

 

Capítulo IV 

➢ Anfibios (clase Amphibia) (Figura 12): Esta revisión bibliográfica se 

centra en la subclase Lissamphibia, que contiene todos los 

especímenes vivos, agrupados en tres órdenes modernos: Anura o 

Salientia (Figura 12B) - el grupo de sapos, ranas y ranas arborícolas; 

Urodela o Caudata (Figura 12C) - grupo de tritones y salamandras; y 

Gymnophiona o Apoda (Figura 12A) - grupo de Cecilia, o anfibios sin 

extremidades, que son animales tropicales menos conocidos (Frost et 

al., 2006; Carroll, 2009). 

https://www.pinterest.es/pin/682295412271402173/
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Figura 12. Wetto, M (2020). Fotografía de ejemplares de los tres órdenes de 

anfibios: Gymnophiona o Apoda (A), Anura o Salientia (B) y Urodela o 

Caudata (C). Recuperado de https://www.lifeder.com/clases-de-anfibios/ 

 

Áreas de estudio  

El área de estudio varió en función de los objetivos de cada capítulo, 

muestreando ecosistemas pertenecientes tanto a la Península Ibérica como a 

la Amazonía peruana, a excepción del último capítulo en el que se hizo una 

revisión a escala global: 

Capítulo I 

El muestreo de ejemplares de galápago leproso (M. leprosa) se realizó en dos 

localizaciones de la provincia de Badajoz, España: 

➢ Finca privada "La Asesera, cerca de Olivenza (a 27 km de la ciudad de 

Badajoz), que está dotada de un ecosistema tradicional extremeño de 

bosque de dehesa – robledal con algunos reductos de bosque 

mediterráneo poco alterado. La finca posee varias charcas de tamaño 

mediano adaptadas para consumo del ganado presente en la finca: 

cerdo ibérico y vacuno berrendo. Coordenadas geográficas: 

38°39'16"N, 7°13'14"O.  

 

➢ Finca privada Cabeza Rubia, situada cerca de la localidad de Alconchel, 

a unos 45 km dirección suroeste de la ciudad de Badajoz. El 

ecosistema es el similar al de la población de La Asesera, el cual 

https://www.lifeder.com/clases-de-anfibios/
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también cuenta con varias charcas de tamaño mediano. Las 

coordenadas geográficas: 38°27'35"N, 7° 4'55"O.  

 

Capítulo II y III  

Los muestreos de quelonios y cocodrilos que se llevaron a cabo en estos 

capítulos se realizaron en cinco centros de recuperación de fauna 

pertenecientes a distintas localidades de la Amazonía Peruana, donde los 

ejemplares fueron donados por la Autoridad Regional Ambiental (ARA) de la 

región de San Martín (Perú): 

 

➢ Centro Urku, en las inmediaciones de la ciudad de Tarapoto 

(6°16’25”S, 76°12’38”W), de donde se tomaron datos y muestras de C. 

carbonaria y C. denticulata. Los ejemplares estaban separados en 

diferentes corrales de piedra en función de su especie, ambos con una 

superficie de 10 m2 donde contaban con diferentes refugios para 

esconderse.  

➢ Centro Chullachaqui, se encuentra a 15.5 km del centro de la ciudad 

de Tarapoto, en el camino de Yurimaguas (6°27’49”S, 76°19’3”W), de 

donde se tomaron datos y muestras de ejemplares de P. unifilis y C. 

denticulata. Los ejemplares de este centro se encontraban alojados en 

diferentes corrales de madera con una superficie de 6 m2 cada uno. 

Las tortugas terrestres (C. denticulata) contaban con una piscina de 

poca profundidad, así como de un techado que cubría una porción del 

corral, ambos con el fin de crear un gradiente de temperatura en el 

que los individuos podían moverse. En el caso de las tortugas 

acuáticas (P. unifilis) la piscina tenía una mayor profundidad para 

permitir la sumersión.  

➢ Centro de Selva Viva, situado a 11.6 km del centro de Tarapoto 

(6°26’54”S, 76°28’19”W). Aquí se realizó la toma de datos y muestras 

de C. crocodilus, P. unifilis y C. denticulata. Los individuos de C. 

denticulata se encontraban en un corral de 7 m2, donde disponían de 

un techado para la proyección de sombra en una zona fría y una 

piscina superficial donde alojarse sin sumergirse del todo, mientras 



Sección I 

62 
 

que los ejemplares de P. unifilis se encontraban en una piscina de las 

mismas dimensiones (7 m2) donde poder sumergirse hasta la 

profundidad de un metro. Estas piscinas contaban con diversas islas 

construidas con rocas.   

➢ Centro CREA, en la carretera de Iquitos-Nauta km 13.8, San Juan 

(3°53’0”S, 73°21’4”W). Aquí se realizó la toma de datos P. unifilis (en 

piscinas que medían 2 m de ancho y 3 m de largo, con una 

profundidad de agua de 80 cm y diferentes islas construidas con 

rocas), C. denticulata (en un amplio corral de 10 m2), y C. crocodilus 

(en otro corral de 10 m2, pero con una piscina de 50 cm de 

profundidad que ocupaba un tercio del corral).  

➢ Centro de acuicultura Tuna Carranza (3°30’36”S, 80°23’46”W), 

donde se muestrearon los 68 ejemplares de C. acutus. Se trata de un 

criadero experimental de C. acutus con fines de repoblación 

perteneciente al Fondo Nacional de Desarrollo Pesquero (FONDEPES), 

que se encuentra ubicado en el distrito y provincia de Tumbes en la 

Región Tumbes. Los ejemplares se hallaban separados por edades en 

recintos de dimensiones de 15 m de largo y 12 m de ancho, y cada 

corral tenía una piscina central de 1 m de profundidad para permitir 

el baño.  

 

Determinación del sexo 

En el caso de los quelonios la determinación del sexo se realizó utilizando 

características biológicas de cada especie, teniendo en cuenta que pueden 

variar dependiendo de la población; por ejemplo, los adultos de tortugas 

terrestres (C. denticulata y C. carbonaria) presentan dimorfismo sexual. En el 

caso de C. carbonaria el sexo fue determinado mediante el tamaño (los 

machos son más grandes que las hembras) y la forma del caparazón (Ernst y 

Leuteritz, 1999). En C. denticulata la determinación del sexo fue más 

ambiguo, ya que no hay tanta diferencia en tamaño, si bien es verdad que hay 

una tendencia a que los machos sean de mayor tamaño (Ernst y Leuteritz, 

1999; Stevenson et al., 2008). El dimorfismo reside sobre todo en la forma 
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del caparazón, donde los machos tienen un caparazón más alargado para 

facilitar largos desplazamientos a través de la selva mientras que el 

caparazón de las hembras es más redondeado para acomodar los huevos 

durante el embarazo (Stevenson et al., 2008). En ambas especies se puede 

comprobar que los machos poseen el plastrón cóncavo, mientras que en las 

hembras es plano (Ernst y Leuteritz, 1999). En el caso de las tortugas 

acuáticas (P. unifilis y M. leprosa) la determinación del sexo se realizó 

mediante la posición de la cloaca con respecto a la base de la cola, donde la 

distancia pre-cloacal es mayor en machos que en hembras (White y Murphy, 

1973).  En el caso de los cocodrilos (tanto de las especies de C. crocodilus 

como C. acutus) el sexo de los ejemplares se determinó explorando la cloaca 

mediante tacto digital o usando un rinoscopio para separar los bordes de la 

misma y comprobar los genitales mediante el palpado digital (Webb et al., 

1984; Ziegler y Olbort, 2007). 

 

Medición de caracteres biométricos 

Con el objetivo de estimar el efecto de los parásitos sobre la eficacia biológica 

(tanto a nivel de supervivencia como de éxito reproductor) en nuestras 

especies de estudio, calculamos un índice de condición física y coloración, 

parámetros que están positivamente relacionados con la eficacia biológica. 

Cada individuo fue marcado individualmente para evitar replicas, y los datos 

fueron recogidos en hojas estandarizadas. En el caso de los quelonios el 

marcaje se llevó a cabo mediante el código individualizado propuesto por 

primera vez por Cagle (1939) y adaptado posteriormente por Keller (1997). 

En el caso del marcaje de cocodrilos se realizaron unas pequeñas hendiduras 

con una sierra en el borde de las placas dorsales de la cola, utilizando como 

referencia el código de marcaje individualizado propuesto por Bolton (1994). 

Las medidas biométricas que se tomaron fueron diferentes para galápagos, 

tortugas peruanas y para cocodrilianos. 
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Condición Corporal 

Galápagos 

➢ Longitud del espaldar: Para la toma de esta medida se utilizó una 

cinta métrica flexible de 1 mm de precisión, ya que debido a la curva 

del caparazón la cinta debía pasar por el punto más alto del mismo. Se 

midió la longitud de la línea recta que pasa por el punto más alto 

desde la placa nucal hasta las placas supracaudales.  

➢ Masa corporal: Se utilizó una balanza de resorte Pesola con precisión 

de 1 gramo. 

➢ Condición corporal (ICC): Estimación de la condición física o estado 

nutricional de los individuos gracias a la obtención del índice de masa 

corporal (Bonnet y Naulleau, 1994; Green, 2001). Se calculó como el 

resultado de la regresión entre el logaritmo del peso y el logaritmo de 

la longitud del caparazón (Polo-Cavia et al., 2010). 

 

Tortugas de la Amazonía Peruana 

➢ Talla (o tamaño):  Para cada individuo de cada especie, se midieron 

seis caracteres morfológicos: la longitud y el ancho del caparazón o 

espaldar, la longitud y el ancho superior e inferior del plastrón, y la 

altura del caparazón. Para ello, se consideró la distancia máxima que 

delimitaba el contorno del animal para cada segmento considerado 

empleando una cinta métrica flexible de 1 mm de precisión. Por 

ejemplo, para la longitud del caparazón o espaldar se midió la longitud 

de la línea recta que pasa por el punto más alto del caparazón (debido 

a su curvatura) desde la placa nucal hasta las placas supracaudales. 

Dado que las medidas morfológicas del caparazón y el plastrón 

estaban altamente intercorrelacionadas, utilizamos un análisis de 

componentes principales para reducir estas seis medidas a un solo 

componente de tamaño estructural o 'talla'. 

➢ Masa corporal. Se utilizó una balanza de resorte Pesola con precisión 

de 1 gramo. 
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➢ Condición corporal (ICC). A partir de las medidas de talla y peso se 

estimó para cada especie y sexo el 'índice de condición corporal' (ICC), 

calculándose como los residuos de la regresión entre el peso y el 

componente de tamaño estructural (Schulte-Hostedde et al., 2005; 

Plot et al., 2013). Este ICC es una estimación de la condición física o 

estado nutricional de los individuos (Bonnet y Naulleau, 1994; Green, 

2001). 

 

Cocodrilianos 

➢ Longitud total: desde el vértice de la mandíbula hasta el final de la 

cola, utilizando una cinta métrica de precisión 1 mm. 

➢ Masa corporal: mediante el uso de una balanza digital con precisión 

de 10 gramos. 

➢ Condición corporal (ICC): para el cálculo de este índice se utilizó el 

denominado Factor de Condición Corporal de Fulton o Índice de 

Fulton (K) (Ricker, 1975; Barão-Nóbrega et al., 2018). 

 

Colorimetría 

Las medidas de coloración se obtuvieron mediante la utilización de un 

espectrómetro Ocean Optics USB2000+ con una fuente de luz DT-1000- 

Deuterio-Halógeno (Ocean Optics, Inc., Dunedin, FL) para medir las 

propiedades reflectantes de los parches coloreados. Este aparato da una 

medida dentro del rango del espectro visible, ultravioleta e infrarrojo 

cercano. Se obtuvieron valores de reflectancia dentro del espectro UV-visible 

(300-700 nm). Para excluir la luz ambiental y estandarizar la distancia de 

medición, se montó un cono cilíndrico de plástico en la sonda bifurcada de 

fibra óptica (Doucet et al., 2006). La sonda se mantuvo en un ángulo de 90° y 

a 5 mm de la superficie de la piel, y la reflectancia fue medida siempre por la 

misma persona. Medimos la coloración en un punto de cada tortuga: el punto 

medio de la escama central del brazo (cinco mediciones en cada posición, 
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izquierda y derecha). Las mediciones de la derecha y de la izquierda fueron 

altamente repetibles en los puntos (repetibilidad = 0.934). La reflectancia (R) 

se calculó en relación con un estándar blanco (WS-1-SS) con el software 

OceanView64 (Ocean Optics, Inc.). La reflectancia media se resumió en pasos 

de 5 nm (Grill y Rush, 2000) antes del análisis estadístico utilizando el 

software CLR v.1.05 (Rosengrave et al., 2008). Una vez recogidas las 

mediciones necesarias, las tortugas fueron devueltas a sus ubicaciones 

originarias en buen estado de salud. 

 

Procesamiento de datos de coloración 

Para procesar los datos de la coloración y poder analizarlos de forma 

estadística, se realizó un análisis de componentes principales (PCA) a modo 

de tratamiento inicial de los datos con el fin de reducir el número de 

variables de color estudiadas. El PCA transformó un gran número de 

variables correlacionadas (81 variables correspondientes a los valores de 

reflectancia desde 300 a 700 nm en intervalos de 5 nm) en tres variables 

ortogonales (los componentes principales), facilitando los procedimientos 

estadísticos posteriores. Las tres variables de color fueron: PC1 (brillo), PC2 

(saturación en las longitudes de ondas largas del espectro visible) y PC3 

(saturación en las longitudes de ondas cortas del espectro visible). No 

obstante, los valores de estas tres variables ortogonales requieren de una 

interpretación en base a los Factor loadings (correlación entre la variable 

ortogonal en concreto y las variables reales correspondientes) que puede 

entenderse mediante la siguiente gráfica (Figura 13). 
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Figura 13. Gráfica de ejemplo de “Factor loadings” 

En la Figura 13 puede observarse un patrón habitual en los estudios 

de esta tesis. El factor 1 representa la correlación de la variable ortogonal 

PC1 con respecto a las 81 variables normales, y suele manifestarse de una 

forma basal; por esto habitualmente unos valores de PC1 negativos significan 

un mayor brillo, ya que se acercan al máximo (Factor1) representado en la 

gráfica. Se adivinan también los factores 2 y 3, los cuales representan unos 

valores más oscilantes dependiendo del valor de longitud de onda que 

estemos observando (Cuthill et al., 1999; Grill y Rush, 2000). 

Cada grupo de individuos (en nuestro caso separados por especies) 

generan su propia gráfica de Factor loadings correlacionando cada una de las 

variables ortogonales (PC1, PC2 y PC3) citadas anteriormente con las 81 

variables del mismo conjunto de datos (los saltos de 5 nm desde la longitud 

de onda 300 nm hasta la longitud de onda de 700 nm). 

 

Toma de muestras sanguíneas 

A cada ejemplar se le tomó una muestra de sangre (aproximadamente 50 μl) 

mediante una punción en la vena coccígea, ubicada en el seno caudal de la 

base de la cola. Para ello se emplearon jeringuillas de plástico de 1 o 5 ml con 

agujas desechables heparinizadas con un calibre variable, desde 27G hasta 



Sección I 

68 
 

21G, en función de las dimensiones del individuo (Zhang, 2011). Se 

emplearon agujas y jeringuillas diferentes para cada individuo, con el fin de 

evitar la contaminación de las muestras, así como la transmisión de 

patógenos de individuos infectados a sanos. Antes de la toma de muestra se 

limpió la zona de punción con etanol al 96%. En el caso de los cocodrilianos 

la forma más efectiva de acceder a esta vena es mediante la sujeción de la 

cola con el animal inmovilizado y la mandíbula asegurada mediante cinta 

aislante, y la introducción de la aguja en la zona media dorsal con un ángulo 

de 45° apuntando a las vértebras coxígeas a través de la junta entre las 

escamas (Figura 14A). En el caso de los quelonios se inmovilizaban mediante 

el uso de una toalla que se anudaba tapando los orificios del caparazón por 

donde asoman la cabeza y las extremidades, dejando libre la cola con el fin de 

acceder al mismo lugar (las vértebras coxígeas) (Figura 14B). En ambos 

casos, una vez que se toca una vértebra, se mueve cuidadosamente la jeringa 

y, si es necesario, se retira lentamente la aguja con el fin de llegar a la vena. 

Una vez realizada la extracción se presionó la zona de punción con un 

algodón hasta comprobar que no sangraba. Todos los ejemplares fueron 

devueltos a su lugar de captura en perfectas condiciones en un tiempo 

inferior a 10 minutos, y controlados por el personal de cada centro en los 

días posteriores a la toma de muestra, no registrándose ninguna alteración 

en su estado. La sangre recogida se almacenó en un tubo eppendorf con 500 

µl de SET buffer (0.015 M NaCl, 0.05 M Tris, 0.001 M EDTA, pH 8.0) 

(Sambrook et al., 1989) a temperatura ambiente para análisis moleculares 

posteriores. 
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Figura 14. Fotografías de ejemplares de C. crocodilus (A) y C. denticulata (B) 

a los que se les está tomando una muestra de sangre de la vena coccígea.  

 

Análisis moleculares 

Extracción de ADN 

Para poder realizar estudios de prevalencia y de evaluación de los efectos de 

la infección fue necesario detectar y caracterizar los géneros de los parásitos 

sanguíneos presentes en las tortugas amazónicas y para ello se usaron 

técnicas moleculares. Primero se extrajo el ADN genómico de las muestras de 

sangre recogidas utilizando en el laboratorio el método estandarizado de 

fenol-cloroformo descrito por Sambrook y Russell (2001). Aplicando esta 

metodología, las muestras de sangre fueron previamente digeridas con 13 μl 

de dodecil sulfato sódico (SDS) al 20% y 7.5 μl (20 mg/ml) de Proteinasa K 

durante toda la noche a 56°C. A la mañana siguiente, se añadieron 500 μl de 

fenol y 50 μl de NaCl a cada muestra, y se dejaron a temperatura ambiente 

durante un periodo de 40 a 60 minutos. Posteriormente, las muestras se 

centrifugaron a 11,000 rpm durante 15 minutos y se extrajo el sobrenadante, 

añadiéndolo a 500 μl de isamil-alcohol. Las muestras resultantes fueron 

nuevamente centrifugadas a 11,000 rpm durante 15 minutos, y el 

sobrenadante fue extraído de cada una de ellas. A continuación, se añadieron 

2 volúmenes de etanol absoluto y se mantuvieron a -20°C durante una hora. 

Seguidamente, se centrifugaron las muestras a 11,000 rpm durante 10 

minutos y se extrajo el sobrenadante, dejándose secar las muestras al aire 

durante toda la noche. Por último, se añadieron 100 μl de Tris-EDTA 1xTE 

para disolver las muestras de ADN. 

 

Dilución y Cuantificación de ADN 

Una vez extraído el ADN, se procedió a la cuantificación del mismo mediante 

un espectrofotómetro (modelo BioMate 3S) a 260 nm. Una vez cuantificada 
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cada muestra se diluyó hasta alcanzar los 25 ng/μl, concentración óptima 

para amplificar el ADN mediante la PCR. 

 

Detección molecular por PCR 

El ADN diluido se amplificó utilizando la técnica de PCR anidada. Los 

cebadores (primers) utilizados en cada una de las fases dependen del objeto 

de estudio y queda especificado en sus respectivos capítulos. Se realizaron 25 

ciclos, cada uno de los cuales consistió en 30 segundos a 90° para 

desnaturalizar el ADN, otros 30 segundos a 50° para alinearlos, y 2 minutos a 

72° para la extensión. Este proceso se realizó en el modelo de termociclador 

SimpliAmp Thermal Cycler, de Life Technologies. Posteriormente se realizó 

una segunda PCR, con 2 μl del producto amplificado de la primera PCR como 

molde para amplificar de forma más específica la secuencia que nos 

permitirá detectar la presencia de linajes de parásitos apicomplejos. Las 

condiciones de temperatura, tiempo y medio de incubación se mantuvieron 

en esta segunda PCR, pero se realizaron 35 ciclos en lugar de 25. Para 

verificar que el proceso de la PCR fue correcto se colocó 1 control negativo 

cada 8 muestras y 2 controles positivos cada 42 muestras. 

 

Electroforesis y revelado del gel 

Para evaluar la amplificación del ADN se corrieron 2.5 μl del producto de la 

PCR final en un gel de agarosa al 2%. En el gel de agarosa se agregaron 6 μl de 

ladder por cada línea de pocillos. El gel de electroforesis fue revelado en un 

documentador de geles BioRad GelDoc™XR. 

 

Procesamiento bibliográfico 

Para la elaboración del Capítulo IV en su totalidad y de diversas partes de los 

Capítulos I, II y III, como es la introducción y la discusión, se ha realizado 

una revisión sistemática de capítulos de libros, así como de revisiones y 
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artículos publicados en revistas científicas dedicados al estudio de los 

parásitos sanguíneos en reptiles y anfibios desde una perspectiva 

taxonómica, ecológica y fisiológica, con la intención de tener una visión global 

y actualizada de la diversidad y los tipos de hemoparásitos en herpetos. El 

grueso de esta revisión bibliográfica se ha llevado a cabo en base a la 

búsqueda de artículos relevantes sobre el tema en bases de datos como 

ScienceDirect y Web of Science, utilizando las palabras clave “blood parasites 

of amphibians” y “blood parasites of reptiles” para obtener una visión previa y 

general del tema. Se ha utilizado Google Académico y la extensión Kopernio 

para la búsqueda y descarga de los artículos en formato PDF, y poder trabajar 

sobre ellos con más facilidad. Tras la ordenación y asimilación de la 

información recabada, se procedió a realizar otra búsqueda en las bases de 

datos anteriormente citadas, de una manera más completa y detallada pero 

esta vez introduciendo otras palabras clave más específicas sobre nuestra 

área de interés, tales como “Hepatozoon” “Trypanosoma”, “Haemogregarina”, 

“Lankesterella”, “Babesiasoma”, “Thrombocytozoons”, “microfilariae”, 

“haemosporidian parasites”, “pathogenic infections”, “insect vectors of 

diseases” o “leech vector of diseases” (todas seguidas de “in amphibians”, “in 

reptiles”, “in turtles”, “in terrapins”, “in tortoises” o “in crocodilians”). 

También se realizó una búsqueda directa de algunas de las referencias más 

relevantes a partir de la bibliografía de los artículos científicos o libros que se 

fueron consultando a lo largo del proceso de revisión. 

 Tras realizar un cribado de la información disponible en la red 

mediante las palabras clave, el número de publicaciones a consultar era 

desmesurado, y se corría el riesgo incluir artículos de escasa relevancia. Por 

eso, dentro de otros criterios de inclusión o exclusión de artículos se ha 

intentado recopilar aquellos que están publicados en revistas con un mayor 

índice de impacto (que suelen situarse en cuartiles más altos), los que tienen 

un mayor número de citas, o simplemente aquellos que, sin la necesidad de 

ser muy conocidos, sí que contienen cierta información que interesa resaltar 

en base al apartado en el que se encuentre. Los índices de impacto son un 

instrumento para comparar y evaluar la importancia relativa de una revista 

determinada dentro de un mismo campo científico en función del promedio 



Sección I 

72 
 

de citas que reciben los artículos publicados por ella durante un periodo 

determinado. El más conocido de estos índices es el Factor de Impacto (FI), y 

se calcula teniendo en cuenta el número de citas recibidas en un año concreto 

de artículos publicados en los dos años anteriores y se divide por el total de 

artículos publicados en esos dos años. De este modo, los artículos publicados 

en revistas que tengan un FI más alto podrían considerarse de mayor calidad 

y tener una mayor repercusión. Con el fin de guardar, organizar y referenciar 

toda la información recabada, se ha utilizado Mendeley como gestor 

bibliográfico, ya que tiene grandes prestaciones, es gratuito y fácil de usar. 

 A continuación, se detallan algunas de las características más 

relevantes de las distintas herramientas utilizadas a la hora de elaborar este 

capítulo: 

1) Web of Science (WOS) es una plataforma de información científica basada 

en tecnología web que recoge las referencias de las principales publicaciones 

científicas de cualquier disciplina del conocimiento. Es propiedad de la 

empresa Clarivate Analytics y la licencia nacional de esta plataforma es 

gestionada por FECYT (Fundación Española para la Ciencia y la Tecnología). 

La UEx es una institución federada en esta plataforma, por lo que hay acceso 

gratuito a ella. Recoge información desde 1900 hasta la actualidad, siendo un 

servicio en línea que permite acceder a referencias bibliográficas y citas de 

publicaciones periódicas publicadas en revistas que son evaluadas desde el 

punto de vista formal, editorial y de contenido, pudiendo ser incluidas o 

excluidas en WOS en cualquier momento. Te permite la búsqueda a partir de 

la introducción de palabras (pudiendo introducir varias) en el criterio que 

desees, por ejemplo, en función del tema, título o autor, aunque realmente 

posee opciones para búsquedas más concretas como el uso de operadores 

booleanos (ej. AND, OR y NOT). Una vez realizas la búsqueda puedes ordenar 

los resultados por fecha, relevancia o el número de veces que se han citado, 

entre otros, siendo este último el criterio más utilizado. Cuando el documento 

es seleccionado te aparece información acerca de dónde y cuándo fue 

publicado, resumen y la información del autor. Si está disponible, bien 

porque sea gratuito por la editorial o porque la UEx esté suscrita a ella, te 
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permite visualizar el texto completo. La extensión Kopernio aparece como 

una ventana emergente cuando hemos seleccionado el documento y así 

podernos descargar el archivo en formato PDF (ver en el siguiente punto). 

2) Kopernio es una herramienta que permite de forma rápida y legal 

descargar en formato PDF los artículos o publicaciones de revistas ubicados 

en repositorios y bases de datos abiertas a los que están suscritos 

determinados centros de investigación o universidades, como es el caso de 

WOS para aquellas revistas a las que está suscrita la UEx. Realmente se trata 

de una extensión para el navegador que lanzó una plataforma independiente, 

pero actualmente pertenece a la multinacional Clarivate Analytics. En caso de 

que nuestra institución no tenga acceso al contenido solicitado, Kopernio 

buscará de forma predeterminada en base a la siguiente jerarquía de fuentes: 

historial del usuario, editores de acceso abierto y contenido de terceros (ej. 

Google Scholar), aunque este orden se puede personalizar. Kopernio también 

se puede usar fuera del Campus por el servicio proxy que ofrece la biblioteca. 

3) ScienceDirect es la plataforma líder de estudios académicos revisados por 

pares de la editorial Elsevier. Es una base de datos digital de información 

científica y especializada que ofrece acceso a revistas científicas Elsevier que 

incluyen artículos de áreas científicas, tecnológicas y médicas. A través de 

esta plataforma tenemos acceso directo al texto completo de los artículos de 

las revistas suscritas por la institución desde la que accedamos, en cambio, 

los artículos de revistas no suscritas son accesibles mediante el pago por 

artículo. Te permite realizar búsquedas de documentos en función de 

palabras clave, nombre del autor, título de revista, volumen, número del 

ejemplar o páginas; en esta tesis se utilizó en función de palabras clave. 

También existe la opción de refinar la búsqueda, en función de años, tipo de 

artículo o título de la publicación, y ordenarla por relevancia o fecha. Una vez 

realizada la búsqueda elegimos los documentos y pudimos visualizarlos 

online y descargarlos en formato PDF. La Universidad de Extremadura está 

suscrita también a esta base de datos, por lo que nos ha permitido utilizarla 

de una manera gratuita. Tanto ScienceDirect como WOS han podido ser 

usados desde casa ya que la biblioteca ofrece un servicio proxy. 
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4) Google Académico es el buscador de Google de carácter gratuito que 

permite localizar documentos de carácter académico y científico. Permite 

buscar documentos académicos (completos o no), resúmenes y citas en 

diversas fuentes al mismo tiempo. Es una herramienta fácil de utilizar. 

Simplemente, en la barra de buscador hay que introducir las palabras clave, y 

te aparece una lista de resultados que pueden ordenarse en base a relevancia, 

fecha o idioma. Los resultados obtenidos en la búsqueda nos proporcionan 

información acerca del tipo de documento o recurso, del número de veces 

que ha sido citado, artículos relacionados y las diferentes versiones que 

posee el documento. También te permite guardar los resultados en una 

biblioteca y te da la opción de visualizar como se citaría en diferentes 

formatos, aunque para este capítulo se utilizó el formato APA. 

5) Mendeley es un gestor bibliográfico que combina una aplicación local y un 

uso en la Web, de tal manera que, si está sincronizado, se puede consultar 

información desde otros dispositivos. Por un lado, la aplicación local permite 

añadir documentos que se van almacenando en una librería. Estos 

documentos pueden ordenarse por autor, título, año de publicación, título de 

revista o fecha en la que se ha añadido. Cada documento, si ha sido guardado 

a partir de su descarga, puede abrirse en la propia aplicación; aun así, de cada 

documento se puede consultar de una manera rápida y sencilla el nombre de 

los autores, datos de la revista (tales como el título, el año de publicación, el 

volumen y las páginas donde se encuentra el documento) y el resumen, entre 

otros. En el caso de detectar errores o información incompleta, estos datos 

pueden modificarse manualmente o automáticamente mediante una 

verificación online. Este gestor te permite seleccionar el estilo de diferentes 

revistas a la hora de citar e insertar la bibliografía. Por ejemplo, en el 

Capítulo IV (así como en el resto de secciones que conforman esta tesis) se 

ha utilizado el estilo de Parasitology, ya que esta revista se ajusta a las reglas 

establecidas por la Universidad de Extremadura a la hora de depositar y 

evaluar Tesis Doctorales.  Por otro lado, mediante el uso de “Mendeley Web 

Importer”, se puede añadir una extensión del gestor a la barra de 

herramientas de Google Chrome, lo cual te permite ir guardando cada 

referencia consultada en la aplicación sin tener que entrar en ella. Una vez 
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hemos guardado el documento de forma online, se sincroniza los documentos 

guardados en la aplicación, y verificamos manual o automáticamente que la 

información guardada es la correcta. Por último, al tiempo que se iba 

redactando los distintos párrafos de los capítulos, se fue utilizando la pestaña 

de “Referencias” en Microsoft Word para ir referenciando en el estilo de la 

revista Parasitology, lo cual facilita la posterior inserción de bibliografía. Las 

referencias se insertan en el texto seleccionando la opción de “Insert Citation” 

y escribiendo el título o autor y fecha, seleccionando el artículo que nos 

interesa. Una vez finalizado el trabajo, nos situamos con el cursor en el 

apartado de Bibliografía, y se procede a seleccionar “Insert Bibliography”, 

insertándose de manera automática toda la bibliografía utilizada en formato 

APA y según el estilo de Parasitology. 

Para información adicional sobre tutoriales, guías y manuales de recursos 

electrónicos se puede acceder al Servicio de Bibliotecas de la Universidad de 

Extremadura mediante el siguiente enlace:  

http://biblioguias.unex.es/acceso_biblioguias 
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RESUMEN 

 

Las haemogregarinas y los haemosporidios son parásitos sanguíneos que 

pueden causar serios daños a sus hospedadores. Estos parásitos han sido 

identificados en casi todos los grupos de vertebrados; sin embargo, se sabe 

muy poco sobre la biodiversidad de estos parásitos en algunos grupos de 

reptiles como las tortugas de agua dulce. Además, la información sobre la 

virulencia de las infecciones mixtas de parásitos sanguíneos en los reptiles es 

escasa. Con este objetivo, en este estudio investigamos por primera vez la 

prevalencia y diversidad genética de parásitos sanguíneos de un género de 

hemoparásitos aplicomplexos (Hepatozoon) en dos poblaciones de galápago 

leproso (Mauremys leprosa), una tortuga semiacuática del suroeste de Europa 

catalogada con un estado de conservación vulnerable. También examinamos 

la asociación entre la infección mixta por parásitos sanguíneos y varios 

indicadores de salud de galápagos (condición corporal, valores de 

hematocrito y respuesta inmune). Se detectó infección por parásitos 

sanguíneos con Hepatozoon spp en el 46.4% de los 140 individuos 

examinados. La prevalencia de la infección por parásitos sanguíneos difirió 

entre las poblaciones de estudio. Encontramos dos linajes de parásitos 

sanguíneos que no se habían descrito en estudios previos. Entre los 

galápagos infectados, el 5.7% albergaba infección mixta por ambos linajes 

parásitos de Hepatozoon. No hubo diferencias en la condición corporal entre 

los individuos no infectados, los infectados con un solo linaje y los galápagos 

que presentaban infecciones mixtas. Pero los galápagos con infecciones 

mixtas tuvieron valores más bajos de hematocrito, revelando así los efectos 

negativos de las infecciones mixtas por parásitos sanguíneos. La respuesta 

inmune varió entre los galápagos según su estado de infección, presentando 

los individuos con infecciones mixtas mayores valores de respuesta inmune 

que los galápagos no infectados o infectados con un solo linaje. 
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INTRODUCCIÓN 

 

Las aves, los mamíferos y los reptiles hospedan el mismo grupo de parásitos 

intracelulares (por ejemplo, plasmodios y haemogregarinas). Sin embargo, a 

pesar de que la diversidad de hemoparásitos en reptiles es mayor que la 

existente en mamíferos y aves en términos del número total de géneros y 

especies, la cantidad de estudios sobre parásitos sanguíneos en reptiles es 

comparativamente menor que en los otros grupos de vertebrados (Telford, 

2009). 

 Los hemoparásitos apicomplexos son parásitos protozoarios 

intracelulares que incluyen, entre otros, a los géneros Hepatozoon, 

Plasmodium y Haemoproteus (Jacobson, 2007). Con más de 300 especies 

descritas, el género Hepatozoon es el más ampliamente distribuido en 

reptiles de todo el mundo (Telford, 2009). Aunque los efectos negativos de 

las infecciones por Hepatozoon son bien conocidos en mamíferos (Baneth et 

al., 2003; Marchetti et al., 2009), los estudios que han analizado los efectos de 

este tipo de infeccciones por haemogregarinas en reptiles no son 

concluyentes, mostrando tanto efectos severos (Amo et al., 2004; Ujvari y 

Madsen, 2006) como una escasa o nula patogenicidad (Wozniak et al., 1996; 

Caudell et al., 2002; Amo et al., 2005). 

 Los hospedadores de parásitos sanguíneos a menudo albergan dos o 

más especies de parásitos, o múltiples clones genéticamente distintos de un 

solo parásito. Estas infecciones mixtas (también llamadas co-infecciones) han 

sido descritas en aves y mamíferos (Karbowiak et al., 2005; Valkiūnas et al., 

2006; Marzal et al., 2013), y también en reptiles (Schall, 1990; Telford, 1988, 

2009; Vardo-Zalik y Schall, 2007). Sin embargo, los efectos de tales co-

infecciones de parásitos sanguíneos son en gran parte desconocidos. 

Siguiendo esta idea, los efectos antagónicos entre parásitos se han 

documentado en algunos estudios (Fenwick, 1980; Juhl y Permin, 2002), si 

bien otros estudios han encontrado efectos sinérgicos entre dos parásitos 

que infectan simultáneamente (Taylor et al., 1998; Zehtindjiev et al., 2008). 

En reptiles, la mayoría de los estudios que muestran infecciones mixtas de los 
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parásitos sanguíneos son meramente descriptivos (véase Telford, 2009 para 

una revisión detallada), mientras que los estudios que analizan los efectos de 

las infecciones en este grupo de hospedadores vertebrados mixtas son 

escasos e inconclusos (Schall, 1990; Vardo-Zalik y Schall, 2008). 

 Algunos grupos de reptiles como los quelonios han recibido 

comparativamente una menor atención en el estudio de hemoparásitos que 

otros grupos de reptiles como los saurios o los ofidios. En particular, aunque 

los galápagos y las tortugas de agua dulce son parasitadas con frecuencia por 

parásitos sanguíneos intraeritrocíticos (Davis y Sterrett, 2011), existe muy 

poca información sobre la prevalencia y diversidad genética de parásitos 

sanguíneos en las mismas (Dvořáková et al., 2014, 2015). 

 El galápago leproso (Mauremys leprosa) es una tortuga semiacuática 

termófila de tamaño mediano que se encuentra en el suroeste de Europa y el 

noroeste de África (Da Silva, 2002). Generalmente habita en estanques y 

arroyos con vegetación de ribera. En la actualidad se encuentra clasificada 

como una especie vulnerable en España (van Dijk et al., 2004). A pesar de que 

hay varios informes históricos de infecciones por hemogregarinas en M. 

leprosa (Billet, 1904; Ducloux, 1904; Laveran y Pettit, 1909), se sabe muy 

poco sobre la biodiversidad de los parásitos sanguíneos y sus efectos en este 

hospedador. Hasta la fecha, solo un estudio ha empleado métodos 

moleculares para analizar infecciones por hemogregarinas en M. leprosa 

(Dvořáková et al., 2014). En el presente estudio examinamos por primera vez 

el prevalencia y diversidad genética de parásitos sanguíneos de un género de 

hemoparásitos apicomplexos (Hepatozoon) en dos poblaciones de galápagos 

leprosos en el sudoeste de la Península Ibérica. También investigamos la 

asociación entre el estado de infección por parásitos sanguíneos con respecto 

a la condición corporal, valores de hematocrito y respuesta inmune inducida 

por fitohemaglutinina (PHA) de los individuos. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

 

Localidades de estudio y captura de ejemplares 

El estudio se realizó en dos poblaciones diferentes de Mauremys leprosa 

ubicadas en dehesas cercanas a Olivenza (población 1, coordenadas: 38 ° 

39′16 ″ N, 7 ° 13′14 ″ W) y Alconchel (población 2, coordenadas: 38 ° 27′35 ″ 

N, 07 ° 04′55 ″ W) (Provincia de Badajoz, suroeste de España) en primavera 

de 2011 y 2012. Se capturaron un total de 140 adultos (93 machos y 47 

hembras) en varios estanques, pequeños arroyos y afluentes del río Guadiana 

en ambas localidades de estudio durante el mes de abril, coincidiendo con el 

inicio de la temporada reproductiva de esta especie (Arnold y Ovenden, 

2002). Para la captura se empleó una versión modificada de las trampas de 

embudo submarinas tradicionales, que incluía una columna de malla que va 

desde el cuerpo de la trampa hasta la superficie permitiendo que las tortugas 

salgan a la superficie respirar (Kuchling, 2003; T y L Netmaking, 

Mooroolbark, Victoria, Australia). Las trampas fueron cebadas con sardinas y 

protegidas de los depredadores terrestres manteniéndolas lejos de su 

alcance. Las trampas fueron revisadas cada hora para colectar los galápagos. 

Todos los ejemplares capturados se encontraban vivos en las trampas. 

 Los galápagos se mantuvieron cautivos en estaciones de campo 

preparadas cerca de los sitios de captura mientras se registraron las 

mediciones morfológicas y fisiológicas (veáse a continuación) y para ser 

utilizadas en otros experimentos posteriormente. Los ejemplares capturados 

se alojaron en acuarios de plástico individuales al aire libre (60 × 40 × 30 

cm3) que contenían agua y rocas, permitiendo a los galápagos tomar el sol 

fuera del agua. Los galápagos fueron alimentados con carne picada, lombrices 

de tierra y compuestos alimenticios comerciales tres veces por semana. 

Todos los ejemplares fueron marcados de forma permanente realizando 

pequeñas muescas en los escudos del caparazón siguiendo un código 

numérico individualizado (Cagle, 1939). Este marcaje nos permitió 

identificar a los individuos recapturados. Una vez todas las medidas fueron 
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tomadas, las tortugas fueron devueltas a los lugares exactos de captura en 

buen estado salud. 

 

Tamaño, condición corporal, hematocrito y respuesta inmune  

La longitud del caparazón y la masa corporal de las tortugas se midieron 

inmediatamente después de la captura con una regla de metal y un balance 

con resorte de Pesola, respectivamente. Para obtener un índice de la cantidad 

relativa de grasa almacenada y así realizar una estimación de la condición 

física o estado nutricional del individuo (Bonnet y Naulleau, 1994; Green, 

2001), calculamos la condición corporal de los individuos como los residuos 

de la regresión entre el logaritmo de la masa corporal y el logaritmo de la 

longitud corporal (Polo-Cavia et al., 2010). 

 Las muestras de sangre fueron recolectadas del seno caudal de la base 

de la cola usando jeringuillas desechables de 1 ml con agujas heparinizadas 

27 G, (1/2, 0 · 4 × 13 mm2) para cada tortuga (Polo-Cavia et al., 2010). Cada 

muestra de sangre se colocó en un capilar heparinizado y se centrifugó 

durante 10 minutos a 10000 rpm. El hematocrito (es decir, el porcentaje de 

volumen de glóbulos rojos en sangre) se midió en cada tubo capilar como la 

relación entre la longitud del tubo capilar ocupado por el concentrado de 

glóbulos rojos y la longitud total del tubo capilar ocupado por la muestra de 

sangre. Adicionalmente, se almacenaron algunas gotas de sangre en 500 µL 

de tampón SET buffer (0,015 M NaCl, 0,05 M Tris, 0 · 001 M EDTA, pH 8 · 0) a 

temperatura ambiente para análisis moleculares. 

 Medimos la respuesta inmune de 76 tortugas (35 hembras y 41 

machos) mediante el test de la fitohemaglutinina PHA (Smits et al., 1999; 

Tella et al., 2002). Esta es una prueba "in vivo" que estima la respuesta 

inmune de hipersensibilidad retardada mediada por los linfocitos T, pero que 

también puede involucrar componentes del sistema inmune innato y 

adaptativo (Martin et al., 2006). Sin embargo, se empleó este índice porque es 

una medida estándar de inmunocompetencia y estado de salud, 

independientemente del tipo de células involucradas en él (Polo-Cavia et al., 

2010). Para evitar cualquier efecto de la inyección de PHA sobre los valores 
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de hematocrito, el test de la PHA fue realizado unos días después de tomar 

las muestras de sangre. Se empleó un espesímetro de precisión de 0.01 mm 

(indicador Digimatic ID-C Mitutoyo Absolute cod. 547-301, Japón) para medir 

el grosor en el mismo punto marcado de la pata trasera izquierda de las 

tortugas antes y 24 h después de la inyección de 0.04 mg de PHA disueltos en 

0.02 ml de solución salina tamponada con fosfato. La salud general de las 

tortugas no se vio afectada por esta prueba. El único efecto notable de la 

inyección de PHA fue una ligera hinchazón de la piel que desapareció a las 48 

h. La respuesta inmune fue estimada como la diferencia entre el grosor de la 

membrana interdigital en el lugar de la inyección antes y 24 h después de la 

inoculación de la PHA (Smits et al., 1999; Polo-Cavia et al., 2010). 

 

Detección molecular de la infección por parte de parásitos sanguíneos 

Se evaluó la prevalencia de hemoparásitos en tortugas utilizando técnicas 

moleculares. Para confirmar el género e identificar las especies de 

hemoparásitos se extrajo ADN genómico de las muestras de sangre en el 

laboratorio utilizando el método estándar de alcohol / cloroformo 

(Sambrook et al., 2002). Para detectar la presencia de Hepatozoon se utilizó 

una reacción en cadena de la polimerasa (PCR) para amplificar el gen ARN 

18S de Hepatozoon spp. como se describió anteriormente (Harris et al., 

2011). Brevemente, se utilizó una reacción de PCR anidada con primers 

HEMO1 y HEMO2 para la primera PCR (Perkins y Keller, 2001), y 

posteriormente los primers HepF300 y HepR900 para la segunda PCR (Ujvari 

et al., 2004) y para la confirmación e identificación de especies de 

Hepatozoon. Todos los experimentos de PCR contenían un control negativo 

por cada ocho muestras. En los pocos casos de controles negativos que 

muestraron signos de amplificación (apenas unas bandas débiles de 

amplificación en los geles de agarosa), se repitió el análisis de todo el lote de 

PCR para confirmar todos los positivos y negativos. Los parásitos detectados 

por la amplificación positiva fueron secuenciados utilizando los 

procedimientos descritos por Bensch et al. (2000). Los fragmentos 

amplificados se secuenciaron a partir del extremo 5’ con el HepF300 
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(Hepatozoon spp.). Las secuencias obtenidas de 600 pares de bases fueron 

editadas, alineadas y comparadas en una matriz de identidad de secuencias 

usando el programa BioEdit (Hall, 1999). Se realizó una búsqueda BLAST de 

coincidencias entre la secuencia amplificada con bases de datos mundiales 

para conocer la identidad del parásito. Los parásitos con secuencias que 

difirieron en una sustitución de nucleótidos se consideraron linajes 

evolutivos independientes (Bensch et al., 2004; Ricklefs et al., 2005). Las 

infecciones mixtas de diferentes linajes fueron identificadas como un doble 

pico en el espectroferograma (Figura 1). 

 

 

Figura 1. Imagen del espectroferograma mostrando (en óvalos de color 

negro) la presencia de doble pico en las secuencias de ADN, señal indicativa 

de la doble infección. 

 

Procedimientos estadísticos 

Se estimó la probabilidad de estar infectado mediante el uso de un análisis de 

regresión logística. Las variables año de muestreo, población, sexo, condición 

corporal, hematocrito y la respuesta inmune se incluyeron como predictoras 

en la regresión logística para comprender qué factores estaban influyendo en 

la probabilidad de que una tortuga estuviese infectada. Igualmente, 

empleamos tres modelos lineales generalizados mixtos (GLMM) seguidos de 
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una prueba post-hoc de Tukey con la condición corporal, hematocrito y la 

respuesta inmune como variables dependientes, respectivamente. En estos 

modelos, el sexo, la localidad de estudio, el año (variación ambiental) y el 

estado de infección (no infectado, infecciones simples e infecciones mixtas) se 

incluyeron como variables independientes en cada caso. Como algunas 

tortugas fueron recapturadas en el segundo año del estudio (N = 20), 

controlamos las mediciones repetidas de algunos individuos al incluir la 

identificación individual como efecto aleatorio en los modelos. Los tamaños 

de muestra en los diferentes análisis variaron ligeramente, debido a la falta 

de algunos datos en unos pocos individuos. Por cada localidad de estudio, 

aplicamos el tipo modelo de lotería de tipos múltiples (multiple-kind lottery 

model) para evaluar si la prevalencia de las infecciones mixtas se desvía de 

un patrón de distribución aleatoria (hipótesis nula) (Janovy et al., 1995; 

Mehlotra et al., 2000). Este modelo asume que la adquisición de la infección 

es un evento independiente. La infección se designa como p1. Extendiendo 

esto a los dos linajes de Hepatozoon, p1 y p2 representarían una infección 

simple con los linajes MALEPRO 2 y MALEPRO 3, respectivamente. La 

frecuencia esperada de infección mixta sería el producto p1 x p2. Los valores 

de χ2 se calcularon mediante pruebas de heterogeneidad para comparar 

valores observados frente a valores esperados.  

 Las relaciones genéticas entre los parásitos encontradas en el 

presente estudio y otras haemogregarinas ique infectan a reptiles ibéricos, 

galápagos y tortugas fueron investigadas analizando la divergencia en las 

secuencias de ADNr 18S utilizando un método neighbour-joining con una 

matriz de distancia del parámetro Kimura-2 en el programa Geneious, 

versión 10.1 (Kearse et al., 2012). El árbol filogenético fue enraizado con una 

secuencia de Cryptosporidium serpentis (GeneBank # AF093499). Las 

estimaciones de las divergencias evolutivas fueron calculadas utilizando 

MEGA7: Molecular Evolutionary Genetics Analysis versión 7.0 para conjuntos 

de datos de gran tamaño (Kumar et al., 2016). 

 Todos los análisis se realizaron utilizando Software STATISTICA 8.0. 
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RESULTADOS 

 

Prevalencia y diversidad genética de los hemoparásitos 

Encontramos dos linajes diferentes de parásitos sanguíneos el género 

Hepatozoon: MALEPRO2 y MALEPRO3. Comparamos nuestras secuencias con 

las de GenBank y descubrimos que los dos linajes no habían sido descritos 

previamente en otros estudios, por lo que fueron nominados como nuevos 

linajes de Hepatozoon. E linajes son muy similares entre sí, distinguiéndose 

únicamente entre ellas en tres pares de bases (Tabla 1). Se depositaron las 

nuevas secuencias de MALEPRO2 y MALEPRO3 en GenBank con los números 

de acceso KJ740753 y KJ740754, respectivamente. Los análisis filogenéticos 

revelaron la afiliación de MALEPRO 2 y MALEPRO 3 junto con otras 

hemogregarinas encontradas en especies de galápagos y tortugas como Emys 

orbicularis, Mauremys caspica, Mauremys rivulata, M. leprosa y Platysternon 

megacephalum (Figura 2), todas ellas en el mismo clado monofilético. 

 De las 140 tortugas analizadas en las dos poblaciones de estudio, la 

infección por parásitos se detectó en el 46.4% de los individuos. De las 65 

tortugas positivas para la infección, el 98.46% (n = 61) fueron infectados con 

MALEPRO2 y el 16.92% (n = 11) fueron infectados con MALEPRO 3. Además, 

el 12.30% (n = 8) de los galápagos infectados presentó una infección mixta 

por los dos linajes. 

 En el análisis de regresión logística, únicamente el factor población 

mostró diferencias significativas en prevalencia de infección (Tabla 2), 

siendo la prevalencia de la infección por Hepatozoon significativamente 

mayor en la población de Alconchel (N infectados / examinados = 57/81; 

prevalencia = 70.37%) que en Olivenza (N infectados / examinados = 8/59; 

prevalencia = 13.55%) (Valor χ2 de Pearson = 24.07; g.l. = 1; P < 0.001). De 

forma general, la frecuencia de infecciones mixtas fue 3.6 veces superior a la 

esperada en los galápagos. De manera más específica, la proporción de 

infecciones mixtas de Hepatozoon fue significativamente mayor de lo 
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esperado en Olivenza (χ2 = 43.703; P < 0.001) y Alconchel (χ2 = 19.200; P < 

0.001). 
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Tabla 1. Estimaciones de divergencias evolutivas entre secuencias de diferentes organismos usadas en los análisis filogenéticos del 

estudio. Se muestran el número de pares de bases de diferencias entre las secuencias.  

 

 (1) (2) (3) (4) (5) (6) (7) (8) (9) (10) (11) (12) (13) (14) 

(1) Cryptosporidium serpentis AF093499 *              

(2) Haemogregarina pellegrini KM887508 70 *             

(3) Haemogregarina pellegrini KM887509 70 0 *            

(4) Haemogregarina stepanowi KF257926 70 2 2 *           

(5) Haemogregarina stepanowi KF257927 70 2 2 0 *          

(6) Haemogregarina stepanowi KF257928 70 2 2 0 0 *         

(7) Haemogregarina stepanowi KF257929 70 2 2 0 0 0 *        

(8) Haemogregarina stepanowi KF992697 70 2 2 0 0 0 0 *       

(9) Hepatozoon sp. JX531918 72 17 17 16 16 16 16 16 *      
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(10) Hepatozoon sp. JX531954 72 17 17 16 16 16 16 16 0 *     

(11) Hepatozoon sp. JX531968 72 17 17 16 16 16 16 16 0 0 *    

(12) Hepatozoon sp. JX531972 72 17 17 16 16 16 16 16 0 0 0 *   

(13) MALEPRO 2 KJ740753 66 11 11 10 10 10 10 10 12 12 12 12 *  

(14) MALEPRO 3 KJ740754 66 14 14 13 13 13 13 13 13 13 13 13 3 * 
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Figura 2.  Relaciones filogenéticas (neighbour-joining consensus tree) de las secuencias de 18S rDNA de haemogregarinas usadas en 

los análisis filogenéticos en este studio. El árbol fue enraizado con Cryptosporidium serpentis. Los numeros en los nodos muestran el 

soporte consensuado (consensus support) (%). Se muestran los números de acceso al GenBank and los hospedadores asociados.  
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Tabla 2. Resultados de un análisis de regresión logística de los factores que 

determinan la infección por Hepatozoon spp. En galápagos leprosos. La 

población de estudio, el año de estudio, el sexo, el índice de condición 

corporal, el hematocrito y la respuesta inmune inducida por 

fitohemaglutinina (PHA) se incluyeron en el análisis como variables 

predictoras. El tamaño de muestra fue de 76 individuos.   

 

Variable Estimate SE Wald g.l. P 

Población de estudio 1.369 0.323 17.902 1 <0.001 

Año de estudio 0.264 0.399 0.438 1 0.507 

Sexo -0.441 0.402 1.204 1 0.272 

Hematocrito 0.009 0.048 0.039 1 0.843 

Condición coporal -6.043 8.373 0.521 1 0.470 

PHA -1.249 1.360 0.844 1 0.358 

Intercept 1.147 0.954 1.445 1 0.229 

 

 

Condición corporal, hematocrito e infección mixta por parásitos sanguíneos 

Analizamos si el año de estudio, el sexo, la población de estudio o el estado de 

infección por parásitos sanguíneos (no infectados, infección simple o 

infección mixta) tuvieron efectos negativos sobre la condición corporal y el 

hematocrito de las tortugas. No hubo diferencias significativas en el índice de 

condición corporal entre las tortugas no infectadas (media ± SE = 0.005 ± 

0.005), tortugas con infección simple (media ± SE = -0.007 ± 0.006) y 

tortugas con infección mixta (media ± SE = 0.001 ± 0.018) (Tabla 3). Sin 

embargo, la estimación de la condición corporal varió significativamente con 

el sexo, presentando los hombres una menor condición corporal (media ± SE 
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= - 0.022 ± 0.003) que las hembras (media ± SE = 0.043 ± 0.045) (Tabla 3). 

También encontramos que el índice de condición corporal fue 

significativamente mayor en los individuos de la población de Alconchel 

(media ± SE = 0.010 ± 0.005) que en ejemplares de la población de Olivenza 

(media ± SE = -0.007 ± 0.005) (Tabla 3). 

 El año de muestreo y la infección por parásitos sanguíneos explicaron 

la variación en el hematocrito (Tabla 4). En concreto, encontramos que el 

valor del hematocrito fue significativamente mayor en 2011 (media ± SE = 

15.151 ± 0.611%) que en 2012 (media ± SE = 11.804 ± 0.865%). También 

encontramos que los individuos con infecciones mixtas presentaron el valor 

más bajo de hematocrito (Figura 3). Las pruebas post-hoc de Tukey entre los 

tres estados de infección mostraron diferencias significativas en el 

hematocrito entre individuos con infección simple y galápagos con infección 

mixta (P = 0.004), así como entre individuos no infectados y aquellos con 

infección mixta (P = 0.010), pero no hubo diferencias significativas en el 

hematocrito entre las tortugas no infectadas y las que presentaron una 

infección simple (P = 0.550). 

 

Tabla 3. Factores explicando la variación en el índice de condición corporal 

de galápagos leprosos. Se empleó un GLMM con la población de estudio, el 

año de estudio, el sexo, la infección por hemoparásitos (no infectado, 

infección simple, infección mixta) y el hematocrito como factores fijos, y el 

individuo (ID) como un factor aleatorio. El tamaño de muestra fue de 140 

individuos. 

Variable Square sum I d.f. F P 

Población de estudio 0.009 1 15.594 < 0.001 

Año de estudio 0.005 1 8.403 0.008 

Infección 0.0001 2 0.096 0.901 

Hematocrito 0.233 1 0.407 0.525 

Sexo 0.123 1 205.578 < 0.001 

Individual ID 0.156 112 2.313 0.013 
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Tabla 4. Factores explicando la variación en el hematocrito en galápagos 

leprosos. Se empeló un GLMM con la población de estudio, el año de estudio, 

el sexo y la infección por hemoparásitos (no infectado, infección simple, 

infección mixta) factores fijos, y el individuo (ID) como un factor aleatorio. El 

tamaño de muestra fue de 140 individuos. 

Variable Square-sum I g.l. F P 

Población de estudio 0.00 1 0.0001 0.991 

Año de estudio 358.69 1 11.128 0.001 

Infección 222.27 2 3.335 0.0386 

Sexo 57.39 1 1.642 0.203 

Individual ID 3755.70 110 1.1798 0.343 
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Figura 3. Valores de hematocrito (media ± SE; %) para galápagos no 

infectados (N = 74), con infección simple (N = 55) y con infección mixta (N = 

8). 
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Respuesta inmune inducida por PHA e infección mixta de parásitos sanguíneos 

También encontramos que el estado de infección (no infectado, infección 

simple vs. Infección mixta) y el año explicaron significativamente la variación 

en la respuesta inmune de las tortugas. Por su parte, el sexo, la condición 

corporal, el hematocrito y la población de estudio no tuvieron ningún efecto 

(Tabla 5). Específicamente, los valores de respuesta inmune fueron 

significativamente mayores en 2012 (media ± SE = 0.60 ± 0.01 mm) que en 

2011 (0.24 ± 0.01 mm). También encontramos que los individuos con 

infección mixta tenían una respuesta inmune más alta que los individuos no 

infectados o con infección simple (Figura 4). Las pruebas post-hoc de Tukey 

entre los tres estados de infección mostraron diferencias significativas en la 

respuesta inmune inducida por PHA entre individuos no infectados y con 

infección mixta (P = 0.012) y entre individuos con infección simple y aquellos 

con infección mixta (P = 0.020), pero no hubo diferencias significativas en la 

respuesta inmune entre individuos no infectados y los que presentaron una 

infección simple por hemoparásitos (P = 0.813). 

 

Tabla 5. Factores explicando la variación en la respuesta inmune mediada 

por fitohemaglutinina (PHA) en galápagos leprosos. Se empeló un GLMM con 

la población de estudio, el año de estudio, el sexo y la infección por 

hemoparásitos (no infectado, infección simple, infección mixta) factores fijos, 

y el individuo (ID) como un factor aleatorio. El tamaño de muestra fue de 76 

individuos. 

Variable Square-sum I g.l. F P 

Población de estudio 0.054 1 1.235 0.272 

Año de estudio 2.026 1 44.368 < 0.001 

Infección 0.519 2 5.812 0.004 

Sexo 0.023 1 0.529 0.471 

Individual ID 2.886 65 0.903 0.634 
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Figura 5. Respuesta inmune mediada por fitohemaglutinina (PHA response) 

(media ± SE; respuesta inmune PHA en mm) para galápagos leprosos no 

infectados (N = 40), con infección simple (N = 28) y con infección mixta (N = 

8). 

  



Sección II. Capítulo I 

125 
 

DISCUSIÓN 

 

El uso de métodos moleculares está cada vez más extendido como una 

metodología sencilla y fiable para la detección y diagnosis de infecciones por 

parásitos sanguíneos.  A pesar de que en las últimas décadas se ha ampliado 

su uso en varios taxones de vertebrados, algunos grupos de hospedadores, 

como los reptiles, han recibido menor atención. Además, los efectos 

negativos que los parásitos sanguíneos pueden tener en el estado fisiológico 

de estos hospedadores se encuentran poco estudiados. En esta investigación 

describimos la prevalencia y diversidad genética de los parásitos sanguíneos 

en galápagos leprosos y analizamos la relación entre infección parasitaria y el 

estado fisiológico de las tortugas. Los principales hallazgos de este estudio 

fueron que (1) casi la mitad de los galápagos leprosos analizados estaban 

infectadas con parásitos sanguíneos pertenecientes a dos linajes diferentes 

de Hepatozoon spp., que en ocasiones se encontraron en el mismo 

hospedador en forma de infección mixta; (2) la prevalencia de la infección 

por parásitos sanguíneos difirió entre las poblaciones de estudio; (3) no hubo 

diferencia en el índice de condición corporal entre las tortugas no infectadas, 

con infección simple o con infección mixta, pero (4) los individuos con 

infecciones mixtos tuvieron los valores más bajos de hematocrito y (5) los 

valores más altos de respuesta inmune. A continuación, discutiremos estos 

resultados en detalle. 

 

Prevalencia y diversidad genética de parásitos sanguíneos 

Casi la mitad de los galápagos analizados analizadas estaban infectados con 

hemoparásitos, una prevalencia que se encuentra dentro del rango reportado 

para otras especies de tortugas de agua dulce. Por ejemplo, estudios previos 

sobre varias especies de tortugas mostraron una prevalencia superior al 50% 

de la infección por haemogregarinas (Davis y Sterrett, 2011; Javanbakht y 

Sharifi, 2014; Dvoráková et al., 2014). Nuestros resultados están de acuerdo 

con estudios previos, porque los miembros de Hepatozoon son los protozoos 
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intracelulares de reptiles más comunes y ampliamente distribuidos (ver 

revisión en Telford, 2009). 

 La aplicación de datos moleculares en el estudio y diagnóstico de la 

infección por parásitos sanguíneos se emplea en la actualidad de manera 

generalizada en muchos sistemas hospedador-parásito, incluidos los reptiles 

(Hellgren et al., 2004; Perkins y Keller, 2001; Ujvari et al., 2004). Sin 

embargo, el uso de técnicas moleculares en el estudio de los hemoparásitos 

de quelonios es más reciente (Pineda-Catalan et al., 2013; Dvoráková et al., 

2014, 2015). Por ejemplo, aunque hoy en día el número de secuencias de 

parásitos haemosporidios de quelonios en bases de datos de acceso público 

está en aumento (véase Maia et al., 2016 para una revisión de la filogenia de 

Haemosporida), la disponibilidad de datos genéticos de parásitos 

haemosporidios de quelonios es muy reciente (Orkun y Güven, 2013; Pineda-

Catalán et al., 2013; Javanbakht et al., 2015). En nuestro estudio encontramos 

que los dos linajes de parásitos hallados no habían sido descritos en ningún 

estudio previo y, por lo tanto, fueron considerados como nuevos linajes de 

parásitos. Este resultado señala que el descubrimiento e identificación de 

especies de parásitos en reptiles parásitos, especialmente en especies de 

reptiles silvestres amenazadas que hasta la fecha han recibodo poca atención 

(Davis et al., 2013). 

 Encontramos que la prevalencia general de parásitos sanguíneos varió 

entre poblaciones. Las variaciones intraespecíficas en la prevalencia de la 

infección por parásitos sanguíneos se han atribuido históricamente a 

diferencias en factores ambientales como el clima y la topografía que afectan 

la abundancia de vectores específicos de parásitos (por ejemplo, Merilä et al., 

1995; Sol et al., 2000; Sehgal et al., 2011). Sin embargo, nuestras dos 

localidades de estudio están muy cerca una de la otra (20 km, 

aproximadamente) y comparten el mismo clima. Por otro lado, se ha descrito 

a las sanguijuelas del género Placobdella como hospedadores invertebrados y 

vectores de parásitos del géneto Hepatozoon en muchas especies de tortugas 

(Paperna, 1989; Siddall y Desser, 1992; Romero et al., 2014). Se ha propuesto 

que el aumento de la densidad ganadera y el uso de estanques como 
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bebederos para el ganado doméstico puede contribuir a la expansión de las 

poblaciones de sanguijuelas (Álvarez, 2010; Soler et al., 2014). En la localidad 

de muestreo de Alconchel la densidad de ganado fue cuatro veces superior a 

la encontrada en Olivenza (observación personal), lo que puede explicar por 

qué las tortugas de Alconchel tenían la mayor prevalencia de Hepatozoon. 

 Un total de ocho galápagos leprosos presentaron infecciones dobles 

con parásitos pertenecientes a dos linajes del género Hepatozoon 

(MALEPRO2-MALEPRO3). Seis de estas ocho infecciones mixtas se 

produjeron en tortugas de agua de la población de Alconchel. Las diferencias 

entre poblacionales en el porcentaje observado de estas infecciones mixtas 

podrían interpretarse como una consecuencia de las diferencias en la 

prevalencia de cada linaje de parásitos en las dos poblaciones analizadas. 

Además, estas diferencias también podrían deberse a divergencias entre los 

sitios de muestreo en la abundancia de vectores que pudieran afectar a la 

transmisión del parásito (Merino et al., 2008). Es conveniente realizar 

estudios futuros que analicen la diversidad y abundancia de la fauna de 

vectores de estos parásitos. Con objeto de comprender la composición de las 

infecciones mixtas en este sistema hospedador-parásito, sería beneficioso 

que los futuros estudios que analicen los hemoparásitos en poblaciones de M. 

leprosa investigasen igualmente la diversidad y abundancia de la fauna de 

vectores de estos parásitos. 

 La proporción de infecciones mixtas por Hepatozoon en tortugas fue 

significativamente mayor de lo esperado en ambas poblaciones. A pesar de 

que un sesgo de la PCR por una mayor afinidad hacia alguno de los dos 

parásitos no pueda ser descartado, estos resultados sugieren un proceso de 

facilitación entre estos linajes en la co-infección. Siguiendo esto idea, varios 

estudios han demostrado un efecto sinérgico en la infección mixta, donde la 

infección con un parásito aumenta la susceptibilidad del hospedador a sufrir 

la infección de otro patógeno (Pollit et al.2015; Ramiro et al., 2016). 

 

 

Estado fisiológico e infección mixta de parásitos sanguíneos 
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El índice de condición corporal se ha utilizado ampliamente en muchos 

estudios ecológicos como determinante de la salud y la eficacia biológica de 

los individuos (Green, 2001). Por ejemplo, Garrido y Pérez-Mellado (2013) 

encontraron una mayor prevalencia y carga parasitaria de haemogregarinas 

en lagartijas Podarcis lilfordi con peor condición corporal. La infección con 

múltiples especies de parásitos podría ser especialmente dañina debido al 

consumo de recursos de los hospedadores por parte de los parásitos (Lagrue 

et al., 2007; Choisy y de Roode, 2010), como se ha demostrado en aves 

(Marzal et al., 2008) y otros reptiles (Schall, 1990; Dunlap y Mathies, 1993). 

De acuerdo con todos estos hallazgos, cabría esperar que las tortugas 

coinfectadas tuvieran los valores más bajos de condición corporal. 

Sorprendentemente, no encontramos ninguna diferencia en la condición 

corporal entre individuos con diferente estado de infección. Proponemos 

varias hipótesis no excluyentes entre sí para explicar esta observación. En 

primer lugar, las diferencias en la probabilidad de captura de individuos 

infectados y no infectados en la naturaleza pueden sesgar las estimaciones de 

la prevalencia de la población y llevar a subestimar los efectos reales de la 

infección parasitaria (Hook y Regal, 1995; Lachish et al., 2012). Los 

individuos infectados con mayor carga de parásitos podrían haber reducido 

su movilidad o puede que no sobrevivan en la naturaleza y, por tanto, no sean 

capturados en nuestras trampas. 

 Alternativamente, nuestra medida de la condición corporal puede no 

reflejar la salud de las tortugas con precisión. En este sentido, se ha 

demostrado que la masa de caparazón seco puede representar 

aproximadamente el 35% de la masa corporal total en las tortugas (Marvin y 

Lutterschmidt, 1997), lo que sugiere que una variación considerable en el 

peso total podría deberse al peso de la cáscara que no representa las reservas 

de grasa. Por lo tanto, la condición corporal per se podría no ser un buen 

indicador del estado de salud fisiológica en tortugas, como se ha comprobado 

anteriormente en el galápago occidental Emys marmorata (Polo-Cavia et al., 

2010). Además, el uso de la condición corporal como un indicador de las 

reservas de grasa podría inducir a error debido al efecto del estado 

reproductivo de cada individuo. Por ejemplo, las hembras grávidas podrían 
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aumentar su peso relativo en relación al de las no grávidas debido al peso de 

los huevos. Por ello, una combinación de varias medidas de condición sería 

más informativa (Waye y Mason, 2008; Peig y Green, 2010). 

 Finalmente, podría ser que los efectos negativos de la infección mixta 

pudieran ser más evidentes en otras estimaciones de la salud individual. Así, 

el hematocrito se considera uno de los indicadores más reproducibles y 

fiables del estado de salud de los reptiles (Mader, 2006). De acuerdo con esto, 

nuestros resultados mostraron que los galápagos con infecciones mixtas 

presentaron los valores más bajos de hematocrito, lo que puede mostrar con 

mayor precisión los efectos patogénicos de las infecciones mixtas por 

parásitos sanguíneos. 

 La respuesta inmune de las tortugas también varió según el estado de 

la infección, donde los individuos con infección mixta tuvieron una respuesta 

inmune inducida por PHA más alta que los individuos no infectados o con 

infección simple. En muchos sistemas hospedador-parásito se producen 

infecciones por múltiples parásitos (Read y Taylor, 2001), que pueden ser 

especialmente injuriosas por su mayor virulencia (Mosquera y Adler, 1998; 

Taylor et al., 1998). En este sentido, se sabe que las infecciones dobles por 

parásitos sanguíneos podrían ser especialmente dañinas para sus 

hospedadores, provocando su muerte en muchos casos (Schall, 2002; Marzal 

et al., 2008). Debido a que la inmunidad celular es el principal mecanismo de 

defensa contra los parásitos intracelulares entre los vertebrados (Abbas et 

al., 2010; Schmid-Hempel, 2011), únicamente aquellos individuos con un 

sistema inmunológico fuerte que les permitiese controlar la infección 

podrían hacer frente a las infecciones mixtas y sobrevivir, lo que explicaría la 

mayor respuesta inmune encontrada en individuos con infección mixta. 

 En conclusión, nuestro estudio revela la prevalencia y diversidad 

genética de nuevos parásitos sanguíneos que infectan a M. leprosa, 

destacando la importancia de los estudios de hemoparásitos en reptiles. La 

prevalencia de Hepatozoon varió entre poblaciones, lo que sugiere una 

interacción entre la densidad de ganado y la abundancia de vectores 

parásitos. Nuestros resultados también indican los efectos negativos de las 
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infecciones mixtas de parásitos sanguíneos en el hematocrito de las tortugas, 

a pesar de sus altos índices de condición corporal, lo que enfatiza la 

importancia de utilizar varios métodos fisiológicos para evaluar el estado de 

salud de las tortugas. Sería conveniente realizar más estudios que exploren 

las interacciones entre la densidad de población y la abundancia de 

hemoparásitos de reptiles y sus vectores para diseñar políticas de gestión 

agroambiental con el fin de evaluar la conservación de las poblaciones de 

vida silvestre. 
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Chasar, A., Sepil, I., Valkiūunas, G., Iezhova, T., Saatchi, S. & Smith, T. B. 

(2011). Spatially explicit predictions of blood parasites in a widely 

distributed African rainforest bird. Proceedings of the Royal Society B: 

Biological Sciences 278, 1025–1033. 

Siddall, M. E. & Desser, S. S. (1992). Prevalence and intensity of 

Haemogregarina balli (Apicomplexa: Adeleina: Haemogregarinidae) in 

three turtle species from Ontario, with observation on 

intraerythrocytic development. Canadian Journal of Zoology 70, 123–

128. 

Smits, J. E., Bortolotti, G. R. & Tella, J. L. (1999). Simplifying the 

phytohaemagglutinin skin-testing technique in studies of avian 

immunocompetence. Functional Ecology 13, 567–572. 



Sección II. Capítulo I 

139 
 

Sol, D., Jovani, R. & Torres, J. (2000). Geographical variation in blood parasites 

in feral pigeons: the role of vectors. Ecography 23, 307–314. 

Soler, G., Cortelezzi, A., Berkunsky, I., Kacoliris, F. P. & Gullo, B. (2014). Primer 

registro de depredación de huevos de anuros por sanguijuelas en 

Argentina. Cuadernos de Herpetología 28, 39–41. 

Taylor, L. H., Mackinnon, M. J. & Read, A. (1998). Virulence of mixed-clone and 

single-clone infections of the rodent malaria Plasmodium chabaudi. 

Evolution 52, 583–591. 

Telford, S. R. (1988). Studies on African saurian malarias: five Plasmodium 

species from the Uzungwe Mountains of Tanzania. International 

Journal of Parasitology 18, 197–219. 

Telford, S. R. (2009). Hemoparasites of the Reptilia: Color Atlas and Text. CRC 

Press, Boca Raton, Florida, USA. 

Tella, J. L., Scheuerleim, A. & Ricklefs, R. E. (2002). Is cell mediated immunity 

related to the evolution of life-history strategies in birds? Proceedings 

of the Royal Society B: Biological Sciences 269, 1059–1066. 

Ujvari, B. & Madsen, T. (2006). Age, parasites, and condition affect humoral 

immune response in tropical pythons. Behavioral Ecology 17, 20–24. 

Ujvari, B., Madsen, T. & Olsson, M. (2004). High prevalence of Hepatozoon 

spp. (Apicomplexa, Hepatozoidae) infection in wáter pythons (Liasis 

fuscus) from tropical Australia. Journal of Parasitology 90, 670–672. 
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RESUMEN 

El parasitismo es considerado un agente biótico de selección con 

consecuencias directas sobre la supervivencia y reproducción del 

hospedador. Sin embargo, existe un gran desconocimiento general sobre los 

efectos negativos de los parásitos en reptiles, y particularmente en quelonios. 

Debido a su multiplicación en el organismo y la activación de respuestas 

inmunitarias, los parásitos podrían mermar recursos del hospedador, 

reduciendo la disponibilidad de nutrientes o moléculas (p.e. carotenoides) 

que podrían potenciar la expresión de determinados caracteres sexuales 

secundarios de sus hospedadores, reduciendo en última instancia su eficacia 

biológica. Los carotenoides, más allá de la pigmentación, podrían tener un 

papel destacado como antioxidantes y como inmunoestimulantes, de tal 

manera que el hospedador debería hacer frente a un compromiso entre usar 

los carotenoides de que dispone para ornamentación o bien emplearlos en 

dichas funciones fisiológicas. En este trabajo hemos estudiado la relación 

entre la infección por Hepatozoon y dos medidas estrechamente relacionadas 

con el fitness (eficacia biológica): el grado de expresión del color 

(ornamentación) y la condición corporal en tres especies tropicales de 

quelonios: Chelonoidis carbonaria, Chelonoidis denticulata y Podocnemis 

unifilis. Los muestreos se realizaron en cinco centros de recuperación de 

fauna de Perú, tres en la región de Tarapoto (Centro Urku, Chullachaqui, 

Selva Viva) y dos en la de Iquitos (CREA y Quistocochas) durante los meses 

de junio y julio de 2017 y 2018. La prevalencia de infección por Hepatozoon 

se mantuvo en torno al 10%, sin que se apreciasen diferencias entre las 

especies consideradas. La condición física en individuos del género 

Chelonoidis mejoró con el año de muestreo, mientras que los del género 

Podocnemis fue mayor en individuos infectados que en aquellos que no 

presentaron infección. Nuestros resultados mostraron que la infección por 

Hepatozoon tiene efectos negativos en la expresión de coloración de los 

ornamentos en quelonios, presentando los individuos infectados 

coloraciones con menor brillo y menor saturación, lo que podría afectar a los 

procesos de selección sexual y el fitness de los individuos infectados. 
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INTRODUCCIÓN 

La comunicación entre individuos, bien a nivel intra-específico como entre 

distintas especies, es indispensable para el correcto desarrollo de los 

procesos biológicos (Bradbury y Vehrencamp, 2011). Esta comunicación se 

lleva a cabo mediante señales (conductas o caracteres morfológicos) 

generadas por el organismo emisor con el fin de provocar una respuesta en el 

individuo receptor basada en la información proporcionada por la señal 

(Endler, 1993; Carranza, 2010). La señal puede ser un indicador de la calidad 

del emisor y es usada por el receptor para valorar la aptitud del emisor, de 

manera que la evolución ha favorecido la eficacia con la que el mensaje es 

transmitido y recibido (Guilford y Dawkins, 1993). 

 El tipo de señales utilizadas es muy variado, comprendiendo sobre 

todo señales visuales, químicas, auditivas y táctiles (Carranza, 2010). Dentro 

de las señales visuales, el color es un componente fundamental como medio 

de transmisión de información. Muchos estudios han demostrado que la 

coloración animal puede ser indicativa del, estatus social y del estado de 

salud y condición de los portadores del carácter. Así, la señalización a través 

del color permite a los individuos evaluar la calidad, dominancia y la 

capacidad de apareamiento de sus congéneres, lo que a su vez puede influir 

en el éxito reproductivo y la jerarquía social (Hill, 2011; Cantarero et al., 

2019). La hipótesis de Hamilton y Zuk (1982) predice que los animales 

pueden utilizar caracteres sexuales secundarios que dependen del estado de 

salud del comunicador y que reflejan su resistencia a patógenos y 

enfermedades. Por ejemplo, se ha propuesto que los pigmentos carotenoides, 

responsables de la coloraciones rojas y amarillas en los animales, juegan un 

papel en la respuesta inmune de vertebrados y en la producción de señales 

relacionadas para la selección sexual, actuando como una señal honesta de la 

calidad y del estado de salud de los individuos (Blount 2004; del Cerro et al., 

2010). Así, el grado de expresión del color puede estar relacionado con el 

estado de salud del señalizador, tal y como se ha comprobado en varios 

grupos de animales como aves (McGraw y Ardia, 2003; Sumasgutner et al., 

2018), peces (Nakano y Wiegertjes, 2020) y reptiles (Olsson et al., 2013; 
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Kopena et al., 2020). Sin embargo, la investigación sobre estos ornamentos 

coloreados se ha centrado principalmente en aves, lacértidos o peces, 

mientras que otros grupos de animales como los quelonios han recibido 

menor atención (véanse algunas excepciones en Polo-Cavia et al., 2013; 

Ibáñez et al., 2013, 2014, 2016).  

 Más aún, los resultados de los estudios que han analizado la relación 

entre coloración y estado de salud de los individuos no han sido 

concluyentes, arrojando en algunos casos resultados opuestos. Por un lado, 

estas moléculas podrían tener un papel destacado como antioxidantes y 

como inmunoestimulantes, de tal manera que algunos estudios apuntan a 

que el nivel de carotenoides en la sangre podría ser un fiel correlato del daño 

oxidativo y la inmunocompetencia (Blount et al., 2003; Simons et al., 2012; 

Sumasgutner et al., 2018). Sin embargo, otras investigaciones no hallan 

evidencias de que los pigmentos carotenoides aumenten las defensas 

inmunes o antioxidantes en aves (Koch et al., 2018) o lagartos (Kopena et al., 

2014). En quelonios, se ha visto que las hembras de galápago leproso 

(Mauremys leprosa) con franjas más brillantes en sus extremidades 

presentaron una mayor respuesta inmune (Ibáñez et al., 2013). Igualmente, 

Ibáñez et al. (2014) indujeron experimentalmente una respuesta inmune en 

ejemplares de galápagos de Florida (Trachemys scripta elegans), 

comprobando que este challengue inmunitario provocó una reducción en la 

coloración de los parches amarillos y rojos de las tortugas manipuladas, 

proporcionando así la primera evidencia experimental de la existencia de un 

compromiso entre el sistema inmunológico y la expresión de los ornamentos 

visuales en este grupo de reptiles. 

 Además, varios estudios han mostrado una relación negativa entre la 

infección por parásitos y la expresión de carotenoides, sugiriendo un 

compromiso en la inversión de carotenoides entre el sistema inmune y la 

expresión de ornamentos coloreados. Por ejemplo, Penha et al. (2020) han 

mostrado que la coloración por carotenoides estaba asociada negativamente 

con la infección por haemosporidios en tres especies de aves. De este modo, 

aquellos individuos parasitados, enfermos o que estén sufriendo altos niveles 
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de estrés oxidativo dispondrían de menos carotenoides para pigmentarse, de 

forma que la palidez de sus ornamentos acabaría señalizando su pobre 

estado de salud (Pérez-Rodríguez 2009). En cambio, otros estudios en aves 

no han encontrado relación alguna entre infección parásitaria y expresión de 

carotenoides, o incluso encuentran una asociación positiva entre el brillo de 

la coloración por carotenoides y la infección por haemosporidios (Janas et al., 

2018). En reptiles, las hembras de lagarto verdinegro (Lacerta schreiberi) con 

coloración amarilla dependiente de carotenoides más intensa tuvieron 

menor infección por hemoparásitos (Kopena et al., 2020). Sin embargo, 

Ibáñez et al. (2015) no encontraron una relación entre la infección por 

Hepatozoon spp. y la coloración de las extremidades de M. leprosa.  

 La infección por hemoparásitos en reptiles es un proceso bastante 

común. Sin embargo, los estudios de hemoparásitos en quelonios son más 

escasos que en otros grupos de reptiles como lacértidos y serpientes 

(Jacobson, 2007; Telford, 2009). Se sabe que los testudines son hospedadores 

de varios grupos de protozoos intracelulares del Phylum Apicomplexa. Uno 

de los más extendidos comprende las hemogregarinas (Suborden Adeleorina, 

Familias Haemogregarinidae, Karyolysidae y Hepatozoidae), que se han 

registrado en varias especies de quelonios (Marzal et al., 2017; El Hili et al., 

2020; Nordmeyer et al., 2020), incluyendo especies Neotropicales (Picelli et 

al., 2015; Goes et al., 2018; de Oliveira et al., 2018; Úngari et al., 2018). Entre 

las hemogregarinas, las pertenecientes al género Hepatozoon (Miller, 1908) 

son los parásitos más comunes reportados en grupos de reptiles como 

serpientes (Smith et al., 1994), lacértidos (Mackerras, 1962; Desser, 1997) y 

cocodrilos (Soares et al., 2017), pero su estudio en los quelonios ha recibido 

menor atención (Cook et al., 2009; Gutierrez-Liberato et al., 2021). Aunque 

algunos efectos negativos de la infección por estos hemoparásitos han sido 

descritos en este grupo de reptiles (Özvegy et al., 2015), las infecciones por 

Hepatozoon en quelonios han sido consideradas poco o nada patogénicas 

(Davis y Sterret, 2011; Rossow et al., 2013), y la mayoría de los estudios han 

sido predominantemente descriptivos y taxonómicos, basados en la 

morfología de sus estadios sanguíneos y en datos moleculares (de Oliveira et 
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al., 2018; Goes et al., 2018, Úngari et al., 2018; Gutierrez-Liberato et al., 

2021). 

 En este estudio, utilizamos técnicas de detección molecular para 

analizar la prevalencia de infección por Hepatozoon spp. y su relación con la 

coloración y la condición corporal de tres especies neotropicales de 

quelonios, dos tortugas terrestres (Chelonoidis carbonaria y C. denticulata) y 

una de agua dulce (Podocnemis unifilis) de la Amazonía Peruana. Predecimos 

que la infección por Hepatozoon produce efectos negativos en la coloración y 

condición corporal de los quelonios, por lo que esperamos encontrar una 

menor expresión en los parches coloreados en los individuos infectados, así 

como una peor condición corporal en las tortugas infectadas por Hepatozoon. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

 

Especies de estudio 

La tortuga de patas rojas (C. carbonaria) es una tortuga terrestre que 

normalmente habita en los bosques secos tropicales y en matas de monte en 

Sudamérica. Aunque su estatus de conservación no ha sido evaluado por la 

Unión Internacional para la Conservación de la Naturaleza (IUCN), se 

considera que esta especie está en peligro de extinción por su pérdida de 

hábitat y transformación de bosques en zonas agrícolas, así como por su caza 

excesiva para consumo y venta como mascotas. Por ello se encuentra 

protegida bajo el Apéndice II del Convenio sobre el Tráfico Internacional de 

Especies en Peligro de Extinción (CITES) (Vinke et al., 2008). Los ejemplares 

presentan un caparazón de entre 20 y 40 cm de longitud, alto en forma de 

domo, ligeramente comprimido lateralmente en hembras adultas, y muy 

comprimido en machos adultos. Está cubierto de escamas córneas 

poligonales con anillos concéntricos de crecimiento sin equivalencia 

temporal definida. Su cuerpo es de un tono oscuro, llegando prácticamente al 

negro, presentando ambos sexos escamas rojas o anaranjadas en sus 

extremidades, especialmente las delanteras. La intensidad de su coloración 

puede variar dependiendo de la procedencia geográfica del individuo 

(Castaño-Mora et al., 2015). Se encuentra ampliamente distribuida a lo largo 

de Sudamérica (Argentina, Bolivia, Brasil, Colombia, Guyana, Guayana 

Francesa, Panamá, Paraguay, Surinam y Venezuela), habiéndose introducido 

en varias islas del Caribe (Pritchard y Trebbau., 1984, Rhodin et al., 2017). 

 La tortuga terrestre de patas amarillas (C. denticulata) es la mayor 

tortuga terrestre continental de toda América del Sur y habita en bosques 

tropicales húmedos y secos. Está catalogada como vulnerable (IUCN, 2020) e 

incluida en el apéndice II de CITES por su disminución poblacional por la caza 

incontrolada y pérdida de hábitat (Vinke et al., 2008). Su caparazón mide de 

50 a 65 cm en los machos y entre 65 cm y 75 cm en las hembras, es de color 

marrón oscuro con círculos más claros o amarillos. El plastrón es marrón con 
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cuadros amarillos, aplanado en las hembras y cóncavo en los machos. Su piel 

es de color negro brillante y presenta múltiples manchas amarillas en las 

patas y en la cabeza. Originaria de Suramérica, se encuentra en las selvas de 

Colombia, Venezuela, Guayanas, Trinidad y Tobago, Bolivia, Brasil, Ecuador y 

Perú (TTWG, 2017). 

 La taricaya (P. unifilis) es una especie de tortuga de la familia 

Podocnemididae que vive en los grandes ríos y en los grandes lagos de la 

Amazonia. Pertenece al suborden Pleurodira, caracterizado porque los 

individuos no esconden la cabeza en el caparazón con un movimiento 

derecho hasta el final de la retracción, sino que doblan el cuello después de 

introducirla, por lo que se denominan “tortugas de cuello ladeado”. Aunque 

su abundancia en algunas localidades de Sudamérica es grande, muchas 

poblaciones de taricaya están experimentando una drástica disminución, 

debido al consumo humano de huevos y hembras adultas (Thorbjarnarson et 

al., 2000) y a la pérdida de sus nidos por inundaciones (Caputo et al., 2005). 

Está catalogada como vulnerable (IUCN, 2020) e incluida en el apéndice II de 

CITES por su disminución poblacional por la caza incontrolada y pérdida de 

hábitat (Vinke et al., 2008). Los individuos tienen un caparazón ovalado de 

color marrón o negruzco, con la piel gris y las escamas negras. La cabeza, de 

forma afilada hacia la nariz, presenta manchas amarillas diseminadas por 

toda la superficie siendo un rasgo distintivo, y son de un tono muy vivo 

cuando son jóvenes, y que se va apagando con la edad. El plastrón es grisáceo 

con manchas más oscuras (TTWG, 2017). 

 

Localidades de estudio y captura de ejemplares 

En el presente estudio, se examinaron, entre los meses de junio y julio del 

2017 y 2018, ejemplares de C. carbonaria (N = 30), C. denticulata (N = 176) y 

P. unifilis (N = 82) que se encontraban en cuatro centros de recuperación de 

fauna amazónicos. Los ejemplares fueron donados por la Autoridad Regional 

Ambiental (ARA) de las regiones de San Martín y Loreto (Perú) tras haber 

sido incautados por tráfico ilegal de especies en sus respectivas regiones. El 

tiempo que llevaban los animales en los centros era variable, dependiendo de 
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la especie y centro. El primer centro es el Centro "Urku", en las inmediaciones 

de la ciudad de Tarapoto (6°16’25”S, 76°12’38”W), de donde se tomaron 

datos y muestras de C. carbonaria (N = 30) y C. denticulata (N = 58). Los 

ejemplares llevaban entre 5 y 6 meses en el centro, y estaban separados en 

diferentes corrales de piedra en función de su especie, ambos con una 

superficie de 100 m2 donde contaban con diferentes refugios para 

esconderse. El segundo centro, "Chullachaqui", se encuentra a 15.5 Km del 

centro de la ciudad de Tarapoto, en el camino de Yurimaguas (6°27’49”S, 

76°19’3”W), de donde se pudieron tomar datos y muestras de ejemplares de 

P. unifilis (N = 14) y C. denticulata (N = 21). Los ejemplares de este parque 

llevaban alojados en esa localidad 12 meses, y se encontraban alojados en 

diferentes corrales de madera con una superficie de 6 m2 cada uno. Las 

tortugas terrestres (C. denticulata) contaban con una piscina de poca 

profundidad, así como de un techado que cubría una porción del corral, 

ambos con el fin de crear un gradiente de temperatura en el que los 

individuos podían moverse para termorregular. En el caso de las tortugas 

acuáticas (P. unifilis), la piscina tenía una mayor profundidad para permitir la 

inmersión. El tercer centro es "Selva Viva", situado a 11.6 Km del centro de 

Tarapoto (6°26’54”S, 76°28’19”W). Aquí se realizó la toma de datos y 

muestras de P. unifilis (N = 20) y C. denticulata (N = 19), que llevaban 8 meses 

en cautividad. Los individuos de C. denticulata se encontraban en un corral de 

7 m2, donde disponían de un techado para la proyección de sombra en una 

zona fría y una piscina superficial donde alojarse sin sumergirse del todo, 

mientras que los ejemplares de P. unifilis contaban con las mismas 

instalaciones, pero con piscinas de mayor profundidad. El cuarto es el 

"Centro de Rescate Amazónico (CREA)" de Iquitos (3°53’0”S, 73°21’4”W), en 

el Departamento de Loreto, que se encuentra ubicado en el Km 4.5 de la 

carretera – Iquitos Nauta, al suroeste de la ciudad de Iquitos. Aquí se 

analizaron ejemplares de P. unifilis (N = 49) y C. denticulata (N = 78). Los 

ejemplares de C. denticulata se encontraban en un corral de 20 m2, donde 

disponían de un cerrado en una zona fría y una piscina superficial donde 

alojarse sin sumergirse completamente, mientras que los ejemplares de P. 

unifilis se encontraban en unas instalaciones similares, pero con piscinas de 



Sección II. Capítulo II 

151 
 

mayor profundidad. Los ejemplares de C. denticulata estaban alojados en el 

centro desde hacía 4 meses, mientras que los de P. unifilis habían llegado 

hacía dos semanas en el momento del estudio. 

 

Biometría, condición corporal y determinación del sexo 

Una vez recogidos los animales de sus recintos, se llevó a cabo el proceso de 

marcaje diseñado para la identificación de los individuos. Para ello, se 

realizaron unas pequeñas hendiduras con una sierra en el borde de las placas 

marginales del caparazón, utilizando como referencia el código de marcaje 

individualizado propuesto por primera vez por Cagle (1939) y adaptado 

posteriormente por Keller (1997) (Figura 1.A). 

 

 

Figura 1. A) Esquema del sistema de marcaje utilizado para la identificación 

individual en quelonios (Keller, 1997). B) Detalle sobre las medidas 

morfométricas del ancho superior (rojo) e inferior (azul) del plastrón. 

 

 Para estimar la condición física de los individuos, se procedió a la 

toma de medidas biométricas de los mismos. Para cada individuo de cada 

especie, se midieron seis caracteres morfológicos con una cinta métrica de 1 
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mm de precisión: la longitud y el ancho del caparazón o espaldar, la longitud 

y el ancho superior (rojo) e inferior (azul) del plastrón (Figura 1.B), y la 

altura del caparazón. Para ello, se consideró la distancia máxima que 

delimitaba el contorno del animal para cada segmento considerado 

empleando una cinta métrica de 1 mm de precisión. Por ejemplo, para la 

longitud del caparazón o espaldar, se midió la longitud de la línea recta que 

pasa por el punto más alto del caparazón (debido a su curvatura) desde la 

placa nucal hasta las placas supracaudales. Dado que las medidas 

morfológicas del caparazón y el plastrón estaban altamente 

intercorrelacionadas (coeficientes de r: de 0.78 a 0.91 para C. carbonaria, de 

0.83 a 0.93 para C. denticulata, y de 0.95 a 0.99 para P. unifilis), utilizamos un 

análisis de componentes principales para reducir estas seis medidas a un 

solo componente de tamaño estructural o 'talla' (Tabla 1). También se midió 

el 'peso' empleando una balanza de resorte tipo Pesola con precisión de ±1 g. 

A partir de estas medidas se estimó para cada especie y sexo el 'índice de 

condición corporal' (ICC), calculándose como los residuos de la regresión 

entre el logaritmo del peso y el logaritmo del componente de tamaño 

estructural (siendo en quelonios la longitud del caparazón) (Schulte-

Hostedde et al., 2005; Plot et al., 2013). Este ICC es una estimación de la 

condición física o estado nutricional de los individuos (Bonnet y Naulleau, 

1994; Green, 2001). 

 

Tabla 1. Valores propios (eigenvalues), varianzas (variances) y carga de 

componentes (component loadings) obtenidos en el análisis de componentes 

principales de las medidas morfológicas (longitud y anchura del caparazón, 

longitud y anchura (superior e inferior) del plastrón, y altura del caparazón) 

para cada una de las especies consideradas. 

PC: Tamaño estructural Valor propio Varianza Carga de componentes 

Chelonoidis carbonaria 5.39 89.84% >0.92 

Chelonoidis denticulata 5.39 89.98% >0.94 

Podocnemis unifilis 5.88 98.03% >0.97 

 



Sección II. Capítulo II 

153 
 

La determinación del sexo se realizó utilizando características 

biológicas de cada especie, teniendo en cuenta que pueden variar 

dependiendo de la población. Por ejemplo, los ejemplares adultos de tortugas 

terrestres (C. denticulata y C. carbonaria) presentan dimorfismo sexual. En el 

caso de C. carbonaria el sexo fue determinado mediante el tamaño (los 

machos son más grandes que las hembras) (Ernst y Leuteritz, 1999). C. 

denticulata, por su parte, no presenta tanto dimorfismo sexual en el tamaño, 

si bien hay una tendencia a que los machos sean de mayor tamaño (Ernst y 

Leuteritz, 1999; Stevenson et al., 2007); por ello, la determinación del sexo se 

realizó atendiendo a la forma del caparazón, donde los machos tienen un 

caparazón más alargado para facilitar largos desplazamientos a través de la 

selva mientras que el caparazón de las hembras es más redondeado para 

acomodar los huevos durante la gestación (Stevenson et al., 2007). Además, 

en ambas especies se puede comprobar que los machos poseen el plastrón 

cóncavo, mientras que en las hembras es plano (Ernst y Leuteritz, 1999). En 

el caso de las tortugas acuáticas (P. unifilis), la determinación del sexo se 

realizó mediante la posición de la cloaca con respecto a la base de la cola, 

donde la distancia pre-cloacal es mayor en machos que en hembras (White y 

Murphy, 1973).  

 

Toma de muestras sanguíneas 

De cada ejemplar se tomó una muestra de sangre (aproximadamente 50 μl) 

mediante una punción en la vena coccígea, ubicada en el seno caudal de la 

base de la cola. Para ello se empleó una jeringuilla de plástico de 1 ml con una 

aguja desechable heparinizada (con un calibre variable desde 27G hasta 21G 

en función de las dimensiones del individuo) (Polo-Cavia et al., 2010). Se 

emplearon agujas y jeringuillas diferentes para cada individuo, con el fin de 

evitar la contaminación de las muestras, así como la transmisión de 

patógenos desde individuos infectados a sanos. Antes de la punción se 

desinfectó la zona con etanol 96%. La vena coccígea dorsal es más fácilmente 

detectable en machos que en hembras, debido al mayor grosor de la cola. La 

forma más efectiva de acceder a esta vena es mediante la sujeción de la cola 
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fuera del caparazón, y la introducción con cuidado de la aguja en la zona 

media dorsal en un ángulo de 45° apuntando a las vértebras coxígeas. Una 

vez que se toca una vértebra, se mueve cuidadosamente la jeringuilla y si es 

necesario se retira lentamente la aguja con el fin de llegar a la vena. La sangre 

recogida se almacenó en un vial con 500 µl de solución tampón SET buffer 

(0.015 M NaCl, 0.05 M Tris, 0.001 M EDTA, pH 8.0) (Sambrook et al., 2002) a 

temperatura ambiente para análisis moleculares posteriores. Tras tomarse la 

muestra de sangre, se presionó con un algodón empapado en alcohol hasta 

comprobar que no sangraba. Ningún ejemplar mostró signos de dolor 

durante la toma de muestras. Todos los ejemplares fueron devueltos a su 

estancia una vez realizadas todas las mediciones en un plazo máximo de 15 

minutos. 

 

Detección molecular de parásitos sanguíneos 

El ADN genómico de las muestras de sangre fue extraído en el laboratorio 

utilizando el método estándar de fenol / cloroformo (Sambrook et al., 2002). 

Una vez extraído el ADN, se procedió a la cuantificación del mismo mediante 

un espectrofotómetro (modelo Thermo Scientific BioMate 3S) a 260 nm. Una 

vez cuantificada cada muestra se diluyó hasta alcanzar los 25 ng/μl, 

concentración óptima para amplificar el ADN mediante la PCR. El ADN 

diluido se amplificó utilizando la técnica de PCR anidada para detectar la 

presencia de Hepatozoon spp.. En la primera PCR los primers o cebadores 

utilizados fueron HEMO1 y HEMO2 (Perkins y Keller, 2001). Se realizaron 25 

ciclos con el siguiente perfil térmico: 30 s a 90° C para desnaturalizar el ADN, 

otros 30 s a 50° C para el alineamiento con los oligonucleótidos, y 2 min a 72° 

C para la extensión. Este proceso se realizó en el modelo de termociclador 

SimpliAmp Thermal Cycler, de Life Technologies. Posteriormente se realizó 

una segunda PCR a partir de 2 μl del producto amplificado de la primera PCR 

como molde para amplificar de forma más específica los linajes de parásitos 

apicomplejos. En esta segunda PCR se utilizaron los primers específicos 

HepF300 y Hep900 (Ujvari et al., 2004). Las condiciones de temperatura, 

tiempo y medio de incubación se mantuvieron en esta segunda PCR, pero se 
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realizaron 35 ciclos en lugar de 25. Para verificar que el proceso de la PCR fue 

correcto se colocó 1 control negativo cada 8 muestras y 2 controles positivos 

cada 42 muestras. Para evaluar la amplificación del ADN se corrieron 2.5 μl 

del producto de la PCR final en un gel de agarosa al 1%. En el gel de agarosa 

se agregaron 6 μl de marcador de ADN (DNA ladder) por cada línea de 

pocillos. El gel de electroforesis fue revelado en un documentador de geles 

BioRad GelDoc™XR. 

 

Medición de color 

Las medidas de coloración se obtuvieron mediante la utilización de un 

espectrómetro Ocean Optics USB2000+ con una fuente de luz DT-1000- 

Deuterio-Halógeno (Ocean Optics, Inc., Dunedin, FL) para medir las 

propiedades reflectivas de los parches coloreados de las tortugas. Este 

espectrofotómetro da una medida dentro del rango del espectro visible, 

ultravioleta e infrarrojo cercano. Se obtuvieron valores de reflectancia dentro 

del espectro UV-visible (300-700 nm) obteniendo una medida cada tramo de 

5 nm, haciendo un total de 81 medidas que se transformaron mediante el 

análisis de componentes principales (PC) en 3 medidas ortogonales (PC1, 

PC2 y PC3), correlacionadas mediante los factor loadings resultantes de cada 

grupo con sus respectivas medidas originales (dicho procedimiento queda 

explicado en mayor profundidad en el apartado de “Materiales y Métodos” de 

la “Sección general”). Teniendo en cuenta el espectro analizado la 

generalidad de las tortugas pueden percibir con significativa sensibilidad 

colores como el verde, el rojo, el azul y espectros ultravioletas (Arnold & 

Neumeyer, 1987). Para excluir la luz ambiental y estandarizar la distancia de 

medición, se montó un cono cilíndrico de plástico en la sonda bifurcada de 

fibra óptica (Doucet et al., 2006). La sonda se mantuvo en un ángulo de 90° y 

a 5 mm de la superficie de la piel, y la reflectancia fue medida siempre por la 

misma persona. Se midió la coloración en un punto de cada tortuga, el punto 

medio de la escama central del brazo (cinco mediciones en cada posición, 

izquierda y derecha). Las mediciones de la derecha y de la izquierda fueron 

altamente repetibles en los puntos (repetibilidad = 0.934). La reflectancia (R) 
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se calculó en relación con un estándar blanco (WS-1-SS) con el software 

OceanView64 (Ocean Optics, Inc.). La reflectancia media se resumió en 

intervalos de 5 nm (Grill y Rush, 2000) antes del análisis estadístico 

utilizando el software CLR v.1.05 (Rosengrave et al., 2008). Una vez recogidas 

las mediciones necesarias, las tortugas fueron devueltas a sus ubicaciones 

originarias en buen estado de salud. 

 

Análisis estadísticos 

Los análisis relacionados con el cálculo de la condición física, componentes 

principales de tamaño y color, así como los de diferencias en la prevalencia 

de infección entre especies se llevaron a cabo con el software STATISTICA 

8.0. El resto de análisis y modelos estadísticos se realizaron en el lenguaje R 

v. 3.5.3 (R Core Team, 2020), estableciendo el nivel de significancia en α = 

0.05 para todas las pruebas estadísticas; aunque también se indicaron 

resultados marginalmente significativos (0.05 < P < 0.10).  

Respecto al análisis de la coloración, se realizó un análisis de 

componentes principales (PCA) para reducir el gran número de variables 

correlacionadas (en nuestro caso, 81 variables correspondientes a los valores 

de reflectancia desde 300 nm a 700 nm en intervalos de 5 nm) en tres 

variables ortogonales independientes (los componentes principales), 

facilitando los análisis estadísticos posteriores. Las tres variables de color 

descritas por los PCs fueron interpretadas como: PC1 (brillo), PC2 

(saturación en las longitudes de ondas largas del espectro visible) y PC3 

(saturación en las longitudes de ondas cortas del espectro visible) (Cuthill et 

al., 1999). 

 Cada especie se analizó por separado para comprobar si existen 

diferencias en la prevalencia de los parásitos sanguíneos mediante test de 

Chi-cuadrado. Mediante una regresión logística binaria usando el paquete 

glmmTMB (Brooks et al., 2017) en R, se determinó si el estado de infección 

(variable dependiente categórica) dependía de diversas variables 

independientes, como los factores sexo, año y localidad, o variables 

cuantitativas como la condición corporal. Por último, se realizaron modelos 
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lineales (LM) usando la función ‘lm’ del paquete “lme4” (Bates et al., 2017) en 

R, para comprobar el efecto del sexo, año, localidad, estatus de infección, 

condición física, e interacciones con significado biológico sobre el peso, talla, 

condición corporal y coloración, excepto cuando alguna de ellas fuese 

considerada como la variable dependiente del propio modelo. Las 

interacciones entre el estatus de infección con la localidad o el año de 

muestreo no se pudieron testar debido a la ausencia de algunos niveles para 

estas interacciones. En todos los casos, los modelos iniciales se simplificaron 

siguiendo posteriormente un procedimiento por pasos hacia atrás (backward 

stepwise procedure) para eliminar los términos no significativos. 
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RESULTADOS 

 

Prevalencia de hemoparásitos en quelonios 

No hubo diferencias significativas en la prevalencia de infección de 

Hepatozoon spp. entre las tres especies de tortugas consideradas en este 

estudio (Chi cuadrado test: χ2 = 0.616; g.l. = 2; P = 0.735). De manera más 

específica, la prevalencia de infección fue de 10.00% en C. carbonaria, de 

10.22% en C. denticulata y de 7.23% en P. unifilis. 

   

Análisis de factores que influyen en la probabilidad de infección por 

hemoparásitos 

Mediante un Modelo Lineal Generalizado (GLM) con distribución binomial se 

analizó si el sexo, el año de estudio, la interacción entre sexo y año de estudio, 

la localidad de muestreo, la talla y la condición corporal (diferenciada para 

cada uno de los sexos) en las tres especies de tortugas analizadas influía en la 

posibilidad de infección por Hepatozoon. Ninguna de las variables analizadas 

tuvo efecto significativo en la probabilidad de estar infectado por 

hemoparásitos en ninguna de las tres especies de tortugas (véase Tabla S1 en 

Anexos), a excepción de la localidad en el caso de C. denticulata (F = 9.78, gl = 

3, P = 0.0205), cuyos análisis post hoc (Tabla S2 en Anexos) mostraron que 

los individuos de Chullachaqui tienden a tener una mayor prevalencia que los 

de Urku (t = 2.59, P = 0.0506). 

 

Análisis de factores que influyen en el peso, talla y condición corporal de las 

tortugas  

Mediante Modelos Lineales (LM) se analizó si el peso, la talla o la condición 

corporal de los individuos analizados estuvieron condicionados por el sexo, 

el año, la localidad de estudio, la infección por Hepatozoon y la interacción 

entre sexo y estatus de infección. Todos los modelos iniciales a partir de los 

cuales se hizo la selección de modelos por pasos hacia atrás (backward 
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stepwise procedure) aparecen en la sección de Anexos al final del capítulo 

(Tabla S3). Debemos resaltar que para estos modelos lineales excluimos de 

los análisis a 21 individuos de P. unifilis a los que no se les pudo identificar 

como machos o hembras debido a su inmadurez. El sexo explicó de manera 

significativa la variación en peso, siendo menor en las hembras que en los 

machos en las tres especies de tortugas analizadas (Tabla 2, ver estimates 

negativos en Tabla 3). El peso de los ejemplares de P. unifilis también varió en 

función del año en el que se realizó el muestreo, siendo mayor para aquellos 

individuos muestreados en 2018 que en 2017 [2017 (N = 24; media ± SD = 

0.5085 ± 0.352), 2018 (N = 38; media ± SD = 0.8771 ± 0.397)]. 

En el caso de C. carbonaria y C. denticulata, el tamaño de los individuos 

(representado por el componente principal "talla") también varió entre 

sexos, siendo menor en las hembras que en los machos de ambas especies 

(Tablas 2 - 3). Por el contrario, en P. unifilis el tamaño de los individuos no 

difirió entre sexos, pero estuvo condicionado por el año de muestreo, 

presentando mayores tamaños en 2018 en comparación con 2017 [2017 (N = 

24; media ± SD = -0.00074 ± 0.777), 2018 (N = 38; media ± SD = 0.7174 ± 

0.641)]. 

Por su parte, la condición corporal estuvo determinada por el año de 

muestreo en ejemplares del género Chelonoidis y por el estatus de infección 

en el caso del género Podocnemis. De este modo, individuos de C. carbonaria y 

C. denticulata, presentaron una mejor condición corporal en 2018 que en 

2017 (Tabla 2, ver estimates positivos en Tabla 3). Por otro lado, los 

individuos de P. unifilis infectados por Hepatozoon tuvieron una mejor 

condición que los no infectados [no infectados (N = 56; media ± SD = -0.0815 

± 0.921), infectados (N = 6; media ± SD = 0.7615 ± 1.225)]. 
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Tabla 2. Valores medios y desviación estándar (SD) del peso y la talla (PC) de 

machos y hembras, y de la condición corporal según el año de estudio, en las 

tres especies de tortugas analizadas.  

  Machos Hembras 

  N media ± SD N media ± SD 

Peso (kg) 

C. carbonaria 17 5.342 ± 1.332 13 3.524 ± 0.978 

C. deniculata 69 6.714 ± 2.011 107 5.798 ± 2.997 

P. unifilis 24 0.822 ± 0.421 38 0.661 ± 0.419 

Talla (PC) 

C. carbonaria 17 0.750 ± 0.807 13 - 0.570 ± 0.719 

C. deniculata 69 0.360 ± 0.659 107 - 0.230 ± 1.110 

P. unifilis 24 0.561 ± 0.733 38 0.330 ± 0.807 

  2017 2018 

  N media ± SD N media ± SD 

C. corporal 

C. carbonaria 14 - 0.370 ± 0.801 16 0.330 ± 0.967 

C. deniculata 109 -0.120 ± 1.015 67 0.190 ± 0.991 

P. unifilis 24 0.068 ± 0.787 38 - 0.028 ± 1.039 
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Tabla 3. Resumen de los modelos lineales finales que muestran el efecto de 

la infección por Hepatozoon en el peso, talla y condición por especie, teniendo 

en cuenta el sexo, el año y la localidad de muestreo, así como la interacción 

entre el sexo y el estatus de infección por Hepatozoon. 

 

Análisis de factores que influyen en la coloración 

Exploramos mediante Modelos Lineales si los tres componentes principales 

que describen la coloración de los ejemplares estudiados pudieran estar 

condicionados por el sexo, el año, la localidad de estudio, la condición 

corporal (diferenciada según el sexo), la talla, el estatus de infección por 

Hepatozoon y la interacción entre sexo e infección. Todos los modelos 

iniciales a partir de los cuales se hizo la selección de modelos por pasos hacia 

atrás aparecen en la sección de Anexos al final del capítulo (Tabla S4). 

 El brillo de la coloración (componente de coloración PC1) varió según 

el año de estudio en C. carbonaria (Tabla 4), teniendo las tortugas 

coloraciones con mayor brillo (menores valores de PC1) en 2018 que en 

2017 (2017: N = 14, media ± SD = 0.900 ± 0.212; 2018: N = 16, media ± SD = 

0.530 ± 0.425). 

Sp. 
Variable 

Dependiente 
Variable 

Independiente 
Estimate ± SE F gl P 

C
h

el
o

n
o

id
is

 
ca

rb
o

n
a

ri
a

 Peso Sexo (hembras) -74.18 ± 17.41 18.15 1 < 0.001 

Talla (PC) Sexo (hembras) -1.324 ± 0.279 22.47 1 < 0.001 

Condición Año (2018) 0.698 ± 0.327 4.563 1 0.041 

C
h

el
o

n
o

id
is

 
d

en
ti

cu
la

ta
 Peso Sexo (hembras) -86.97 ± 34.56 6.332 1 0.0127 

Talla (PC) Sexo (hembras) -0.594 ± 0.148 16.07 1 < 0.001 

Condición Año (2018) 0.307 ± 0.152 4.065 1 0.0453 

P
o

d
o

cn
em

is
 

u
n

if
il

is
 

Peso Sexo (hembras) -0.976 ± 0.639 3.536 1 0.0649 

 Año (2018) 2.527 ± 0.639 15.60 1 < 0.001 

Talla (PC) Año (2018) 0.693 ± 0.185 14.08 1 < 0.001 

Condición Infección Hep. 

(Inf.) 

0.843 ± 0.408 4.268 1 0.043 
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 De forma similar, en los ejemplares de C. denticulata el brillo de la 

coloración (componente de coloración PC1) fue superior (menores valores de 

PC1) en 2018 que en 2017 (Tabla 4) (2017: N = 109, media ± SD = 0.510 ± 

0.591; 2018: N = 67, media ± SD = - 0.270 ± 0.831). Además, los machos de C. 

denticulata tienen mayor brillo (menores valores de PC1) que las hembras 

(Tabla 4) (machos: N = 69, media ± SD = 0.090 ± 0.853; hembras: N = 107, 

media ± SD = 0.290 ± 0.732). El componente de coloración PC1 también varió 

según la localidad de estudio en C. denticulata, teniendo mayor brillo las 

tortugas de Chullachaqui (N = 21, media ± SD = - 0.170 ± 0.426) y CREA (N = 

78, media ± SD = - 0.010 ± 0.948) que las de Selva Viva (N = 19, media ± SD = 

0.760 ± 0.547) y Urku (N = 58, media ± SD = 0.470 ± 0.481) (Tabla 4, y 

análisis post hoc Tabla 5). La talla también afecto de manera significativa al 

componente PC1, alcanzando mayores niveles (menores valores de PC1) en 

individuos de mayor tamaño (signo negativo del estimate, Tabla 4). 

 En el caso de P. unifilus, los resultados del LM mostraron que la 

infección por hemoparásitos afectó significativamente al componente de 

coloración PC1 (Tabla 4, Figura 2). De forma más concreta, los ejemplares no 

infectados tuvieron mayor brillo (menor valor del componente PC1) que los 

infectados por Hepatozoon (No Infectados: N = 77, media ± SD = -0.750 ± 

1.136); Infectados: N = 6; media ± SD = 0.400 ± 0.389). Asimismo, al igual que 

en las otras dos especies de tortugas, las ejemplares de P. unifilis presentaron 

mayor brillo en su coloración (menores valores de PC1) en 2018 que en 2017 

(2017: N = 24, media ± SD = - 0.010 ± 0.602; 2018: N = 59, media ± SD = -

0.940 ± 1.199). La localidad de estudio también explicó de manera 

significativa la variación en brillo de la coloración de los ejemplares (Tabla 

4), teniendo menor brillo (mayores valores de PC1) las taricayas de 

Chullachaqui (N = 14, media ± SD = 0.240 ± 0.393) que las de CREA (N = 49, 

media ± SD = - 1.110 ± 1.224) y Selva Viva (N = 20, media ± SD = - 0.230 ± 

0.630) (Tabla 4, y análisis post hoc Tabla 6). Por último, la coloración PC1 

también varió con la talla de los ejemplares, siendo menor el brillo (mayores 

valores de PC1) en las tortugas de mayor tamaño (signo positivo del estimate, 

Tabla 4; Figura 3).  
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Tabla 4. Resumen de los modelos lineales finales que muestran el efecto de 

la infección por Hepatozoon en los distintos componentes de color (PC1, PC2 

y PC3) por especie, teniendo en cuenta el sexo, el año, la localidad de 

muestreo, la condición y la talla, así como la interacción entre el sexo y el 

estatus de infección por Hepatozoon. 

 

Sp. 
Variable 
Depend. 

Variable 
Independ. 

Estimate ± SE F gl P 

C
h

el
o

n
o

id
is

 
ca

rb
o

n
a

ri
a

 PC1 Año (2018) -0.365 ± 0.125 8.480 1 0.0069 

PC2 Infección Hep. (Inf.) -0.224 ± 0.249 4.526 1 0.0426 

 Año (2018) 1.357 ± 0.150 81.75 1 < 0.001 

PC3 - - - - - 

C
h

el
o

n
o

id
is

 d
en

ti
cu

la
ta

 

PC1 Sexo (hembras) 0.070 ± 0.101 4.848 1 0.0290 

 Año (2018) -0.915 ± 0.103 67.34 1 < 0.001 

 Talla (PC) -0.107 ± 0.048 4.902 1 0.0281 

 Localidad * Tabla 4 17.08 3 < 0.001 

PC2 Año (2018) 0.503 ± 0.107 48.39 1 < 0.001 

 Talla (PC) 0.111 ± 0.048 5.246 1 0.0232 

 Localidad * Tabla 4 35.96 3 < 0.001 

PC3 Infección Hep. (Inf.) 0.220 ± 0.201 4.445 1 0.036 

 Localidad * Tabla 4 8.983 3 < 0.001 

P
o

d
o

cn
em

is
 u

n
if

il
is

 

PC1 Infección Hep, (Inf.) 0.363 ± 0.260 6.897 1 0.0111 

 Talla (PC) 0.315 ± 0.105 3.488 1 0.0372 

 Localidad * Tabla 5 8.870 2 0.0042 

PC2 Sexo (hembras) 0.301 ± 0.190 4.920 1 0.0306 

 Año (2018) 0.197 ± 0.287 3.643 1 0.0615 

 Condición -0.254 ± 0.086 8.654 1 0.0047 

 Talla (PC) 0.392 ± 0.124 9.626 1 0.0030 

 Localidad * Tabla 5 30.61 2 < 0.001 

PC3 Infección Hep. (Inf.) 0.149 ± 0.393 4.500 1 0.0381 

 Año (2018) -1.259 ± 0.265 13.30 1 < 0.001 

 Talla (PC) 0.521 ± 0.159 10.72 1 0.0017 
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Tabla 5. Análisis post hoc (método de Tukey) para comprobar las diferencias de los distintos componentes de color (PC1, PC2 y 

PC3) en C. denticulata entre localidades.  

Chelonoidis 

denticulata 

PC1 PC2 PC3 

 Estimate ± SE t P Estimate ± 

SE 

t P Estimate ± 

SE 

t P 

Selva Viva – Urku -0.128 ± 

0.168 

-

0.767 

0.8656 -1.666 ± 

0.173 

-9.583 < 0.001 -0.202 ± 

0.207 

-0.974 0.7576 

Chullachaqui – Urku -1.129 ± 

0.163 

-

6.913 

< 0.001 0.156 ± 

0.169 

0.924 0.7862 0.788 ± 

0.203 

3.874 < 0.001 

Crea – Urku -0.413 ± 

0.109 

-

3.794 

< 0.001 -0.391± 

0.109 

-3.570 0.0026 -0.193 ± 

0.134 

-1.437 0.4679 

Chullachaqui – Selva 

Viva 

-1.000 ± 

0.192 

-

5.197 

< 0.001 1.182 ± 

0.200 

9.099 < 0.001 0.991 ± 

0.245 

4.033 < 0.001 

Crea – Selva Viva -0.285 ± 

0.163 

-

1.746 

0.2957 1.274 ± 

0.169 

7.506 < 0.001 0.008 ± 

0.200 

0.044 0.9999 

Crea – Chullachaqui 0.715 ± 0.161 4.421 < 0.001 -0.548 ± 

0.167 

-3.272 0.0066 -0.982 ± 

0.195 

-5.037 < 0.001 

 

Tabla 6. Análisis post hoc (método de Tukey) para comprobar las diferencias de los distintos componentes de color (PC1 y PC2) en 

P. unifilis entre localidades.  

Podocnemis unifilis PC1 PC2 

 Estimate ± SE t P Estimate ± SE t P 

Chullachaqui – Selva 

Viva 

0.654 ± 0.212 3.081 0.0087 1.242 ± 0.291 4.272 < 

0.001 Crea – Selva Viva -0.144 ± 0.174 -0.827 0.6862 -1.672 ± 0.255 -6.544 < 

0.001 Crea – Chullachaqui -0.797 ± 0.220 -3.624 0.0016 -2.914 ± 0.368 -7.910 < 

0.001  
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Figura 2. Variación en el brillo de las escamas (componente de coloración 

PC1, PCA1) en las extremidades de ejemplares de P. unifilis según la infección 

por Hepatozoon. Las barras de error representan los valores medios ± 95% 

del intervalo de confianza. 

 

Figura 3. Variación en el brillo de las escamas (componente de coloración 

PC1, PCA1) en las extremidades de ejemplares de P. unifilis según la talla de 

los individuos. 
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 El componente de coloración PC2 varió con la infección por 

Hepatozoon en ejemplares de C. carbonaria (Tabla 4), teniendo las tortugas 

infectadas menores valores de PC2 (y, por tanto, coloraciones con mayor 

contribución en longitudes de onda larga, lo que implica coloraciones más 

"rojizas") (Figura 4). Al mismo tiempo, este componente de coloración en 

esta especie varió según el año de estudio, presentando coloraciones menos 

rojizas en 2018 (N = 16, media ± SD = 1.048 ± 0.480) que en 2017 (N = 14, 

media ± SD = -0.326 ± 0.294) (signo positivo del estimate, Tabla 4). 

 

 

Figura 4. Variación en el componente de coloración PC2 (PCA2) en las 

extremidades de ejemplares de C. carbonaria según la infección por 

Hepatozoon. Las barras de error representan los valores medios ± 95% del 

intervalo de confianza. 

 

 En el caso de C. denticulata, el componente de coloración PC2 varió 

con el año, la talla y localidad de estudio (Tabla 4). De forma más específica, 

las tortugas presentaron coloraciones con mayor contribución de longitudes 

de onda largas, más "naranjas" (menores valores de PC2) en 2017 (N = 109, 
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media ± SD = -0.230 ± 0.940) que en 2018 (N = 67, media ± SD = - 0.450 ± 

0.493). Los ejemplares de C. denticulata presentaron coloraciones más 

“naranjas” (menores valores de PC2) en Selva Viva (N = 19, media ± SD = -

1.150 ± 0.433) y en Chullachaqui (N = 21, media ± SD = -0.270 ± 0.458) que 

en CREA (N = 78, media ± SD = 0.050 ± 0.692) y Urku (N = 58, media ± SD = 

0.400 ± 0.757) (Tabla 4, y análisis post hoc Tabla 5). Las tortugas de menor 

tamaño tuvieron un color más anaranjado (menores valores de PC2) que las 

de mayor tamaño (signo positivo del estimate, Tabla 4).  

 Por último, para el caso de P. unifilis, el componente de coloración PC2 

varió según el sexo, el año, la condición corporal, la talla y la localidad de 

estudio (Tabla 4). De forma más específica, los machos mostraron 

coloraciones más "anaranjadas" (menores valores de PC2) (machos: N = 24, 

media ± SD = - 0.3190 ± 0.881; hembras: N = 38, media ± SD = 0.070 ± 1.060). 

Aunque el año afectó de un modo marginal al PC2, las tortugas presentaron 

coloraciones más naranjas (menores valores de PC2) en 2017 (N = 24, media 

± SD = -0.252 ± 0.677) que en 2018 (N = 38, media ± SD = 0.039 ± 1.158). Los 

ejemplares de CREA tuvieron coloraciones más anaranjadas (N = 49, media ± 

SD = -0.560 ± 0.940) que las taricayas de Chullachaqui (N = 14, media ± SD = 

0.140 ± 0.436) y Selva Viva (N = 20, media ± SD = 0.270 ± 1.243) (Tabla 4, y 

análisis post hoc Tabla 6). Las taricayas con mayor condición corporal 

presentaron coloraciones más anaranjadas (menores valores de PC2) (signo 

negativo del estimate, Tabla 4; Figura 5). Finalmente, los individuos de P. 

unifilis de mayor talla presentaron coloraciones menos anaranjadas (mayores 

valores de PC2) (signo positivo del estimate, Tabla 4; Figura 6). 
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Figura 5. Variación en el componente de coloración PC2 (PCA2) en las 

extremidades de ejemplares de P. unifilis según la condición corporal.  

 

 

Figura 6. Variación en el componente de coloración PC2 (PCA2) en las 

extremidades de ejemplares de P. unifilis según la talla. 
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Ninguna variable explicó de manera significativa la variación en el 

componente de coloración PC3 en C. carbonaria (Tabla 3 y S4 en Anexos).  

 En el caso de los ejemplares de C. denticulata (Tabla 3), la infección 

por Hepatozoon afectó de manera significativa a la componente de coloración 

PC3 (contribución de las longitudes de onda media, colores "amarillos"), 

donde los individuos infectados presentaron mayores valores de PC3 

(coloraciones menos amarillas) que los ejemplares no infectados (signo 

positivo del estimate, Tabla 3; Figura 7). Los ejemplares de C. denticulata 

presentaron coloraciones más amarillas (menores valores de PC2) en CREA 

(N = 78, media ± SD = 0.030 ± 0.645), Selva Viva (N = 19, media ± SD = 0.050 

± 0.735) y Urku (N = 58, media ± SD = 0.210 ± 0.978) que en Chullachaqui (N 

= 21, media ± SD = 1.060 ± 0.596) (Tabla 3, y análisis post hoc Tabla 4).  

 

Figura 7. Variación en el componente de coloración PC3 (PCA3) en las 

extremidades de ejemplares de C. denticulata según la infección por 

Hepatozoon. Las barras de error representan los valores medios ± 95% del 

intervalo de confianza. 
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 Finalmente, en el caso de P. unifilis, los individuos infectados por 

Hepatozoon presentaron mayores valores de PC3 (coloraciones menos 

"amarillentas") que los ejemplares no infectados (signo positivo del estimate, 

Tabla 3; Figura 8). El componente de coloración PC3 también varió según el 

año de estudio, presentando las taricayas coloraciones más amarillentas en 

2018 (N = 59, media ± SD = - 0.670 ± 0.997) que en 2017 (N = 24, media ± SD 

= 0.200 ± 0.843). Por último y respecto a este componente de color, los 

individuos de esta especie de mayor tamaño presentaron un color menos 

amarillento (mayores valores de PC3) que las de menor tamaño (signo 

positivo del estimate, Tabla 3) (Figura 9).  

 

 

Figura 8. Variación en el componente de coloración PC3 (PCA3) en las 

extremidades de ejemplares de P. unifilis según la infección por Hepatozoon. 

Las barras de error representan los valores medios ± 95% del intervalo de 

confianza. 
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Figura 9. Variación en el componente de coloración PC3 (PCA3) en las 

extremidades de ejemplares de P. unifilis según la talla. 
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DISCUSIÓN 

 

En este estudio se han analizado las relaciones entre infección por 

Hepatozoon condición corporal y coloración en ejemplares de tres especies 

de tortugas amazónicas. Los principales resultados encontrados son: i) La 

prevalencia de infección por hemoparásitos fue similar entre las tres especies 

analizadas, con un rango de variación de entre el 7 y el 10% de prevalencia 

de infección. ii) La infección por Hepatozoon tuvo efectos significativos en la 

coloración de los individuos, presentando los individuos infectados 

coloraciones con menor brillo (P. unifilis) o coloración más “rojiza” (C. 

carbonaria) o menos amarilla (C. denticulata y P. unifilis). iii) En cambio, los 

ejemplares de P. unifilis infectados presentaron mejor condición corporal. iv) 

El peso y el tamaño variaron según el sexo, siendo generalmente los machos 

más pesados y de mayor tamaño que las hembras. v) La condición corporal, el 

tamaño y el peso variaron con el año de estudio según la especie de tortuga. 

vi) El año, la localidad de estudio y el tamaño explicaron la variación en los 

diferentes componentes de coloración. A continuación, se discutirán estos 

resultados en detalle. 

 

Prevalencia de parásitos sanguíneos en tres especies de quelonios amazónicos 

La información sobre la diversidad de parásitos de fauna silvestre es limitada 

y fragmentada, siendo particularmente crítica en hemoparásitos de reptiles 

(González et al., 2019). Tal brecha de conocimiento ha impulsado varios 

estudios de parásitos en quelonios amazónicos. Así, Martinele et al. (2016) 

estudiaron la prevalencia y diversidad genética de hemoparásitos de C. 

carbonaria y C. denticulata en Minas Gerais, sudeste de Brasil, hallando una 

prevalencia de infección por Haemoproteus spp. de 17.6 % en C. carbonaria y 

de 13.5 % en C. denticulata, no encontrando diferencias significativas entre 

machos y hembras en ninguna de las especies. En otro estudio, Batalla et al. 

(2015) determinaron microscópicamente la presencia de hemoparásitos en 

47 ejemplares de C. denticulata comercializadas en el mercado de Belén 



Sección II. Capítulo 2 

173 
 

(Iquitos, Perú), reportando una prevalencia de infección de Hepatozoon spp. 

(Haemogregarina) de 74%. En este estudio, ni el sexo ni ninguna variable 

asociada a la condición corporal (peso y hematocrito) estuvieron asociadas a 

la infección por hemoparásitos. Por su parte, Soares et al. (2014) estudiaron 

la prevalencia de infección por Hepatozoon spp. mediante observación 

microscópica en 72 ejemplares de vida libre de Podocnemis unifilis en Brasil, 

encontrando estos hemoparásitos en el 98% de las tortugas analizadas, y en 

una proporción de infección similar entre machos y hembras. Por último, de 

Oliveira et al. (2018) emplearon los mismos métodos moleculares de nuestro 

estudio para analizar muestras de sangre de siete ejemplares de vida libre de 

Podocnemis expansa (especie hermana de P. unifilis) en Brasil, encontrando 

que todas se encontraban infectadas por haemogregarinas, pero ninguna de 

ellas presentó infección por haemosporidios. 

 Nuestros resultados muestran una prevalencia de infección por 

Hepatozoon menor que en otros estudios. Las diferencias en la prevalencia de 

infección de hemoparásitos entre especies y poblaciones son generalmente 

atribuidas a variaciones ambientales que condicionan la presencia de 

vectores transmisores de estos parásitos (Bennett et al., 1993; Martínez-

Abraín et al., 2004; Martín et al., 2016; Marzal et al., 2017). En este sentido, 

los ejemplares de nuestro estudio se encontraban en centros de rescate y 

cuidado de fauna silvestre, por lo que el menor porcentaje de quelonios 

infectados por hemoparásitos en relación a las poblaciones silvestres y las 

destinadas al comercio se debió muy probablemente a un manejo en 

cautividad más eficiente de los animales en términos de limpieza y 

alimentación que limita el crecimiento de las poblaciones de sanguijuelas, 

mosquitos y otros vectores, tal y como apuntan Picelli et al. (2015) en su 

estudio de infección por hemoparásitos en tortugas en la Amazonía brasileña. 

Esta explicación también es válida para dar respuesta a las diferencias 

encontradas en la prevalencia de infección en C. denticulata entre los centros, 

sugiriendo que las condiciones de manejo y cuidado de esta especie en el 

centro Urku serían mejores que las que pudiera haber en el centro 

Chullachaqui. 
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Infección por Hepatozoon, coloración y condición corporal 

A pesar de que varios estudios han mostrado efectos negativos de la infección 

por Hepatozoon en mamíferos (Kegler et al., 2018; Kocan et al., 2000), 

serpientes (Madsen et al., 2005) y lacértidos (Wozniak et al., 1996), los pocos 

estudios en quelónidos que han analizado la posible patogenicidad de 

haemogregarinas no han reflejado ningún efecto negativo de la infección 

(Rossow et al., 2013; Picelli et al., 2014; Batalla et al., 2015). Nuestros 

resultados muestran que la infección por Hepatozoon tuvo claros efectos en 

la coloración de los individuos, presentando los individuos infectados 

coloraciones con menor brillo (P. unifilis) y coloración menos amarilla (C. 

denticulata y P. unifilis) o más rojiza (C. carbonaria). Estos cambios de 

coloración pueden tener efectos importantes, probablemente negativos, en la 

comunicación intra-específica. Hasta donde alcanza nuestro conocimiento, 

nuestra investigación es el primer estudio que muestra una relación negativa 

entre infección por Hepatozoon spp. y expresión de la coloración en 

quelónidos.  

 Otros estudios en otros grupos de reptiles han reportado resultados 

similares. Así, Molnár et al. (2013) encontraron que los machos del lagarto 

verde (Lacerta viridis) con gran carga de infección por Haemogragarina 

presentaban un menor brillo en las coloraciones del vientre y la garganta. 

Algo parecido ocurre con los machos de lagarto verdinegro (Lacerta 

schreiberi), donde los individuos con alta infestación por garrapatas 

(potencial vector de Hepatozoon, Vilcins et al., 2009) presentaban parches 

amarillos menos brillantes en la garganta (Megía-Palma et al., 2016a). Estos 

efectos negativos de los parásitos en la expresión de la coloración fueron 

posteriormente corroborados experimentalmente por Megía-Palma et al. 

(2018) en L. schreiberi. Dado que la producción de estos ornamentos 

coloreados puede ser costosa en términos energéticos o de 

inmunocompetencia asociada (Fitze et al., 2009; López et al., 2009; Cote et al., 

2010), la relación negativa observada entre el brillo del parche coloreado y la 

infección por hemoparásitos puede ser debida a una extracción de recursos 
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limitados por parte de los parásitos (Smith, 1993), o bien a un compromiso 

(trade-off) en la distribución de estos recursos limitados entre la producción 

de una respuesta inmune y la formación de ornamentos cromáticos (Olsson 

et al., 2013; Kopena et al., 2020). Los parásitos y patógenos producen un 

desajuste oxidativo en el hospedador, que utiliza antioxidantes como los 

carotenoides que tienen una función dual en el organismo y son limitados: 

por una parte, son utilizados como pigmentos, pero también son utilizados 

como antioxidantes necesarios para el desarrollo de las defensas del 

organismo ante una infección parasitaria (Begoña et al., 2001). Dado que la 

cantidad de antioxidantes es limitada, podría ocurrir un compromiso entre la 

producción de defensas anti-patógenos y la formación de ornamentos 

coloreados, donde la inversión en antioxidantes para neutralizar el efecto 

negativo de los parásitos repercutiría negativamente en la cantidad de 

pigmentos disponibles para la coloración y, por tanto, presentan una 

coloración más apagada (Pérez-Rodríguez, 2009). Así en dos especies de 

lagartijas existe una correlación negativa entre los niveles de metabolitos 

reactivos del oxígeno (ROM), resultantes de un mayor estrés oxidativo, y 

varios aspectos de la expresión de la coloración (Mészáros et al., 2019). Esta 

hipótesis ha sido comprobada experimentalmente en el galápago de florida 

(Trachemys scripta), donde la activación del sistema inmune conllevó costes 

que comprometieron la asignación de pigmentos a las franjas amarillas del 

mentón y las manchas rojas postorbitales (Ibáñez et al., 2014). 

En cambio, los ejemplares C. carbonaria infectados presentaron 

coloraciones más rojizas, lo que en principio podría considerarse un efecto 

positivo. Resultados similares fueron obtenidos por Megía-Palma et al. 

(2016b) estudiando la coloración ornamental estructural y la carga de 

hemoparásitos en el lagarto tizón (Gallotia galloti), encontrando que la carga 

parásita de hemoparásitos del género Karyolysus estuvo correlacionada 

positivamente con el croma de la coloración presente en la mejilla de los 

individuos, argumentando que sólo los individuos de gran calidad podrían 

tolerar la infección a la vez que producir una coloración fisiológicamente 

costosa (Molnár et al., 2012). 
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Por otro lado, los ejemplares de P. unifilis infectados presentaron 

mejor condición corporal. Esta relación positiva entre condición corporal e 

infección por hemoparásitos ha sido encontrada en estudios anteriores en 

mamíferos (Budischak et al., 2018), aves (Jiménez-Peñuela et al., 2019) y 

otras especies de reptiles como lacértidos (Amo et al. 2005b; Megía-Palma et 

al., 2016b) y caimanes (Marzal et al., datos no publicados). Los individuos con 

buena condición corporal presentan una mejor respuesta inmune, como se ha 

comprobado en aves (Navarro et al., 2003), serpientes (Ujvari y Madsen, 

2006) y lacértidos (Amdekar et al., 2018), lo que les confiere una mayor 

capacidad para resistir y sobreponerse a los efectos negativos de la infección 

por parásitos sanguíneos (Abbas et al., 2010; Schmid-Hempel, 2011). Si los 

hospedadores de baja condición corporal son más vulnerables y sufren una 

alta mortalidad cuando están infectados, tendría lugar una desaparición 

selectiva de individuos de baja calidad infectados en la población (Madsen et 

al., 2005; Marzal et al., 2016; Jiménez-Peñuela et al., 2019; Bichet et al., 2020, 

Lynsdale et al., 2020), lo que explicaría la relación positiva entre infección 

por parásitos y condición (Sánchez et al., 2018). 

 

Variación de peso, tamaño, condición corporal y componentes de coloración. 

Los machos presentaron mayor peso y tamaño que las hembras en C. 

carbonaria y C. denticulata. Este mayor tamaño ha sido detallado en estudios 

anteriores en tortugas terrestres (Berry y Shine, 1980), indicando que este 

dimorfismo sexual facilitaría el éxito reproductor de machos de mayor 

tamaño en estas especies al facilitar la cópula y otorgar una ventaja en el 

combate entre machos (Moskovits, 1988, Castaño-Mora y Lugo-Rugeles, 

1981). En el caso de P. unifilis, los machos presentaron mayor peso que las 

hembras, aunque su tamaño fue similar. Aunque las hembras suelen ser 

mayores en tortugas acuáticas como P. unifilis, puede haber muchas 

variaciones dependiendo de la región (Berry y Shine, 1980). 

 Los ejemplares analizados de P. unifilis presentaron mayor peso y 

tamaño en 2018 que en 2017. Igualmente, C. carbonaria y C. denticulata 

también tuvieron mayor índice de condición corporal en 2018 que en 2017, 
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lo que puede ser reflejo de variaciones interanuales en las condiciones 

ambientales (Miorando et al., 2015).  

 Por otro lado, en P. unifilis y C. denticulata, los individuos de mayor 

tamaño presentaron mayor brillo en sus parches coloreados en las 

extremidades. Este resultado podría explicarse por el riesgo de depredación 

dependiente de la edad. De esta forma, los individuos de menor tamaño 

(individuos más jóvenes) tendrían una coloración menos conspicua para 

evitar ser localizados por depredadores. En este sentido, se ha comprobado 

que la mayor depredación por diversas especies de aves, reptiles y 

mamíferos en estas tortugas ocurre en individuos juveniles (Salera-Junior et 

al., 2009; Vinke et al., 2008). Adicionalmente, los individuos jóvenes que aún 

no se han desarrollado a los niveles reproductivos no invertirían en 

ornamentos sexuales que no otorgarían ventaja evolutiva alguna y que 

podrían suponer además los ataques de otros individuos adultos por 

competencia reproductiva. 

 En conclusión, los resultados de nuestro estudio sobre la infección por 

Hepatozoon en tres especies de tortugas amazónicas muestran, por primera 

vez, que la infección por Hepatozoon tiene efectos negativos en la expresión 

de coloración de los ornamentos en quelonios, presentando los individuos 

infectados coloraciones con menor brillo y menos saturada, lo que podría 

afectar a los procesos de selección sexual y el fitness de los individuos 

infectados. Sería conveniente realizar más estudios que exploren las 

interacciones entre los parásitos sanguíneos de quelonios para profundizar 

en el papel que estos parásitos pueden desempeñar en la señalización 

mediante ornamentos coloreados y los procesos de selección sexual en sus 

hospedadores. 
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ANEXOS 

Tabla S1. Resumen de los modelos generales lineales iniciales (distribución 

binomial) que muestra el efecto del sexo, el año, interacción sexo-año, 

localidad de muestreo, talla y condición corporal sobre el estatus de infección 

por Hepatozoon en las tres especies de tortugas analizadas. 

 

Tabla S2. Post hoc análisis (método Tukey) que muestra las diferencias entre 

localidades de estudio a la hora de presentar infección por Hepatozoon en el 

caso de C. denticulata. 

Chelonoidis denticulata Infección por Hepatozoon 

 Estimate ± SE t P 

Chullachaqui – Crea 1.312 ± 0.577 2.27 0.1085 

Chullachaqui – Selva Viva 0.305 ± 0.645 0.47 0.9649 

Chullachaqui – Urku 2.115 ± 0.817 2.59 0.0506 

Crea – Selva Viva -1.007 ± 0.646 -

1.56 

0.4045 

Crea – Urku 0.802 ± 0.816 0.98 0.7595 

Selva Viva – Urku 1.809 ± 0.866 2.08 0.1608 

 

Sp. Variable 
Dependiente 

Variable 
Independiente 

F gl P 

C
h

el
o

n
o

id
is

 
ca

rb
o

n
a

ri
a

 

Infección Hep. 

Sexo  0.2773 1 0.5984 
Año 0.1933 1 0.6602 
Sexo x Año 0.0000 1 0.9999 
Localidad - - - 
Talla (PC) 0.6899 1 0.4062 
Condición 1.2201 1 0.2693 

C
h

el
o

n
o

id
is

 
d

en
ti

cu
la

ta
 

Infección Hep. 

Sexo  0.2766 1 0.5989 
Año 0.4569 1 0.4991 
Sexo x Año 0.0896 1 0.7647 
Localidad 9.7831 3 0.0205 
Talla (PC) 0.0477 1 0.8271 
Condición 0.0051 1 0.9433 

P
o

d
o

cn
em

is
 

u
n

if
il

is
 Infección Hep. 

Sexo  0.3687 1 0.5437 
Año 0.4434 1 0.5055 
Sexo x Año 0.0021 1 0.9633 
Localidad 0.7436 2 0.6894 
Talla (PC) 1.9373 1 0.1639 
Condición 0.2948 1 0.5871 
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Tabla S3. Resumen de los modelos lineales iniciales que muestran el efecto 

de la infección por Hepatozoon en el peso, talla y condición por especie, 

teniendo en cuenta el sexo, el año y la localidad de muestreo, así como la 

interacción entre el sexo y el estatus de infección por Hepatozoon. 

Sp. Variable 
Dependiente 

Variable 
Independiente 

F gl P 

C
h

el
o

n
o

id
is

 c
a

rb
o

n
a

ri
a

 

Peso Sexo  18.150 1 < 0.001 
 Año 0.0122 1 0.9129 
 Infección Hep. 1.1225 1 0.2987 
 Infección Hep. x Sexo 0.1315 1 0.7199 
Talla (PC) Sexo 22.470 1 < 0.001 
 Año 0.1711     1 0.6825 
 Infección Hep. 0.6548     1 0.4255 
 Infección Hep. x Sexo 0.0808 1 0.7785 
Condición Sexo 0.0000 1 1.0000 
 Año  4.5630 1 0.0415 
 Infección Hep. 1.5501 1 0.2238 
 Infección Hep. x Sexo 0.0670 1 0.7978 

C
h

el
o

n
o

id
is

 d
en

ti
cu

la
ta

 

Peso Sexo 6.3320  1 0.0127 
 Año  0.0060 1 0.9384 
 Infección Hep. 0.3112 1 0.5776 
 Infección Hep. x Sexo 0.0555 1 0.8140 
 Localidad 1.5078 3 0.2143 
Talla (PC) Sexo 16.070 1 < 0.001 
 Año  0.0027     1 0.9583 
 Infección Hep. 0.4929     1 0.4836 
 Infección Hep. x Sexo 0.0183     1 0.8925 
 Localidad 1.9218     3 0.1279 
Condición Sexo 0.0000 1 1.0000 
 Año 4.0650 1 0.0453 
 Infección Hep. 0.0044 1 0.9472 
 Infección Hep. x Sexo 1.1318 1 0.2889 
 Localidad 0.7704 3 0.5120 

P
o

d
o

cn
em

is
 u

n
if

il
is

 

Peso Sexo 3.5360 1 0.0649 
 Año 15.600 1 < 0.001 
 Infección Hep. 0.3605 1 0.5506 
 Infección Hep. x Sexo 2.7635 1 0.1021 
 Localidad 1.4700 2 0.2303 
Talla (PC) Sexo 1.4998 1 0.2257 
 Año 14.080 1 < 0.001 
 Infección Hep. 0.0763 1 0.7833 
 Infección Hep. x Sexo 2.2137 1 0.1425 
 Localidad 1.2966 2 0.2812 
Condición Sexo 0.0000 1 1.0000 
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Tabla S4. Resumen de los modelos lineales iniciales que muestran el efecto 

de la infección por Hepatozoon en los distintos componentes de color (PC1, 

PC2 y PC3) por especie, teniendo en cuenta el sexo, el año, la localidad de 

muestreo, la condición y la talla, así como la interacción entre el sexo y el 

estatus de infección por Hepatozoon. 

 Año 0.0322 1 0.8581 
 Infección Hep. 4.2680 1 0.0431 
 Infección Hep. x Sexo 0.2164 1 0.6436 
 Localidad 0.0162 2 0.9839 

Sp. Variable 
Dependiente 

Variable 
Independiente 

F gl P 

C
h

el
o

n
o

id
is

 c
a

rb
o

n
a

ri
a

 

PC1 Sexo 0.4421 1 0.5119 
 Año 8.480 1 0.0069 
 Infección Hep. 0.1991 1 0.6593 
 Infección Hep. x Sexo 1.6195 1 0.2158 
 Localidad - - - 
 Talla (PC) 0.8573 1 0.3626 
 Condición  0.0303 1 0.8633 
PC2 Sexo 0.0042    1 0.9489 
 Año 81.75 1 < 0.001 
 Infección Hep. 4.526    1 0.0426 
 Infección Hep. x Sexo 0.9595    1 0.3375 
 Localidad - - - 
 Talla (PC) 2.9647    1 0.0969 
 Condición  0.5679    1 0.4584 
PC3 Sexo 0.3042 1 0.5860 
 Año 0.9723 1 0.3329 
 Infección Hep. 0.2064 1 0.6535 
 Infección Hep. x Sexo 0.0574 1 0.8128 
 Localidad - - - 
 Talla (PC) 1.0311 1 0.3186 
 Condición 0.0714 1 0.7916 

C
h

el
o

n
o

id
is

 d
en

ti
cu

la
ta

 PC1 Sexo  4.848 1 0.0290 
 Año 67.34 1 < 0.001 
 Infección Hep. 0.9799    1 0.3236 
 Infección Hep. x Sexo 0.3994    1 0.5283 
 Localidad 17.08 3 < 0.001 
 Talla (PC) 4.902 1 0.0281 
 Condición 0.0524    1 0.8192 
PC2 Sexo  0.5669    1 0.4525 
 Año 48.39 1 < 0.001 
 Infección Hep. 0.6684    1 0.4147 
 Infección Hep. x Sexo 0.4073    1 0.5242 
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 Localidad 35.96 3 < 0.001 
 Talla (PC) 5.246 1 0.0232 
 Condición 2.6066    1 0.1082 
PC3 Sexo  0.0718    1 0.7890 
 Año 0.0001    1 0.9919 
 Infección Hep. 4.445 1 0.0364 
 Infección Hep. x Sexo 0.2018    1 0.6538 
 Localidad 8.983 3 < 0.001 
 Talla (PC) 0.2505    1 0.6173 
 Condición 0.3416    1 0.5596 

P
o

d
o

cn
em

is
 u

n
if

il
is

 

PC1  Sexo  0.4113 1 0.5239 

 Año 1.2233 1 0.2734 
 Infección Hep. 6.897 1 0.0111 
 Infección Hep. x Sexo 0.7194 1 0.4001 
 Localidad 8.870 2 0.0042 
 Talla (PC) 3.488 1 0.0372 
 Condición 0.2392 1 0.6267 
PC2 Sexo  4.920 1 0.0306 
 Año 3.643 1 0.0615 
 Infección Hep. 0.0638   1 0.8015 
 Infección Hep. x Sexo 0.0482   1 0.8269 
 Localidad 30.610 2 < 0.001 
 Talla (PC) 9.626 1 0.0030 
 Condición 8.654 1 0.0047 
PC3 Sexo  0.0000 1 0.9952 
 Año 13.300 1 < 0.001 
 Infección Hep. 4.500 1 0.0381 
 Infección Hep. x Sexo 0.2698 1 0.6056 
 Localidad 0.7426 2 0.4805 
 Talla (PC) 10.720 1 0.0017 
 Condición 0.8122 1 0.3712 
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Figura S1. Análisis post hoc (método Tukey) que muestra las diferencias 

entre localidades de muestreo para los distintos componentes de color de los 

individuos de C. denticulata: A) PC1, B) PC2, C) PC3 (Tabla 4); y P. unifilis: D) 

PC1, E) PC2 (Tabla 5). 
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RESUMEN 

 

Los hemoparásitos pueden afectar el comportamiento y la fisiología de sus 

hospedadores vertebrados con consecuencias directas sobre su 

supervivencia y éxito reproductor. Elevadas tasas de infección por parásitos 

en reptiles podrían influir en la capacidad competitiva de las especies y, en 

última instancia, en la estructura de las comunidades. Aunque las especies 

más comunes de hemoparásitos intracelulares en reptiles pertenecen al 

género Hepatozoon, estos parásitos han sido escasamente estudiados en 

cocodrilianos (caimanes y cocodrilos). Además, la mayor parte de estos 

estudios en reptiles se centran en la caracterización molecular y descripción 

morfológica, pero pocos indagan en su patología y sus consecuencias a nivel 

ecológico. Este estudio no solo analiza las diferencias de prevalencia de 

Hepatozoon en dos especies de cocodrilos amazónicos (Caiman crocodilus y 

Crocodilus acutus) procedentes de centros de recuperación, teniendo en 

cuenta distintas categorías de edad, sino que además considera sus efectos 

sobre la condición corporal. Nuestros resultados mostraron una prevalencia 

de Hepatozoon del 14% en el caso de C. crocodilus, mientras que este 

hemoparásito estuvo ausente en el caso de C. acutus.  Esto podría deberse a 

que C. acutus habita en agua con alta salinidad como lagunas o estuarios, 

donde las larvas del mosquito Culex (uno de los principales vectores de 

Hepatozoon) no podrían desarrollarse de forma adecuada. Por su parte, C. 

crocodilus no alcanza prevalencias tan altas como las encontradas en otros 

estudios realizados en condiciones naturales, lo cual podría explicarse por las 

condiciones de limpieza y mantenimiento en cautividad. Nuestros resultados 

revelan que, en el caso de C. crocodilus, la categoría de edad explica el estatus 

de infección por Hepatozoon, mostrando una mayor prevalencia en los 

subadultos (relacionado con un mayor tiempo de exposición a vectores). 

Finalmente, y contrariamente a lo esperado, observamos que los individuos 

infectados tuvieron una mejor condición, lo que podría explicarse si los 

individuos infectados con peor condición hubieran ido desapareciendo 

selectivamente de la población. Este estudio no solo aporta evidencias 
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moleculares sobre la prevalencia de Hepatozoon en cocodrilianos, sino que 

además muestra efectos sobre la condición corporal, lo cual tendría una 

importancia clave a la hora de desarrollar estrategias de conservación para 

estas especies en peligro. 
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INTRODUCCIÓN 

 

Las especies de Hepatozoon son protozoos apicomplexos que infectan una 

amplia gama de hospedadores vertebrados e invertebrados, e incluyen los 

hemoparásitos intracelulares más comunes y de distribución más amplia que 

se encuentran en los reptiles (Telford, 1984; 2009). La patogenicidad de la 

infección por estos parásitos no está clara, y los resultados de los estudios 

analizando los efectos negativos en sus hospedadores reptilianos han 

arrojado resultados inconclusos. Por un lado, varios estudios han mostrado 

que las infecciones por Hepatozoon son perjudiciales para los reptiles. Así, en 

la tortuga gigante de Malasya (Orlitia borneensis) se ha observado anemia y 

bajos niveles de hemoglobina asociados con altas parasitemias de 

hemogregarinas (Knotková et al., 2005). En serpientes, Miyamoto y Mello 

(2007) registraron que la infección por Hepatozoon aceleró la destrucción de 

glóbulos rojos en la cascabel tropical austral (Crotalus durissus terrificus), lo 

que podría provocar anemia en esos individuos. Igualmente, Wozniak et al. 

(1996) descubrieron letargo severo, necrosis celular y anorexia en tres 

especies de lagartos (Sceloporus undulatus, Eumeces obsoletus y Sceloporus 

poinsetti) cuando se infectaron experimentalmente con Hepatozoon mocassini; 

no obstante, estas especies de lacértidos nos son hospedadores naturales de 

H. mocassini, por lo que la alta patogenicidad observada podría ser debida a 

la ausencia de un historia co-evolutiva entre los sistema defensivos del 

hospedador y el patógeno (Schmid-Hempel, 2011). Por otro lado, otros 

autores describen la ausencia de efectos patógenicos de la infección por 

Hepatozoon en reptiles. Así, Brown et al. (2006) analizó los efectos de la 

infección por hemogregarinas en la serpiente Tropidonophis mairii, no 

hallando ninguna evidencia de efectos negativos en la condición corporal, 

tasa de crecimiento, tasa de alimentación, comportamiento antidepredador, 

capacidad locomotora y éxito reproductor de los individuos infectados. En 

otro estudio, Damas-Moreira et al. (2014) no encontraron diferencias 

significativas en la eficacia biológica de individuos de la lagartija andaluza 

(Podarcis vaucheri) infectados y no infectados por Hepatozoon. Por su parte, 
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Marzal et al. (2017) no encontraron efectos negativos de la infección por 

Hepatozoon en la condición corporal y tamaño de galápagos leprosos 

(Mauremys leprosa). Igualmente, se ha observado que los efectos de las 

haemogregarinas varían enormemente entre especies de lacértidos de la 

misma familia. Así, la infección por heamogregarinas tuvo un efecto negativo 

en la condición corporal de lagartijas carpetanas (Iberolacerta cyreni) (Amo 

et al., 2004), pero no en lagartos ocelados (Timon lepidus) (Amo et al., 2005a). 

 El orden Crocodylia (suborden Eusuchia) consta de 24 especies de 

aligátores, caimanes, cocodrilos y gaviales de distribución casi cosmopolita, 

que habitan en lugares tropicales y subtropicales (Stevenson, 2019). Debido a 

la alteración y destrucción de su hábitat, la caza indiscriminada y el tráfico 

ilegal, muchas poblaciones de estos reptiles se encuentran amenazadas 

(Ponce-Campos et al., 2012). De hecho, del total de especies de cocodrilianos, 

siete se encuentran en peligro crítico de conservación, cuatro están 

catalogadas como vulnerables y las doce restantes están identificadas como 

de bajo riesgo, si bien se necesita una información actualizada de estas 

especies con menor riesgo de amenaza (IUCN, 2021). En una reciente 

revisión se ha mostrado que el 63% de las especies de cocodrilianos son 

infectadas frecuentemente por parásitos sanguíneos apicomplexos, siendo el 

género Hepatozoon uno de los más diversos y abundantes (Duszynski et al., 

2020). Por ejemplo, Hepatozoon serrei se ha descrito parasitando al caimán 

protruso (Paleosuchus trigonatus) (Smith, 1996), H. crocodilinorum en el 

aligátor americano (Alligator mississippiensis) (Davis et al. 2011), H. pettiti en 

el cocodrilo del Nilo (Crocodylus niloticus) (Leslie et al., 2011) y en el 

cocodrilo marino (Crocodylus porosus) (Duszynski et al., 2020), H. sheppardi 

en el cocodrilo del Nilo (Santos Dias, 1952), mientras que H. caimani ha sido 

hallado infectando a ejemplares del yacaré overo (Caiman latirostris) (Smith, 

1996), el yacaré (C. yacare) (Viana et al., 2010; Soares et al., 2017a) y el 

caimán blanco (C. crocodylus) (Lainson et al., 2003; Soares et al., 2017b). 

 Sin embargo, a pesar del creciente número de estudios descriptivos de 

la prevalencia, morfología, diversidad y relaciones filogenéticas de los 

parásitos del género Hepatozoon en cocodrilos, caimanes y aligátores (Bouer 
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et al., 2017; Duszynski et al., 2020), los posibles efectos negativos de estos 

parásitos en la eficacia biológica de este grupo de reptiles han sido 

escasamente analizados. Los pocos estudios realizados apenas han 

encontrado efectos perjudiciales en sus hospedadores, sugiriendo que los 

parásitos del género Hepatozoon son de baja o nula patogenicidad en 

cocodrilianos (Lovely et al., 2007; Leslie et al., 2011; Soares et al., 2017a). 

Teniendo en cuenta las amenazas para la supervivencia de muchas 

poblaciones de estos reptiles, el estudio de cualquier fuente potencial de 

mortalidad o estrés, como pueden ser los parásitos sanguíneos, resulta 

prioritario para su conservación. 

 En este estudio, analizaremos la relación entre infección por 

Hepatozoon spp. y la condición corporal en individuos de varias clases de 

edad de dos especies de cocodrilianos neotropicales con problemas de 

conservación, el caimán blanco (Caiman crocodylus) y el cocodrilo americano 

(Crocodylus acutus). Para ello utilizamos métodos moleculares para la 

detección de parásitos en individuos de estas dos especies procedentes de 

centros de recuperación de fauna de la Amazonía peruana. Predecimos que, 

si la infección por Hepatozoon fuera perjudicial, ésto se reflejaría en una 

condición corporal menor de los individuos infectados. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

Especies de estudio 

El caimán blanco (C. crocodylus), también conocido en Perú como caimán de 

anteojos o lagarto blanco, es el caimán con la distribución más amplia en el 

neotrópico, habitando en diferentes tipos de cursos de agua dulce, ciénagas y 

pantanos por toda la franja intertropical americana, desde México hasta el 

centro de Brasil, estando también presente en todo Centroamérica 

(Balaguera-Reina y Velasco, 2019). La especie ha sido objeto de explotación 

para la alimentación local y con fines comerciales, tanto para el comercio 

nacional como internacional (Caldwel, 2017). Por ello, se han iniciado planes 

específicos para su conservación en varios países de Sudamérica (Velasco y 

Balaguera-Reina, 2018). 

 El cocodrilo americano (C. acutus), también llamado en Perú cocodrilo 

de Tumbes, tiene una amplia distribución en ambas costas de la región 

neotropical del continente americano, desde Sinaloa (México) hasta el norte 

de Perú en la costa Pacífica, y desde el extremo sur de Florida hasta los llanos 

del Orinoco (noreste de Venezuela) en el Atlántico, incluyendo Cuba, Jamaica 

y Haití (Ernst et al., 1999, Thorbjarnarson, 2010). Es un cocodrilo de gran 

tamaño (hasta 6 m de longitud), siendo el segundo cocodrilo más grande de 

América. A pesar de su amplia distribución, es una especie en peligro de 

extinción, catalogada como vulnerable por la Unión Internacional para la 

Conservación de la Naturaleza (IUCN) debido a la disminución de sus 

poblaciones por la destrucción y pérdida de hábitats y la caza furtiva (Ponce-

Campos et al., 2012).  

 

Localidades de estudio y captura de ejemplares 

En el presente estudio se examinaron ejemplares de C. crocodilus (N = 35) 

que estaban alojados en tres centros de recuperación de fauna localizados en 

la Amazonía peruana, y de C. acutus (N = 68) en un zoocriadero de Tumbes 

(Perú). Todos los animales se encontraban en el centro desde hacía varios 

meses. Los ejemplares de los centros amazónicos habían sido donados por la 
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Autoridad Regional Ambiental (ARA) de las regiones de San Martín y Loreto 

(Perú) tras la incautación de los ejemplares por tráfico ilegal de especies en 

sus respectivas regiones. La época de recolección de datos transcurrió en los 

meses de junio de 2017 (ambas especies) y 2018 (únicamente C. crocodilus 

en CREA). 

 El primer centro es el "Centro de Rescate Amazónico (CREA)" de 

Iquitos (3°53’0”S, 73°21’4”W), en la región de Loreto, que se encuentra 

ubicado en el Km 4.5 de la carretera – Iquitos Nauta, al suroeste de la ciudad 

de Iquitos. Aquí se capturaron y tomaron medidas de ejemplares de C. 

crocodilus (N = 28). Los ejemplares de mayor tamaño de esta especie se 

encontraban en recintos individuales de 3 x 5 m2, con una altura de 1.5 m y 

una profundidad de agua de 0.5 m con diversas islas artificiales donde poder 

salir a tierra firme. Los ejemplares de menor tamaño se encontraban en 

recintos similares en grupos de 3 – 5 individuos. El segundo de los centros es 

"Selva Viva", situado a 11.6 Km del centro de Tarapoto (6°26’54”S, 

76°28’19”W). Aquí se realizó la toma de datos y muestras de ejemplares de C. 

crocodilus (N = 5) que residían en un gran recinto cerrado de 40 x 100 m2 de 

superficie y una gran laguna central con 1 m de profundidad que ocupaba el 

80% de la superficie del recinto. El tercer centro, "Chullachaqui", se 

encuentra a 15.5 Km del centro de la ciudad de Tarapoto, en el camino de 

Yurimaguas (6°27’49”S, 76°19’3”W). Aquí se pudieron tomar datos y 

muestras de ejemplares de C. crocodilus (N = 2). Los caimanes de este parque 

se encontraban alojados en dos corrales diferentes de madera con una 

superficie de 6 m2 cada uno; cada corral tenía una piscina central de 0.5 m de 

profundidad para permitir la inmersión. La toma de datos de los ejemplares 

de C. acutus (N = 68) se realizó en el centro de acuicultura "Tuna Carranza" 

(3°30’36”S, 80°23’46”W), un criadero experimental de C. acutus con fines de 

repoblación perteneciente al Fondo Nacional de Desarrollo Pesquero 

(FONDEPES), que se encuentra ubicado en el distrito y provincia de Tumbes 

en la Región Tumbes. Los ejemplares se hallaban separados por edades en 

recintos de dimensiones 15 x 12 m2, y cada corral tenía una piscina central de 

1 m de profundidad para permitir el baño.  
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Biometría, determinación del sexo, edad y condición corporal  

Los cocodrilos fueron sujetados e inmovilizados de forma manual con la 

ayuda de lazos Palmer (Orjuela, 2009; Rueda-Almonacid et al., 2007). Tan 

pronto era inmovilizado fuera del agua se le colocó una toalla húmeda sobre 

los ojos y se le sostuvo firmemente para restringir su movimiento y 

minimizar su estrés (Choperena y Ceballos, 2016; Dood, 2016). 

Posteriormente se llevó a cabo el proceso de marcaje diseñado para la 

identificación de los individuos para su identificación posterior como parte 

de un estudio a largo plazo. Para ello, se realizaron unas pequeñas 

hendiduras con una sierra en el borde de las placas dorsales de la cola, 

utilizando como referencia el código de marcaje individualizado propuesto 

por Bolton (1994) (Figura 1.A y 1.B). 

 

 

 

Figura 1. A) Esquema de sistema de marcaje utilizado para la identificación 

individual en cocodrilianos (Imagen obtenida de García-Grajales et al., 2016). 

B) Imagen del proceso de marcaje utilizado para la identificación individual 

en cocodrilianos (Imagen de un ejemplar de C. crocodilus analizado en el 

CREA, Iquitos). 
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 Con el fin de estimar los valores de condición corporal en los 

individuos se tomaron como muestras biométricas la 'longitud total' (desde 

el vértice de la mandíbula hasta el final de la cola), utilizando una cinta 

métrica de precisión ±1 mm, y el 'peso' mediante el uso de una balanza digital 

con precisión de ±10 g. El sexo de los ejemplares de C. acutus se determinó 

explorando la cloaca mediante tacto digital o usando un rinoscopio para 

separar los bordes de la misma y comprobar los genitales mediante el 

palpado digital (Webb et al., 1984; Ziegler y Olbort, 2007). Los datos fueron 

recogidos en hojas estandarizadas junto con la identidad (ID), el número 

individual de cada cocodrilo tras haber sido marcadas o reconocidas por una 

marca previa.  

 La edad se estimó atendiendo a estudios previos de datación según el 

tamaño, estableciendo cuatro categorías (neonato, juvenil, subadulto y 

adulto) en el caso de C. crocodilus (Velasco y Ayarzagüeña, 1995; Balaguera-

Reina et al., 2018) y cinco categorías de edad (neonato, juvenil I, juvenil II, 

subadulto y adulto) para C. acutus (Lander, 2003; Pérez y Escobero-Galván, 

2007; Seijas, 2011) (Tabla 1). 

 

Tabla 1. Número de ejemplares de las dos especies de caimanes analizados 

según su categoría de edad y la localidad de estudio. El tamaño muestral total 

fue de 140 individuos. 

Especie Localidad 
Neonato 

(< 50 cm) 
Juvenil 

(51–120 cm) 
Subadulto 

(121–180 cm) 
Adulto 

(> 181 cm) 

Caiman 
crocodilus 

CREA 7 21 0 0 

Chullacha-
qui 

0 1 1 0 

Selva Viva 0 0 4 1 

  
Neonato 

(< 60 cm) 
Juvenil I 

(61-120 cm) 
Juvenil II 

(121–180 cm) 
Subadulto 

(181–240 cm) 
Adulto 

(> 241 cm) 
Crocodilus 
acutus 

Tuna 
Carranza 

0 1 19 34 14 
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Para el cálculo de la condición corporal se utilizó el denominado 

Factor de Condición Corporal de Fulton o Índice de Fulton (K) (Ricker, 1975). 

Este índice ha sido usado ampliamente para describir el estado físico de 

numerosos vertebrados (Hayes y Shonkwiler, 2001) incluyendo varias 

especies de cocodrilos, como el cocodrilo de pantano (Crocodylus moreletii) 

(Cedeño-Vázquez et al., 2011; Mazzotti et al., 2012), aligátor americano (A. 

mississippiensis) (Zweig et al., 2014) y caimán de anteojos (C. crocodilus) 

(Grant et al., 2013; Barão-Nóbrega et al., 2018). 

 El índice de Fulton (K) se calcula siguiendo la fórmula: 

 

donde W es el peso del caimán en g, L es la longitud total en cm, b es el 

exponente de escala (que es isométrico y, por lo tanto, igual a tres). El 

resultado se multiplica por 10 elevado a la potencia de n para obtener una 

unidad y n se elige de manera que la media de K sea mayor que 1; en este 

caso, n = 4. 

 

Toma de muestras sanguíneas 

A cada ejemplar se le tomó una muestra de sangre (aproximadamente 50 μl) 

mediante una punción en la vena coccígea, ubicada en el seno caudal de la 

base de la cola. Para ello se emplearon jeringuillas de plastico de 1 o 5 ml con 

agujas desechables heparinizadas con un calibre variable, desde 27G hasta 

21G, en función de las dimensiones del individuo (Zhang, 2011). Se 

emplearon agujas y jeringuillas diferentes para cada individuo, con el fin de 

evitar la contaminación de las muestras, así como la transmisión de 

patógenos de individuos infectados a sanos. Antes de la toma de muestra se 

limpió la zona de punción con etanol al 96%. La forma más efectiva de 

acceder a esta vena es mediante la sujeción de la cola con el animal 
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inmovilizado y la mandíbula asegurada mediante cinta aislante, y la 

introducción de la aguja en la zona media dorsal con un ángulo de 45° 

apuntando a las vértebras coxígeas a través de la junta entre las escamas. Una 

vez que se toca una vértebra, se mueve cuidadosamente la jeringa y, si es 

necesario, se retira lentamente la aguja con el fin de llegar a la vena. Una vez 

realizada la extracción se presionó la zona de punción con un algodón hasta 

comprobar que no sangraba. Todos los ejemplares fueron devueltos a su 

lugar de captura en perfectas condiciones en un tiempo inferior a 10 min, y 

controlados por el personal de cada centro en los días posteriores a la toma 

de muestra, no registrándose ninguna alteración en su estado. La sangre 

recogida se almacenó en un vial con 500 µl de SET buffer (0.015 M NaCl, 0.05 

M Tris, 0.001 M EDTA, pH 8.0) (Sambrook et al., 1989) a temperatura 

ambiente para análisis moleculares posteriores.  

 

Detección molecular de parásitos sanguíneos 

El ADN genómico fue extraído de todas las muestras de sangre recolectadas 

en este estudio usando el kit de purificación de ADN genómico GeneJET ™ 

(Thermo Scientific Inc., referencia # K0722) de acuerdo con las instrucciones 

del fabricante. Se utilizó el ADN genómico diluido (25 ng/ul) como molde en 

una reacción en cadena de la polimerasa anidada (PCR anidada) para 

detectar la presencia de Hepatozoon spp. En la primera PCR los primers 

utilizados fueron HEMO1 y HEMO2 (Perkins y Keller, 2001). Se realizaron 25 

ciclos con el siguiente perfil térmico: 30 s a 90° C para desnaturalizar el ADN, 

otros 30 s a 50° C para el alineamiento con los primers, y 2 min a 72° C para 

la extensión. Este proceso se realizó en el modelo de termociclador 

SimpliAmp Thermal Cycler, de Life Technologies. Posteriormente se realizó 

una segunda PCR, empleando como molde 2 μl del producto amplificado de la 

primera PCR, utilizando HepF300 y Hep900 como primers (Ujvari et al. 

2004). El perfil se mantuvo en esta segunda PCR, pero se realizaron 35 ciclos 

en lugar de 25. Para verificar que el proceso de la PCR fue correcto se colocó 

1 control negativo cada 8 muestras y 2 controles positivos cada 42 muestras. 

Para evaluar la amplificación del ADN se corrieron 2.5 μl del producto de la 
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PCR final en un gel de agarosa al 1%. En el gel de agarosa se agregaron 6 μl de 

marcador de ADN (DNA ladder) por cada línea de pocillos. El gel de 

electroforesis fue revelado en un documentador de geles BioRad GelDoc™XR. 

 

 

Análisis estadísticos 

Para comprobar si existen diferencias en la prevalencia de los parásitos 

sanguíneos entre las diferentes especies se empleó el test de la Chi-Cuadrado. 

Para el caso de C. crocodilus (la única especie en la que se detectaron 

parásitos; ver resultados) se utilizaron tests de la Chi-Cuadrado para analizar 

variaciones en la prevalencia de infección entre edades, localidades de 

estudio y años.  Se emplearon Modelos Lineales Generales (GLM), separados 

para cada especie, para averiguar si existían diferencias significativas en la 

condición corporal de los individuos según si estaban infectados o no por 

Hepatozoon, y dependiendo de la edad, sexo (en el caso de C. acutus), 

localidades de estudio (en el caso de C. crocodilus) y años. Todos los análisis 

se realizaron utilizando el software SPSS 24.0, estableciendo el nivel de 

significancia en α = 0.05 para todas las pruebas estadísticas; aunque también 

se indicaron resultados marginalmente significativos (0.05 < P < 0.10). 
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RESULTADOS 

 

Prevalencia de infección por Hepatozoon según especies 

Encontramos diferencias significativas en la prevalencia de infección de 

Hepatozoon spp. entre las dos especies de caimanes (Chi cuadrado test: χ2 = 

10.210; g.l. = 1; P = 0.001). De manera más específica, la prevalencia de 

infección fue de 14.23% en C. crocodrilus, mientras que ningún C. acutus 

estaba infectado por Hepatozoon. 

  

Prevalencia de infección por Hepatozoon según edad, año y localidad de estudio  

La prevalencia de infección en C. crocodilus varió significativamente según la 

localidad de estudio (Chi cuadrado test: χ2 = 10.033; g.l. = 2; P = 0.007). De 

manera más detallada, la prevalencia de infección fue de 7.14% en los 

ejemplares del CREA y del 60% en Selva Viva. Mientras que en Chullachaqui 

ningún individuo de C. crocodrilus estaba infectado por Hepatozoon. 

 En relación a las categorías de edad, también hubo diferencias 

significativas en la prevalencia de infección en C. crocodilus (Chi cuadrado 

test: χ2 = 10.352; g.l. = 3; P = 0.016). En concreto, la prevalencia de infección 

más alta fue encontrada en los individuos subadultos (60%, N = 5), seguido 

de los ejemplares juveniles (9.1%, N = 22). Por el contrario, ningún ejemplar 

neonato (N = 7), ni adulto (N = 1) estaba infectado. 

 Finalmente, no hubo diferencias significativas en la prevalencia de 

infección de Hepatozoon spp. en C. crocodilus entre los dos años de estudio 

(2017: 13.04%, N = 23; 2018: 16.67%, N = 12; Chi cuadrado test: χ2 = 0.085; 

g.l. = 1; P = 0.771).  

 

Condición corporal vs. infección por Hepatozoon, edad y año de estudio 

Mediante un Modelo Lineal General (GLM) se analizó si la infección por 

Hepatozoon, el grupo de edad de los ejemplares analizados y el año de 
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estudio influía significativamente en la condición corporal (índice de Fulton) 

de los individuos (Tabla 2). 

 La condición corporal fue mayor en individuos infectados (N = 5; 

media ± SD = 4.527 ± 0.807 que en los no infectados (N = 30, media ± SD =  

3.323 ± 0.732) (Figura 2).  

 

Tabla 2. Factores explicando la variación en la condición corporal (índice de 

Fulton) en C. crocodilus. Se empleó un GLM con la edad, el año de estudio y la 

infección por Hepatozoon como variables explicativas. El tamaño de muestra 

fue de 35 individuos. 

Variable Suma de cuadrados  
tipo III 

g.l. F P 

Edad 5.474 3 14.212 0.013 

Año de estudio 0.820 1 2.128 0.155 

Localidad de estudio 0.251 2 0.644 0.429 

Infección Hepatozoon 2.048 1 5.318 0.028 

 

 

Figura 2. Variación en la condición corporal (índice de Fulton) en ejemplares 

de C. crocodilus según la infección por Hepatozoon. Las barras de error 

representan los valores medios ± 95% del intervalo de confianza. 
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 La condición corporal de los individuos de C. crocodilus fue 

significativamente menor en los neonatos (N = 7, media ± SD = 2.64 ± 0.45) 

que en el resto de categorías de edad (juveniles: N = 22, media ± SD = 3.48 ± 

0.65; subadultos: N = 5, media ± SD = 4.76 ± 0.56; Adultos: N = 1, media = 

3.49) (Bonferroni post-hoc test: todas las P < 0.010); de manera similar, la 

condición corporal de los subadultos fue superior a la del resto de ejemplares 

con diferentes categorías de edad (Bonferroni post-hoc test: todas las P < 

0.001). La condición corporal de los adultos y juveniles fue similar 

(Bonferroni post-hoc test: P > 0.05) (Figura 3). 

 

 

Figura 3. Variación en la condición corporal (índice de Fulton) en ejemplares 

de C. crocodilus según la categoría de edad. Las barras de error representan 

los valores medios ± 95% del intervalo de confianza. 
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 No hubo diferencias en la condición corporal de los individuos de C. 

crocodilus examinados en el CREA entre los dos años de estudio (2017: N = 

23, media ± SD = 3.38 ± 0.89; 2018: N = 12, media ± SD = 3.73 ± 0.72). 

Tampoco hubo diferencias entre localidades de estudio en la condición 

corporal de ejemplares de C. crocodilus (Tabla 2) (Selva Viva: N = 5, media ± 

SD = 4.54 ± 0.80; CREA: N = 28, media ± SD = 3.29 ± 0.71; Chullachaqui: N = 2, 

media ± SD = 3.81 ± 1.11).  

 En el caso de C. acutus, donde no se detectó ningún individuo infectado 

por Hepatozoon, se empleó un Modelo Lineal General (GLM) para comprobar 

si la categoría de edad y el sexo de los ejemplares analizados tenía un efecto 

significativo sobre la condición corporal (índice de Fulton) de los individuos 

(Tabla 3). La condición corporal varió con la edad de los individuos, siendo 

significativamente mayor en los subadultos (N = 34, media ± SD = 5.38 ± 

1.25) que en el resto de categorías de edad (Juvenil I: N = 1, media = 3.78; 

Juvenil II: N = 19, media ± SD = 3.88 ± 0.63; Adulto: N = 14, media ± SD = 4.46 

± 0.74) (Bonferroni post-hoc test: todas las P < 0.010) (Figura 4). En lo que 

respecta al sexo, no hubo diferencias en la condición corporal entre machos y 

hembras (machos: N = 53, media ± SD = 4.72 ± 1.14; hembras: N = 12, media 

± SD = 4.85 ± 1.41). 

 

Tabla 3. Factores explicando la variación en la condición corporal (índice de 

Fulton) en C. acutus. Se empleó un GLM con la edad y el sexo de los individuos 

como variables explicativas. El tamaño de muestra fue de 68 individuos. 

 

Variable Square-sum 

III 

g.l. F P 

Edad 5.633 3 4.076 0.048 

Sexo 0.158 1 0.114 0.736 
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Figura 4. Variación en la condición corporal (índice de Fulton) en ejemplares 

de C. acutus según la categoría de edad. Las barras de error representan los 

valores medios ± 95% del intervalo de confianza. 
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DISCUSIÓN 

En este estudio se han examinado las relaciones entre condición corporal e 

infección por Hepatozoon en un caimán y un cocodrilo neotropicales. Los 

principales resultados encontrados son: i) Solo se deectó infección por 

Hepatozoon en C. crocodilus, mientras que ningún C. acutus examinado 

presentó infección ii) La edad y la localidad de estudio explicaron 

significativamente las diferencias en prevalencia de infección en C. crocodilus. 

iii) Los individuos de C. crocodilus infectados por Hepatozoon tuvieron mayor 

condición corporal que los no infectados. iv) La condición corporal varió 

significativamente según la categoría de edad en los ejemplares de las dos 

especies, presentando en ambos casos mayor condición corporal los 

individuos subadultos. A continuación se discutirán pormenorizadamente 

cada uno de estos resultados. 

 

Prevalencia de Hepatozoon en dos especies de caimanes neotropicales y 

variaciones según localidad de estudio 

En Sudamérica, H. caimani ha sido descrito como la única especie de 

Hepatozoon que parasita a C. latirostris (Smith, 1996; Duszynski et al., 2020), 

C. crocodilus (Lainson et al., 2003; Duszynski et al., 2020) y C. yacare (Lainson 

et al., 2003; Viana et al., 2010a; Duszynski et al., 2020). Teniendo en cuenta 

esta singularidad, y a pesar de que en nuestro estudio no hemos secuenciado 

el ADN de las muestras infectadas para identificar la especie de Hepatozoon, 

los parásitos hallados en C. crocodilus en nuestro estudio probablemente 

pertenezcan a H. caimani, de acuerdo con las revisiones de los parásitos de 

cocodrilianos de Tellez (2014) y Duszynski et al. (2020). 

 La prevalencia de infección por Hepatozoon difirió claramente entre 

los géneros de caimanes analizados: C. crocodilus presentó una prevalencia 

de infección de un 14%, mientras que ningún C. acutus estuvo infectado por 

Hepatozoon. Estas diferencias pueden deberse a variaciones en la presencia o 

abundancia de vectores transmisores de Hepatozoon en los hábitats de 

ambas especies o en los centros de recuperación donde se encontraban. Los 
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mosquitos Culex son los vectores naturales de H. caimani, donde tiene lugar la 

fase esporogónica (Lainson et al., 2003; Viana et al., 2010b). A pesar de ello, 

la posibilidad de que los hospedadores invertebrados infectados sean 

ingeridos por los caimanes es muy pequeña (Lainson et al., 2003; Paperna y 

Lainson, 2003), y la depredación de vertebrados insectívoros infectados 

(peces, ranas u otros anfibios) parece ser la principal vía de transmisión de H. 

caimani (Viana et al., 2012; Pereira et al., 2014). C. acutus suele habitar en 

cuerpos de agua permanente como lagunas costeras y estuarios. Las aguas de 

estos hábitats tienen mayor salinidad que las de ríos y otras zonas de agua 

dulce, lo que disminuye la supervivencia de las larvas de los mosquitos del 

género Culex, entre otros (Kengne et al. 2019). Por tanto, la menor 

abundancia de vectores transmisores de Hepatozoon en zonas costeras y 

salobres disminuirían la abundancia de infección en potenciales 

hospedadores paraténicos como anuros y peces, lo que explicaría la ausencia 

de infección por H. caimani en C. acutus. 

 Sin embargo, basándose solo en observaciones microscópicas, otros 

estudios han descrito prevalencias por Hepatozoon spp. en C. acutus. Por 

ejemplo, Enríquez et al. (2014) mostraron una prevalencia del 16% en 

ejemplares del mismo centro que nuestro estudio (zoocriadero Tuna 

Carranza). Hasta donde alcanza nuestro conocimiento, no hay ningún otro 

estudio microscópico o molecular que muestre la infección por Hepatozoon 

en esta especie. Soares et al. (2017a) apuntan a que la validez de 

identificación al microscopio del género Hepatozoon en muchos trabajos 

publicados es cuestionable, debido a que las características morfológicas de 

los gametocitos son similares a las de otros apicomplejos, por ejemplo, 

Haemogregarina. Además, la falta de información sobre el ciclo de vida y / o 

molecular, para la confirmación de este género, contribuye a aumentar estas 

dudas. Es posible que los parásitos observados por Enríquez et al. (2014) 

pertenezcan realmente al género Haemogregarina y no a Hepatozoon, dado 

que durante muchos años ha habido confusión en la asignación a uno u otro 

género de parásitos en cocodrilianos (Lainson et al. 2003; Tellez, 2014; 

Duszynski et al. 2020). En apoyo a esta idea, se ha descrito la infección por 
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sanguijuelas, principal vector de Haemogregarina, en C. acutus (García-

Grajales y Buenrostro-Silva, 2011).  

 Nuestros resultados muestran una prevalencia de infección por 

Hepatozoon en los individuos examinados en cautividad de C. crocodilus 

menor que en otros estudios realizados en poblaciones de vida libre en Brasil 

(80%) (Bouer et al., 2017; Soares et al., 2017b) y Perú (90%) (Erazo y 

Capunay Becerra, 2020), pero similar (10%) a la hallada en poblaciones en 

cautiverio en Perú (Rojas et al., 2011). Las variaciones en la prevalencia de 

infección de parásitos sanguíneos entre poblaciones son habitualmente 

atribuidas a diferencias ambientales que condicionan la abundancia de 

vectores transmisores de estos parásitos (Martínez-Abraín et al., 2004; 

Martín et al., 2016; Marzal et al., 2017). Alternativamente, estas diferencias 

también pueden deberse a unas condiciones de cautividad adecuadas de 

manejo y de bajo estrés que minimicen la presencia de vectores y la 

inmunosupresión de los animales cautivos (Derraik, 2005; Manolis y Webb, 

2016). Estas hipótesis también son válidas para explicar las variaciones 

encontradas en la prevalencia de Hepatozoon entre localidades de estudio, 

donde, entre otros factores anteriormente citados, las diferencias en la 

densidad de hospedadores vertebrados y de vectores pueden explicar las 

disparidades observadas (Grenfell y Dobson, 1998). 

 

Variaciones en la prevalencia de Hepatozoon según edad 

Los individuos subadultos de C. crocodrilus presentaron una mayor 

prevalencia de infección que los ejemplares juveniles. Estos resultados 

concuerdan con los hallados por Viana et al. (2010a) en C. yacare en Pantanal 

(Brasil), sugiriendo que los caimanes se infectan por primera vez en la edad 

juvenil, cuando su dieta cambia de la ingestión de invertebrados a la 

depredación de anuros y peces (Viana et al., 2010a), hospedadores 

paraténicos de H. caimani (Viana et al., 2012; Pereira et al., 2014). 

Igualmente, la mayor prevalencia en individuos subadultos que en juveniles 

puede explicarse por la sucesión y acumulación de infecciones a lo largo de la 

vida del caimán (Viana et al., 2010a), por la viabilidad y persistencia de H. 
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caimani en sus hospedadores (Davis y Johnston, 2000), tal y como se ha 

observado en infecciones por hemoparásitos en lagartijas (Amo et al., 

2005b), serpientes (de Vieira-Santos et al., 2005) y cocodrilos (Leslie et al., 

2011). 

 

Condición corporal vs. infección por Hepatozoon 

Los efectos negativos de la infección por Hepatozoon presentan gran 

variabilidad entre los hospedadores que infectan. Por ejemplo, en mamíferos, 

se han descrito patologías graves e incluso mortalidad asociada a las 

infecciones por Hepatozoon en coyotes (Canis latrans) (Kocan et al., 2000) y 

en hienas (Crocuta crocuta) (East et al., 2008). En algunas especies de reptiles 

se ha observado que la infección por Hepatozoon spp. puede provocar anemia 

y anomalías en las células sanguíneas, resultando en inmunosupresión 

(Telford, 1984). También se ha observado necrosis hepatocelular en tres 

especies de lagartos infectados experimentalmente con H. mocassini 

(Wozniak et al., 1996). En la pitón acuática (Liasis fuscus) se han descrito 

efectos negativos en el crecimiento, condición corporal, éxito reproductor y 

supervivencia asociados a la infección por estos hemoparásitos (Madsen et 

al., 2005; Ujvari y Madsen, 2006). En el aligátor americano (A. mississipiensis) 

se ha reportado anemia en ejemplares infectados por haemogregarinas, si 

bien no queda claro si esta anemia es provocada por los parásitos sanguíneos 

o por la alta infección por sanguijuelas presentes en los ejemplares 

analizados (Barnett et al., 1999) 

 A pesar de estos efectos negativos, los pocos estudios realizados en 

cocodrilianos han mostrado que muchas especies son capaces de tolerar la 

presencia de infección y no sufren apenas efectos patógenos. En el caso del 

cocodrilo del Nilo (C. niloticus), dos estudios no encontraron diferencias 

significativas entre individuos infectados y no infectados por H. pettiti en 

ninguno de los valores de hematología clínica estudiados (Lovely et al., 2007; 

Leslie et al., 2011). También se ha descrito en esta especie de cocodrilo una 

mayor longitud en adultos infectados que en los no infectados de la misma 

clase de edad (Leslie et al., 2011). Asimismo, en el yacaré no se observó 
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ningún cambio histopatológico en el hígado y pulmones de individuos 

infectados por H. caimani (Soares et al., 2017a), ni tampoco efectos negativos 

en el peso de los ejemplares estudiados (Viana et al., 2010a). Esta ausencia de 

efectos negativos ha llevado a pensar que los parásitos de Hepatozoon no son 

patogénicos en sus hospedadores cocodrilianos (Leslie et al., 2011). En 

nuestro estudio, hemos encontrado que aquellos individuos infectados 

presentaron mayores índices de condición corporal que los no infectados, lo 

que podría ir en la línea de estudios anteriores que han mostrado una 

ausencia de efectos negativos de Hepatozoon en las especies de caimanes y 

cocodrilos analizados. Sin embargo, otra posible explicación de estos 

resultados estaría asociada a una desaparición selectiva de individuos de baja 

calidad infectados en la población, tal y como se ha planteado en aves (Marzal 

et al., 2016; Jiménez-Peñuela et al., 2019; Bichet et al., 2020), mamíferos 

(Lynsdale et al., 2020) y otras especies de reptiles (Amo et al., 2005b; Madsen 

et al. 2005; Marzal et al., 2017). Siguiendo esta idea, se ha comprobado en 

reptiles que los individuos con baja condición corporal presentaban una 

menor respuesta inmune (Ujvari y Madsen, 2006), lo que puede conducir a 

peores defensas frente a parásitos sanguíneos (Abbas et al., 2010; Schmid-

Hempel, 2011). Si los hospedadores de baja condición corporal sufren una 

alta mortalidad cuando están infectados, únicamente aquellos individuos con 

una buena condición inicial podrían tener unas buenas defensas que les 

permitiera contrarrestar los efectos negativos de la infección y sobrevivir, lo 

que conduciría a observar una relación positiva entre infección por parásitos 

y condición (Budischak et al., 2018; Sánchez et al., 2018). 

 

Variaciones en la condición corporal según edad y localidad de estudio 

La condición corporal varió significativamente según la categoría de edad en 

los ejemplares de C. crocodilus y C. acutus, presentando en ambas especies 

uuna mayor condición corporal los individuos subadultos que los juveniles. 

De manera similar, Ojeda-Adame et al. (2020) analizaron varios índices de 

condición corporal en C. acutus, mostrando que los individuos adultos y 

subadultos presentaban mayores valores de estos índices que los ejemplares 
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juveniles. Igualmente, Mazzotti et al. (2012) analizaron la condición corporal 

de cocodrilos del pantano (C. moreletii), observando que los adultos tenían 

mayor condición corporal que cocodrilos de menor edad. Estas diferencias 

posiblemente sean debidas a que, generalmente, los cocodrilos adultos y 

subadultos ocupan hábitats con mejores recursos que los juveniles y/o tienen 

un mejor acceso a comida de mayor contenido nutricional (Mazzotti et al., 

2012), o bien a las diferencias en dieta entre grupos de edad, donde el 

consumo de invertebrados (insectos y crustáceos) disminuye conforme 

avanza la edad en favor de presas mayores como peces y mamíferos 

(Balaguera-Reina et al., 2018; Wallace and Leslie, 2008; Adame et al., 2018), 

cuyo aporte proteico representa un mayor valor nutricional (Hernández-

Hurtado et al., 2018). 

 Por último, nuestros resultados mostraron que la condición corporal 

no varió entre localidades de estudio en C. crocodilus. En estudios de 

poblaciones de vida libre se han observado variaciones en la condición 

corporal entre localidades de estudio en esta especie (Santos et al., 1994) y 

en A. mississipiensis (Delany et al., 1999), atribuyendo estas variaciones a 

diferencias en la diversidad, cantidad y tamaño de presas entre localidades. 

En cambio, otros estudios en condiciones naturales de vida libre no 

encontraron diferencias en la condición corporal entre localidades en 

poblaciones silvestres de cocodrilo enano (Osteolaemus tetraspis) (Shirley et 

al., 2017), A. mississipiensis (Zweig et al., 2003) y C. moreletii (Mazzotti et al., 

2012). En cautividad, la condición corporal y salud de los individuos depende 

principalmente de las instalaciones, alimentación y manejo adecuado de los 

ejemplares (Brien et al., 2007), por lo que nuestros resultados sugieren 

condiciones de manejo y alimentación similares entre los centros. 

 En conclusión, en este estudio se han examinado las relaciones entre 

infección por Hepatozoon y condición corporal en ejemplares de un caimán y 

un cocodrilo neotropicales, encontrando una mayor infección en individuos 

subadultos en C. crocodilus, lo que sugiere que la infección podría ser por 

ingestión de vertebrados infectados por el cambio en la dieta a partir de la 

edad juvenil. Este cambio de dieta con mayor aporte nutricional también 
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puede explicar la mayor condición corporal de los individuos subadultos en 

ambas especies. La infección por Hepatozoon varió significativamente entre 

localidades de estudio en C. crocodilus, indicando la importancia de las 

condiciones de manejo en cocodrilos en cautividad. Por último, los individuos 

de C. crocodilus infectados por Hepatozoon tuvieron mayor condición 

corporal que los no infectados, lo que podría sugerir unos mayores efectos 

negativos de la infección en individuos de peor calidad. Estudios 

longitudinales o experimentales que aporten más información sobre las 

dinámicas de la infección por Hepatozoon y sus efectos en la eficacia biológica 

en cocodrilianos serían de gran importancia para la conservación de estas 

especies en peligro. 
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RESUMEN 

Los anfibios son el grupo de animales vertebrados más amenazado del 

planeta. Más del 70% de las especies de anfibios están actualmente en 

declive, y alrededor del 41% de las casi 6600 especies de anfibios del mundo 

están en peligro de extinción. Junto con la pérdida de hábitat, la 

contaminación y el cambio climático, las enfermedades infecciosas 

provocadas por parásitos son los principales factores que causan la 

disminución a gran escala de la diversidad de especies. Los anfibios albergan 

una amplia variedad de patógenos que afectan su historia de vida y aptitud 

del hospedador. Además de hongos (como el causante de la quitridiomicosis), 

los anfibios pueden albergar muchos otros parásitos menos conocidos que 

pueden comprometer su supervivencia. En este sentido, se han descrito 

hemoparásitos intraeritrocíticos y extracelulares, que van desde protozoos 

hasta nematodos, así como patógenos intracelulares menos conocidos que 

pueden causar infecciones bacterianas o virales. Una revisión actualizada de 

los estudios y el conocimiento que tenemos sobre estos parásitos sanguíneos 

es crucial, ya que pueden contribuir al éxito de las medidas de conservación 

de los anfibios. En este capítulo revisaremos la ecología y diversidad de 

parásitos que afectan a los anfibios, estudiando los vectores que los 

transmiten y el impacto que tienen en las estrategias vitales de sus 

hospedadores, poniendo en relevancia el papel que juegan en el descenso de 

las poblaciones de anfibios en un escenario de cambio global. Por último, 

abordaremos las posibles medidas de conservación y recomendaremos en 

qué aspectos pueden incidir estudios futuros. 
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INTRODUCCIÓN 

Entre todos los vertebrados, las especies pertenecientes a la Clase Amphibia 

son las únicas que todavía están estrechamente ligadas a hábitats tanto 

terrestres como acuáticos, que son fundamentales para la supervivencia y 

reproducción de estos animales. Por ello, estas especies tienen una estrategia 

de vida dual, en la que pueden vivir en tierra y agua alternativamente, 

aunque, excepcionalmente, algunas especies habitan solo en la tierra y otras 

únicamente en el medio acuático. La subclase Lissamphibia contiene todos 

los especímenes vivos, que se agrupan en tres órdenes modernos: Anura o 

Salientia - el grupo de sapos, ranas y ranas arborícolas; Urodela o Caudata - 

grupo de tritones y salamandras; y Gymnophiona o Apoda - grupo de Cecilia, 

o anfibios sin extremidades, que son animales tropicales menos conocidos 

(Frost et al., 2008; Carroll, 2009). 

Aunque todos los anfibios son ectotérmicos y la mayoría sufren 

metamorfosis (a excepción de algunas salamandras, como el ajolote 

(Ambystoma mexicanum)), existen grandes diferencias entre los grupos en 

cuanto a caracteres ontogenéticos e historia de vida que hacen que estos 

animales tengan la mayor diversidad de estrategias reproductivas entre 

todos los tetrápodos vertebrados (Fox, 1984; Haddad y Prado, 2005). 

Generalmente, cuando termina el período larvario y los animales abandonan 

el medio acuático, gracias al desarrollo de las extremidades y la respiración 

pulmonar, los individuos están expuestos a nuevas amenazas como 

fluctuaciones climáticas, diferentes depredadores y enfermedades 

transmitidas por vectores. La piel de los anfibios es fina y se encuentra muy 

vascularizada, lo que permite el intercambio de gases a través de ella. Así, 

además de la respiración aérea a través de los pulmones, los anfibios utilizan 

su piel húmeda como una superficie respiratoria secundaria. Sin embargo, 

debido a la alta vascularización de la piel y la proximidad a hábitats acuáticos, 

que son aptos para la reproducción de vectores, los anfibios son altamente 

susceptibles a una amplia gama de vectores hematófagos (como sanguijuelas 

y dípteros hematófagos) que transmiten una amplia variedad de 

hemoparásitos. Además, las larvas de insectos infectadas pueden sobrevivir y 
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penetrar más fácilmente cuando se depositan sobre la piel húmeda de los 

anfibios que sobre la piel seca de otros animales, como en el caso de la 

transmisión de la filariasis (Causey, 1939). 

Los anfibios son el grupo de animales vertebrados más amenazado 

(Stuart et al., 2004), siendo las enfermedades e infecciones uno de los 

principales factores que causan la disminución a gran escala de la diversidad 

de especies, junto con la pérdida de hábitat, la contaminación y el cambio 

climático (Beebee y Griffiths, 2005). Se sabe que estos animales albergan una 

amplia variedad de parásitos (Mitchell, 2007) que afectan la historia de vida 

y la aptitud del hospedador (revisado por Møller et al., 1990). En el contexto 

de la conservación de los anfibios, la quitridiomicosis es una de las 

enfermedades más conocidas y letales (Readel y Goldberg, 2010); sin 

embargo, los anfibios pueden albergar muchos otros parásitos que pueden 

comprometer su supervivencia. En este sentido, se han descrito 

hemoparásitos intraeritrocíticos y extracelulares, que van desde protozoos 

(Davies y Johnston, 2000; Acosta et al., 2013) hasta nematodos (Baker, 2008; 

D'Bastiani et al., 2018), así como parásitos intracelulares menos conocidos 

que pueden causar infecciones bacterianas o virales (Davies y Johnston, 

2000; Davis et al., 2009). 

Por lo tanto, el estudio y el conocimiento sobre estos parásitos 

sanguíneos son cruciales, ya que pueden contribuir al éxito de las medidas de 

conservación de los anfibios, y también porque la transmisión de 

enfermedades transmitidas por vectores puede estar relacionada con otros 

factores clave, como el cambio climático, la pérdida de hábitats y los cambios 

en el uso del suelo (Patz y Olson, 2006; Olson et al., 2010). A lo largo de este 

capítulo revisaremos la biología y diversidad de parásitos que afectan a los 

anfibios, analizando los vectores que los transmiten y el impacto que tienen 

en los anfibios, sobre todo en el papel que juegan en el descenso de las 

poblaciones de anfibios en un escenario de cambio global. Por último, 

abordaremos las posibles medidas de conservación y recomendaremos en 

qué aspectos pueden incidir estudios futuros. 
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DIVERSIDAD DE HEMOPARÁSITOS EN ANFIBIOS 

Los anfibios son un grupo de animales vertebrados ampliamente 

distribuidos, lo que crea un nicho favorable para una gran diversidad de 

hemoparásitos en diferentes partes del mundo (Schmid-Hempel, 2011). 

Muchos estudios apoyan esta idea. 

 Por ejemplo, un estudio sobre la diversidad de parásitos sanguíneos 

en anfibios de Ontario (Canadá) determinó la presencia diferencial de 

especies de Trypanosoma, Haemogregarina, Lankesterella, Babesiasoma y 

Thrombocytozoons, así como dos especies de microfilarias (probablemente 

Foleyella spp.) y de dos formas intraeritrocíticas (virus y organismos 

Rickettsia) en seis especies de anuros (Barta y Desser, 1984). Otro estudio de 

anuros en Sudáfrica determinó la presencia de parásitos intraeritrocíticos, 

mostrando que 15 de las 29 especies de anuros estudiadas estaban infectadas 

con hemoparásitos. Entre los parásitos se encontraron Hepatozoon, 

Dactylosoma y organismos virales o bacterianos, así como parásitos 

extracelulares que incluyen tripanosomas y nematodos microfiláridos 

(Netherlands et al., 2015). 

 Por su parte, Desser (2001) realizó un estudio descriptivo de la fauna 

de hematozoarios en siete especies de anuros en Costa Rica (Trachycephalus 

typhonius, Lithobates forreri, Lithobates vaillanti, Eleutherodactylus fitzingeri, 

Smilisca baudinii, Leptodactylus melanonotus y Rhinella marina). Sus 

resultados incluyeron virus icosaédricos intraeritrocíticos e intraleucocíticos, 

Rickettsia (Aegyptianella sp.), Lankesterella minima, dos especies de 

Hepatozoon, dos especies desconocidas de Apicomplexa, nueve tipos 

distintos de tripanosomas y dos especies de microfilarias. Lithobates vaillanti, 

que es una especie de anuro acuático, mostró la mayor diversidad de especies 

parasitarias. Asimismo, Guerrero y Ayala (1977) realizaron un estudio en la 

selva amazónica del Perú y encontraron infecciones por tripanosomas, 

haemogregarinas y microfilarias en la especie de anuro Ameerega trivittata. 

Teniendo en cuenta la amplia distribución de los anuros en todo el mundo, 

otros ejemplos han aportado más datos sobre los tripanosomas que infectan 

a los anuros en Canadá (Boulianne et al., 2007), Brasil (Lemos et al., 2008), 
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Argentina (Cabagna-Zenklusen et al., 2009), Nigeria (Omonona y Ekpenko, 

2011), Lituania (Žičkus, 2002), Panamá (Bernal y Pinto, 2016) e Irán (Rajabi 

et al., 2017). 

 Por el contrario, la diversidad de hemoparásitos que infectan a 

urodelos y cecilias es mucho menor, quizás debido a la biología de estos 

animales o, simplemente, porque han sido poco estudiados. Hay algunos 

casos registrados de infecciones sanguíneas en salamandras por 

tripanosomas (Reichenbach-Klinke y Elkan, 1965), así como por 

Haemogregarina o Pirhemocyton (Dasgupta et al., 1996) y bacterias Rickettsia 

(Davis y Cecala, 2010). El orden de los anfibios Gymnophiona, o Cecilia ha 

recibido menos atención y se han informado muy pocos casos de parásitos 

sanguíneos. Por ejemplo, se ha descrito una especie del género Hepatozoon 

en la sangre de Cecilia de la isla de Silhouette, en las Seychelles (Harris et al., 

2014). 

 De forma general, los hemoparásitos intraeritrocíticos registrados en 

anfibios comprenden Haemogregarina, Plasmodium, Aegyptianella, 

Haemoproteus y Lankesterella (Reichenbach-Klinke y Elkan, 1965; Barta y 

Desser, 1984; Readel y Goldberg, 2010; Campbell y Ellis, 2007). 

Haemogregarina spp. y Aegyptianella spp. son organismos intraeritrocíticos 

comunes y se consideran de baja patogenicidad; sin embargo, pueden causar 

anemia en algunos animales, por lo que la tasa de glóbulos rojos afectados 

puede tener un impacto en el pronóstico (Wright, 2001; Campbell y Ellis, 

2007). Además, se han detectado otros parásitos intracelulares de identidad 

incierta, como los que causan infecciones virales y bacterianas (Davies y 

Johnston, 2000; Davis et al., 2009; Davis y Cecala, 2010). Los parásitos 

sanguíneos extracelulares que se encuentran en los anfibios incluyen 

tripanosomas y nematodos filariales. Sin embargo, aún no se conoce la 

importancia clínica de estos organismos (Campbell y Ellis, 2007; Readel y 

Goldberg, 2010). A su vez, los nematodos del orden Filarioidea se pueden 

encontrar tanto en el torrente sanguíneo como en el sistema linfático anfibio 

(Reichenbach-Klinke y Elkan, 1965; Cabagna-Zenklusen et al., 2011). A 
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continuación revisaremos en detalle cada uno de los principales grupos de 

hemoparásitos presentes en anfibios. 

 

MICROFILARIAS 

Los nematodos sanguíneos, o filarias, consisten en un grupo de nematodos 

que pueden ocurrir en el torrente sanguíneo, tejido conectivo o cavidades 

serosas de anfibios adultos expuestos a vectores en la naturaleza (Anderson, 

2000). La microfilaria es una etapa temprana en el ciclo de vida de los 

parásitos nematodos que pertenecen a la familia Onchocercidae (Anderson, 

2000). La morfología de estos organismos consiste en una faringe cilíndrica 

con una porción muscular anterior y una porción glandular posterior; los 

machos tienen alas caudales bien desarrolladas y colas en espiral (Smyth y 

Wakelin, 1994). Las hembras sexualmente maduras de estos gusanos liberan 

microfilarias en el torrente sanguíneo del vertebrado hospedador, que 

corresponden a las etapas prelarvales (D’Bastiani et al., 2018). Estas formas 

se pueden ver en sangre periférica, como se muestra en la Figura 1. 
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Figura 1. (A–D) Microfilária observada en Rhinella marina (Linnaeus, 1758). 

El frotis de sangre está depositado en la colección biológica GERPH-UN* con 

el código UNAL:GERPH:MEH062.  

http://ciencias.bogota.unal.edu.co/index.php?id=430. La escala en la figura 

se corresponde con 20μm. * Colección Biológica GERPH, Departamento de 

Biología, Universidad de Colombia. 

 

Como la identificación por microscopía completa de estos organismos 

hasta el nivel de especie requiere el estudio de adultos y la determinación 

molecular aún no es común, las infecciones generalmente se registran solo 

como microfilarias. Estos nematodos requieren hospedadores intermediarios 

(vectores artrópodos hematófagos) para completar sus ciclos de vida. Cuando 

son ingeridas por vectores adecuados (como mosquitos o moscas; Blaxter, 

2003), las microfilarias se convierten en larvas infecciosas que se inoculan o 

depositan en la piel del siguiente hospedador durante la picadura del insecto 

(Anderson, 2000). Los vectores de microfilarias, que potencialmente incluyen 

http://ciencias.bogota.unal.edu.co/index.php?id=430
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mosquitos de los géneros Culex y Aedes (Causey, 1939), pueden ser más 

abundantes en hábitats deforestados (McKenzie, 2007), donde se ha visto 

que los anuros pueden tener altas densidades de microfilarias (McKenzie y 

Starks, 2008). Otras especies filarioides pueden transmitirse por picaduras 

de mosquitos (Diptera: Ceratopogonidae) (Desportes, 1942). Las hembras de 

nematodos filariales, como Foleyellides striatus, ovipositan microfilarias 

larvarias en el torrente sanguíneo de Lithobates vaillanti, y de esta manera, 

las larvas pueden vivir en las cavidades del cuerpo de este anuro. 

Los análisis moleculares de la filogenia de los nematodos basados en 

secuencias de ADN ribosómico apoyan la monofilia de este filo, que se divide 

en cinco clados principales (Dorylaimia, Enoplia, Spurina, Tylenchina y 

Rhabditina). Cada uno de estos clados contiene especies parásitas (Blaxter et 

al., 1998), y los nematodos filariales pertenecen al clado Spurina. Según estos 

análisis filogenéticos moleculares, se produjeron varias transiciones 

independientes en las formas de vida libres de los parásitos a lo largo de la 

diversificación evolutiva de los nematodos (Dorris et al., 2002; Blaxter, 

2011). Aunque los informes de nematodos filariales en anfibios son poco 

frecuentes, existen registros de que pueden parasitar una amplia gama de 

hospedadores (principalmente anuros), por lo que tienen una distribución 

cosmopolita. Dentro del género Foleyellides se han descrito especies como F. 

striatus en Lithobates montezumae y L. berlandieri en México (Ochoterena y 

Caballero, 1932; Caballero, 1935), F. ranae en L. catesbeianus en Louisiana 

(Walton, 1929), F. duboisi en Pelophylax ridibundus en el norte de Palestina 

(Witenberg y Gerichter, 1944) y F. confusa en Fejervarya vittigera en Filipinas 

(Schmidt y Kuntz, 1969). En Argentina se pueden encontrar otros ejemplos 

de hospedadores anuros infectados por microfilarias, como Leptodactylus 

spp. (Schurmans-Stekhovek, 1951) y Rhinella fernandezae (Cabagna-

Zenklusen et al., 2009, 2011), y en Perú, como Ameerega trivittata (Guerrero 

y Ayala, 1977). Los signos de infección son generalmente vagos, pero 

ocasionalmente es posible detectar las especies de filaridos cuyos adultos se 

encuentran en sacos linfáticos como nódulos serpentinos o crestas debajo de 

la piel (Densmore y Green, 2007). 
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Los miembros de la subfamilia Waltonellinae (Orden Spirurida - 

Suborden Spirurina) son parásitos de anuros ampliamente distribuidos (Bain 

y Prod’hon, 1974). Dentro de esta subfamilia, los miembros del género 

Waltonella son parásitos de las cavidades corporales y del mesenterio anuro. 

Las microfilarias, que se encuentran en la sangre, están envainadas y se 

desarrollan hasta etapas infecciosas en los mosquitos culícidos. Anderson 

(2000) describió las tres especies principales: W. brachyoptera (Wehr y 

Causey, 1939) en Lithobates sphenocephalus, W. flexicauda (Schacher y Crans, 

1973) en Lithobates catesbeianus y W. ranae (Walton, 1929) en L. 

catesbeianus y L. clamitans. 

 

TRIPANOSOMAS 

Se ha encontrado que muchas especies de tripanosomátidos del género 

Trypanosoma (Euglenozoa: Kinetoplastida) parasitan ranas de diferentes 

familias en el Viejo Mundo y en el Nuevo Mundo (Bardsley y Harmsen, 1973; 

Desser, 2001). Tripomastigotes de Trypanosoma spp. (Protozoos: 

Kinetoplastida: Trypanosomatidae) han sido hallados en frotis de sangre de 

especímenes adultos argentinos de Leptodactylus macrosternum y 

Trachycephalus typhonius, con variación en el tipo de morfo según la región 

geográfica (Cabagna-Zenklusen et al., 2009; Desser, 2001; Cabagna-

Zenklusen, 2012). Leal et al. (2009) realizaron un estudio con tres familias de 

anuros en dos lugares de Brasil y encontraron que el 20% de las muestras 

dieron positivo a Trypanosoma spp. En el mismo país, Lemos et al. (2008) 

realizaron el primer registro de Trypanosoma chattoni en un nuevo 

hospedador, Leptodactylus fuscus, y la presencia de especies similares a 

Trypanosoma rotatorium en Leptodactylus macrosternum. Por lo general, la 

transmisión de estos organismos se realiza mediante vectores hematófagos 

invertebrados (como mosquitos y sanguijuelas). Los tripanosomátidos son 

uno de los dos grupos de kinetoplástidos que presentan características como 

un solo flagelo, kinetoplasto (Figura 2), una bolsa flagelar, cuerpos basales 

con tres raíces microtubulares y varillas paraxiales o paraflagelares. Además, 
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en el torrente sanguíneo el tripanosoma muestra una replicación asexual por 

fisión binaria longitudinal (Hoare, 1972; Adl et al., 2012). 

 Los tripanosomas se han agrupado dentro de la familia 

Trypanosomatidae (orden Kinetoplastida). Esta familia también tiene otros 

miembros de géneros de parásitos de vertebrados como Leishmania y 

Endotrypanum, así como parásitos de invertebrados, como Crithidia y 

Leptomonas, entre otros, y un protozoario de vida libre, Prolemtomonas 

(Vickerman, 1976). La filogenia de Trypanosoma, utilizando marcadores 

moleculares 18S y GADPH (Hamilton et al., 2007; Viola et al., 2009; Hayes et 

al., 2014; Paparini et al., 2014), está fuertemente influenciada por el 

hospedador vertebrado. Esta filogenia tiene algunos clados bien definidos, 

como el clado basal acuático, definido por el hábitat de la especie 

hospedadora, dentro del cual se encuentra un clado bien definido de 

tripanosomas de anfibios y algunos otros de peces y otros animales acuáticos 

como el ornitorrinco. Otros clados importantes son el clado avium y el clado 

corvi, de tripanosomas de aves; los clados cruzi y brucei, de mamíferos, y el 

clado de lagarto. Todos ellos están agrupados en una rama de tripanosomas 

terrestres, diferente a los tripanosomas acuáticos (Hamilton et al., 2007). 

Estas topologías también pueden estar influenciadas por el vector, como en el 

caso de los tripanosomas de clados basales, acuáticos y lagarto, que son 

transmitidos por sanguijuelas, mientras que los clados derivados terrestres 

son transmitidos por artrópodos. Los tripanosomas transmitidos por 

artrópodos también se dividen en dos tipos. La primera es la salival (clado 

brucei), debido al desarrollo de epimastigotes en las glándulas salivales de los 

insectos para su inoculación a través de la alimentación. El segundo es el 

estereolar (clados cruzi, lewisi y theileri), debido a que el desarrollo del 

parásito se limita al intestino y su transmisión ocurre a través de las heces 

del insecto (Vickerman, 1976; O'Donoghue, 2017). 

 Un análisis comparativo de caracteres fenotípicos y enfoques 

filogenéticos ha sugerido la evolución de los tripanosomas de formas 

acuáticas de vida libre a invertebrados acuáticos (anélidos y sanguijuelas) y 

finalmente a vertebrados acuáticos (peces, anfibios y reptiles). 
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Posteriormente, otros grupos se convertirían en parásitos de artrópodos 

hematófagos, transmitiéndose a hospedadores reptiles, aviarios y mamíferos. 

Se mantendrían en estos vertebrados terrestres por transmisión salival entre 

moscas vector y vertebrados gregarios o por penetración cutánea entre 

insectos y vertebrados en anidación (O'Donoghue, 2017). Un estudio reciente 

ha mostrdao una alta prevalencia de infecciones por tripanosomas en más de 

un grupo filogenético en los anuros. Este estudio apoya el escenario plausible 

de evolución del género Trypanosoma, en el que un parásito anuro ancestral 

transmitido por sanguijuelas se habría adaptado a nuevos grupos de 

hospedadores (peces y amnióticos acuáticos), dando lugar a la aparición de 

todos los demás tripanosomas (Spodareva et al., 2018). 

 Los tripanosomas de anuros son muy pleomórficos (Figura 2). El 

pleomorfismo observado en estos parásitos es tal que las diferentes etapas 

de la vida de una sola especie pueden parecerse a diferentes especies (Martin 

et al., 2002). Hay al menos 70 especies ya nombradas, pero probablemente 

algunas de ellas son especies sinónimos (Bardsley y Harmsen, 1973; Lemos 

et al., 2008). Ya se han observado cuatro morfotipos de tripanosomas de 

anuros en varias especies de anuros en Colombia y, en algunos casos, tres o 

cuatro de ellos pueden estar presentes en un mismo frotis de sangre (Vargas-

León y Matta, 2018; Vargas-León et al., 2019). El primer morfotipo es delgado 

(Figura 2.A), muy similar a los tripomastigotes de mamíferos, en el que se 

observan fácilmente estructuras diagnósticas como el kinetoplasto, la 

membrana ondulante y el flagelo. El segundo morfotipo es un tripomastigote 

achaparrado o enquistado (Figura 2.B), que tiene características de 

diagnóstico observables, pero tiene cuerpos celulares más anchos que el 

morfotipo delgado; este morfotipo es similar al Trypanosoma rotatorium. El 

tercero es un morfotipo redondeado (Figura 2.C), en el que se observa la 

membrana ondulante, pero no el flagelo. Finalmente, el otro morfotipo 

observado es peculiar y generalmente no presenta ni flagelo ni membrana 

ondulada, y apenas se observa el kinetoplasto, ya que se encuentra muy cerca 

o incluso sobre el núcleo. Algunas características destacables de este 

morfotipo son su tamaño colosal y su forma redonda / ovalada, que se 

asemeja a las características del morfotipo de T. chattoni (Figura 2.D) 
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(Moreno et al., 2015; Gutiérrez et al., 2018; Vargas-León y Matta, 2018; 

Vargas-León et al., 2019). 

 

Figura 2. Tripanosomas observados en Hypsiboas maculateralis (Caminer y 

Ron, 2014). (A) Morfotipo delgado, (B) Morfotipo enquistado, (C) Morfotipo 

redondeado y (D) Morfotipo ovalado en Trypanosoma chattoni. El frotis de 

sangre se encuentra depositado en la colección biológica GERPH-UN* con el 

código UNAL:GERPH:GU009.  

http://ciencias.bogota.unal.edu.co/index.php?id=430. Flechas blancas: 

Núcleo. Flechas negras: flagelo. Punta de flecha blanca: Kinetoplasto. Punta 

de flecha negra: Membrana ondulante. La escala en la figura se corresponde 

con 10μm. * Colección Biológica GERPH, Departamento de Biología, 

Universidad de Colombia. 

 

http://ciencias.bogota.unal.edu.co/index.php?id=430
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APICOMPLEXA 

Se han descrito más de 4000 especies de apicomplejos como parásitos de 

hospedadores vertebrados e invertebrados. Si bien la genética del proceso de 

recombinación aún necesita una definición definitiva, la formación de 

gametos sugiere que la división meiótica de los hemoparásitos apicomplejos 

comenzó en hospedadores vertebrados. Sin embargo, la maduración de los 

gametos y la posterior recombinación a través de la fertilización 

generalmente ocurre en hospedadores invertebrados, terminando el ciclo de 

vida, por lo que estos se consideran los hospedadores definitivos 

(O'Donoghue, 2017). Estos parásitos se agruparon en: Haemogregarina 

(Adeleorine Coccidia), Haemococcidia (Eimeriine Coccidia), Haemosporidia 

(hematozoos pleomórficos) y Piroplasmas (Haematozoa piriforme). Basado 

en características biológicas similares, se cree que los hemococcidios tienen 

afinidades cercanas a otros coccidios (más cercanos a los coccidios 

intestinales monoxenos que a los coccidios que forman quistes heteroxenos). 

Las hemogregarinas se consideran evolutivamente cercanas a los coccidios, 

mientras que los hemogregaridos y los piroplasmas se consideran más 

distantes y de baja ocurrencia en los anfibios (Arisue y Hashimoto, 2015; 

Morrison et al., 2004; Barta et al., 2012). Aunque O'Donoghue (2017) destacó 

solo la presencia de hemococidas y hemogregarinas infecciosas en anfibios, 

estudios previos mostraron que haemosporidios infectando células 

endoteliales en los pulmones de Anaxyrus americanus (Fantham et al., 1942). 

En base al ciclo de vida de los haemosporidios, es posible suponer que estos 

hemoparásitos deben completar sus etapas sexuales en vectores 

hematófagos. 

 Todos estos parásitos pasan por etapas de desarrollo intracelular en 

células sanguíneas de vertebrados. También realizan reproducción sexual y 

asexual, lo que implica hasta tres procesos de división (Lee et al., 1985; Lee et 

al., 2000): i) merogonía asexual (esquizogonia), ii) formación de gametos y 

fertilización para recombinación por fusión (singamia) con o sin alineación 

pareada (sicigia), y iii) esporogonia (formación de esporozoitos infecciosos). 

Los cuatro grupos de apicomplejos difieren en términos de procesos de 
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división. Las hemogregarinas tienen singamia con sicigia (alineación 

gamonte), los hemococcidos y hemospóridos muestran singamia sin sicigia y 

los piroplasmas realizan singamia posiblemente con sicigia. 

 

 

Hemococcidias 

El género Haemococcidia se agrupa en dos familias: Lankesterillidae (géneros 

Lankesterella, Lainsonia y Schellackia) y Eimeriidae (género Atoxoplasma, 

ahora considerado como Isospora) (O'Donoghue, 2017). El grupo de los 

hemococcidios no se considera un ensamblaje natural de organismos, porque 

se dividen en varios grupos independientes. Muchos estudios argumentan 

que son diferentes tipos de coccidios (ya sea que formen quistes o no) 

(Morrison et al., 2004; Barta et al., 2012). Sin embargo, más recientemente, 

estudios más completos (Merino et al., 2006; Megía-Palma et al., 2013, 2014) 

han demostrado que Lankesterella y Schellackia (los únicos hemococcidios 

que infectan a los anfibios) no se agrupan, sino que se intercalan entre 

coccidios monoxénicos. 

 La diferencia más importante entre los hemococcidios y otros 

parásitos apicomplejos es el desarrollo. Esto es debido a que los 

hemococcidios no necesitan un invertebrado acuático para completar su ciclo 

de vida. En su caso, sus esporozoitos o merozoitos, sin desarrollo completo, 

pueden ser transportados por invertebrados hematófagos (sanguijuelas en 

especies de Lankesterella y mosquitos en especies de Schellackia). Estas 

etapas son infecciosas para otros vertebrados que se alimentan de los 

vectores infectados. 

 Algunos ejemplos de parásitos anfibios de la familia Lankesteridae son 

Lankesterella bufonis, que parasita a Sclerophrys regularis en Egipto (Mansour 

y Mohammed, 1962), Lankesterella poeppigii, que parasita a Rhinella 

poeppigii en Perú (Paperna et al., 2009) y Lankesterella petiti, que infecta 

Rhinella marina en Brasil (Paperna y Lainson, 1995). A su vez, Schellackia 
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balli tiene un historial de infección en Rhinella marina en la Guayana 

Francesa (Le Bail y Landau, 1974) y Schellackia spp. en Trachycephalus 

venulosus en el norte de Brasil (Paperna y Lainson, 1995). 

 

Hemogregarinas 

Se han registrado cerca de 400 especies de parásitos de hemogregarina, 

principalmente en células sanguíneas de vertebrados y en varios vectores 

invertebrados hematófagos (O'Donoghue, 2017). La mayor diversidad de 

hemogregarinas se ha descrito en reptiles, pero algunas otras especies 

también infectan a peces, anfibios, aves y mamíferos. Todas las 

hemogregarinas utilizan estos hospedadores vertebrados intermedios para 

realizar merogonia cíclica (a menudo formando macro en lugar de 

micromerozoitos) en tejidos y gametos en los glóbulos rojos. En contraste 

con los requisitos del ciclo de vida de los hemococcidios, las hemogregarinas 

necesitan un vector invertebrado (sanguijuelas, ácaros y dípteros) para 

completar su desarrollo (Lee et al., 1985, 2000). 

 Las hemogregarinas son los apicomplejos de hemoparásitos anfibios 

más comúnmente registrados (Netherlands et al., 2014). Por ejemplo, en un 

estudio de tres familias de anuros en Brasil, Leal et al. (2009) encontraron 

que el 10% de las muestras fueron positivas para hemogregarinas. Rajabi et 

al. (2017) encontraron resultados similares en individuos de Pelophylax 

ridibundus en Irán, donde detectaron Hepatozoon magna como la única 

especie de Haemogregarina en las ranas examinadas, con una tasa de 

prevalencia de alrededor del 10%. Se han descrito numerosas especies 

basándose en la presencia en los hospedadores, pero se sabe poco sobre la 

especificidad real de estos parásitos en ellos. Sin embargo, ha habido una 

gran aceptación de la clasificación reciente de hemogregarinas en siete 

familias: Haemogregarinidae, Hepatozoidae, Karyolysidae, Dactylosomatidae, 

Legerellidae, Klosiellidae y Adeleidae (Adl et al., 2012, 2019). 

 Tres géneros pertenecen a la familia Haemogregarinidae: Cyrilia (4 

especies) y Desseria (40 especies), que infectan a los peces; y 
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Haemogregarina (46 especies), cuyos individuos parasitan a las tortugas. 

Muchos miembros de la familia Haemogregarinidae pueden utilizar 

sanguijuelas como vectores invertebrados (Siddall y Desser, 1991). 

Hepatozoon es el único género de la familia Hepatozoidae (Figura 3). Este 

género tiene la mayor distribución y número de especies (alrededor de 300 

especies), utilizando sanguijuelas y artrópodos para infectar a mamíferos, 

aves, reptiles, anfibios y peces. En contraste, la familia Karyolysidae tiene 

menos de diez especies en los géneros Karyolysus (5 especies), que usan 

ácaros como hospedadores invertebrados para infectar a lagartos y anfibios, 

y Hemolivia (4 especies), que comúnmente se encuentran parasitando a 

lagartos, quelonios y ranas al comer garrapatas en su dieta (Lainson et al., 

2007). Dactylosomatidae, por su parte, contiene los géneros Dactylosoma (10 

especies que infectan a camaleones, ranas y teleósteos) y Babesiosoma (7 

especies que parasitan a ranas y peces). A continuación se presentarán 

algunas características de los géneros de hemogregarinas. 

 Hepatozoon (Miller, 1908) es el género de parásitos presente en una 

amplia variedad de vertebrados terrestres (Smith, 1996) y se transmite por 

artrópodos hematófagos (Smith, 1996). El ciclo de vida de los organismos de 

este género involucra a más de un hospedador vertebrado en la ruta presa-

depredador, como anfibios, serpientes y roedores (Telford, 2009). Estos 

parásitos se han registrado ampliamente en anuros y caudata, y 

recientemente en gymnophionas (Harris et al., 2014). En el hospedador, este 

género se caracteriza por la presencia de gamontes intraeritrocíticos o 

posiblemente gamontes intraleucocíticos (Figuras 3.A y 3.C). En raras 

ocasiones, se pueden ver algunos gametos fuera de las células del 

hospedador (Figura 3.D) y se produce merogonia en las células endoteliales 

vasculares (Netherlands et al., 2014). Sin embargo, estas características no 

son suficientes para definir un parásito del género Hepatozoon. Para eso, es 

necesario conocer un poco más sobre el desarrollo de su ciclo de vida en 

vectores. Además, las especies de Hepatozoon tienen grandes ooquistes 

multiesporoquísticos (Desser, 1993). 
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Figura 3. Coinfección observada en Leptodactylus colombiensis (Heyer, 

1994). (A–C) Hepatozoon cf. sp., gamontes intraeritrocíticos, (C) coinfección 

viral, y (D) coinfección por tripanosoma. El frotis de sangre se encuentra 

depositado en la colección biológica GERPH-UN* con el código 

UNAL:GERPH:MEH016. 

http://ciencias.bogota.unal.edu.co/index.php?id=430. 

Flecha negra: Desplazamiento del núcleo por el parásito; Flecha blanca: 

Inclusión citoplasmática viral. Punta de flecha negra: Tripanosoma semejante 

a T. chattoni. La escala en la figura se corresponde con 10μm. * Colección 

Biológica GERPH, Departamento de Biología, Universidad de Colombia. 

 

 El género Karyolysus fue descrito por Labbé en 1894 y la principal 

característica de estos organismos es la destrucción del núcleo de las células 

de los hospedadores (Figura 4). Años más tarde, Reichenow (1921) confirmó 

este género a diferencia de otras hemogregarinas, no solo por la cariólisis 

http://ciencias.bogota.unal.edu.co/index.php?id=430
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generada en la célula hospedadora, sino también y más importante aún, por 

las diferencias en el ciclo de vida. Las hemogregarinas suelen presentar 

esquizogonía en los eritrocitos, mientras que en Karyolysus la esquizogononía 

se produce en las células endoteliales y viscerales (Sanders, 1928; Lehmann, 

1959; Sorsoli, 1961). Este género se describió por primera vez en lagartos. 

Más tarde, Lehmann (1959) describió a K. sonomae y Sorsoli (1961) describió 

a K. dilloni en anfibios. Si bien existen otros registros de este tipo de parásitos 

en anfibios (Sanders, 1928), estas dos especies son las únicas descritas 

formalmente. La Figura 4 muestra algunos gametocitos encontrados en 

Lithobates palmipes en Colombia; debido a la cariolisis de los eritrocitos del 

hospedador y la ausencia de esquizogonia en la sangre periférica, es muy 

probable que este parásito pertenezca al género Karyolysus. 

 

Figura 4. (A–D) Karyolysus cf. sp. observado en Lithobates palmipes (Spix, 

1824). El frotis de sangre está depositado en la colección biológica GERPH-

UN* con el código UNAL:GERPH:MEH011. Las flechas negras muestran la 

división del núcleo de la célula hospedadora causada por el parásito. La 
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escala de la figura se corresponde con 10μm. * Colección Biológica GERPH, 

Departamento de Biología, Universidad de Colombia. 

http://ciencias.bogota.unal.edu.co/index.php?id=430 

 Los parásitos del género Hemolivia (Karyolysidae) también infectan a 

los anfibios. Hay cuatro especies descritas: Hemolivia stellata (Petit et al., 

1990), descrita en anfibios; Hemolivia mauritanica (Sergent y Sergent, 1904), 

que infecta a las tortugas; Hemolivia mariae (Smallridge y Paperna, 1997), 

que infecta a los lagartos (Lainson et al., 2007) y Hemolivia argantis 

(Garnham, 1954), descrita por primera vez en garrapatas como Hepatozoon 

arganis y posteriormente atribuida al género Hemolivia (Karadjian et al., 

2015). Se han registrado parásitos de Hemolivia stellata en anuros y 

garrapatas, que son hospedadores y vectores, respectivamente (Petit et al., 

1990; Lainson et al., 2007; Cotes et al., 2019). Las principales características 

de estos parásitos en los hospedadores son la presencia de esquizontes, 

quistes y gametocitos en los eritrocitos y el desarrollo de esquizontes y 

quistes en las células reticuloendoteliales. En cuanto al vector, cabe destacar 

la formación de ooquistes en forma de estrella en el intestino (Petit et al., 

1990; Lainson et al., 2007). 

 El género Dactylosoma se describió por primera vez en anfibios 

durante el siglo XIX y posteriormente se encontró en otros vertebrados 

ectotérmicos (Barta, 1991). Algunas características relevantes del género 

Dactylosoma son: (1) merontes en forma de abanico (Figura 5.A), que 

eventualmente pueden adquirir una forma de masa cuadrilátera (Figura 5.B); 

(2) el núcleo de gametocitos aparece normalmente como puntos entre el 

medio y el extremo anterior del cuerpo celular (Figura 5.C); y, 

eventualmente, (3) la presencia de algunos gránulos en estos gametocitos 

(Figura 5.D) (Manwell, 1964). El parásito Dactylosoma tiene dos estadios 

merogónicos: el primero es el clásico merontes en abanico, en el que se 

pueden ver de cuatro a dieciséis merozoitos; en el segundo estadio 

merogónico, de aproximadamente seis merozoitos, se pueden formar 

gamontes (Nöller, 1913; Barta et al., 1987). 

 

http://ciencias.bogota.unal.edu.co/index.php?id=430
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Figura 5. Dactylosoma sp. observado en Rhinella marina (Linnaeus, 1758). 

(A) Meronte en abanico, (B) Meronte con masa cuadrilateral, (C) Gamonte 

inmaduro y (D) Gamonte maduro. El frotis de sangre está depositado en la 

colección biológica GERPH-UN con código UNAL:GERPH:MEH030. La escala 

de la figura corresponde con 10μm. * Colección Biológica GERPH, 

Departamento de Biología, Universidad de Colombia. 

 http://ciencias.bogota.unal.edu.co/index.php?id=430. 

 

 Babesioma es otro género de la familia Dactylosomatidae. Este género 

fue propuesto por Jakowska y Nigrelli (1956) para agrupar algunos parásitos 

previamente atribuidos al género Dactylosoma debido a sus estructuras 

http://ciencias.bogota.unal.edu.co/index.php?id=430
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morfológicas. Este género se diferencia de Dactylosoma en cuatro 

características principales: (1) un citoplasma menos granular y más 

vacuolado; (2) un núcleo difuso, similar a Babesia; (3) una reproducción que 

ocurre debido a esquizogonía, fisión binaria o gemación; y (4) merontes que 

no producen más de cuatro merozoitos y que generalmente se organizan en 

forma de roseta o cruz. Este género se denominó Babesiosoma debido a su 

similitud con Babesia quadrigemina (Jakowska y Nigrelli, 1956). 

 Las coinfecciones son bastante comunes en los animales salvajes y los 

anfibios suelen presentar este tipo de infección (Figuras 3.C y 3.D). Este es un 

desafío para los investigadores, ya que los estadios morfológicos pueden 

presentar pleomorfismos, dificultando la identificación de las especies. 

Además, los análisis moleculares pueden mostrar dobles amplificaciones o 

múltiples picos que perjudican la determinación del microorganismo 

(Valkiūnas et al., 2006; Pacheco et al., 2018). 

 

VIRUS Y BACTERIAS 

Xenopus laevis es una especie de anuro que se caracteriza por ser el modelo 

principal para el estudio y caracterización de la infección por dos 

importantes microorganismos que son la principal causa del declive de los 

anfibios a nivel mundial: Ranavirus y el hongo quittrido Batrachochytrium 

dendrobatidis (Schloegel et al., 2010). 

 Ranavirus (Iridoviridae) es un género de virus de ADN que infecta y 

produce infecciones letales en anfibios, peces y reptiles. Aunque las 

respuestas inmunitarias innatas se producen en los renacuajos, los anfibios 

suelen sucumbir a la infección (Robert, 2016). En comparación con virus de 

otros vertebrados inferiores, se describen muy pocos virus patógenos en 

anfibios (Densmore y Green, 2007). Los virus pueden ingresar al torrente 

sanguíneo a través de la picadura de mosquitos y moscas y, penetrar en 

eritrocitos anfibios (Speare, 1990; Speare et al., 1991; Gruia-Gray y Desser, 

1992). Por ejemplo, los virus eritrocíticos de anuros (ej., Toddia spp. y 

Pirhemocyton spp.) se registraron en muestras de sangre de anuros adultos 
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de Canadá, Costa Rica, Brasil y Sudáfrica. Gruia-Gray y Desser (1992) 

demostraron que la prevalencia del virus eritrocítico fue significativamente 

mayor en los juveniles que en los adultos de Lithobates catesbeianus. Esto 

sugiere que la citopatología y la anemia resultantes registradas en los 

animales infectados pueden afectar negativamente la supervivencia de los 

juveniles. Las inclusiones virales intracitoplasmáticas se pueden detectar en 

frotis de sangre teñidos, que describen hasta tres tipos de inclusiones 

citoplasmáticas (Figura 6). 

 En cuanto a las bacterias, la mayoría de las infecciones bacterianas se 

pueden detectar por la presencia de inclusiones en el citoplasma de las 

células sanguíneas mediante el examen microscópico de frotis de sangre 

teñidos. Davis et al. (2009) detectaron bacterias intracelulares del orden 

Rickettsiales (Gieszczkiewicz, 1939) en urodelos, sirviendo estos como 

reservorios para las bacterias. Rickettsia comprende cualquier miembro de 

los tres géneros de bacterias (Rickettsia, Coxiella y Rochalimaea) de la familia 

Rickettsiaceae (Walker, 1996). Todas las bacterias en este orden son 

organismos intracelulares obligatorios (generalmente se encuentran dentro 

de los eritrocitos, donde se reproducen) y se transmiten por vectores 

artrópodos (Rikihisa, 2006). Son parásitos naturales de ciertos artrópodos, 

principalmente piojos, pulgas, garrapatas y ácaros, y pueden causar 

enfermedades graves en una variedad de vertebrados. Las transmisiones de 

Rickettsia también pueden ocurrir cuando las heces de artrópodos se inhalan 

o ingresan a la piel a través de la abrasión (Walker, 1996). Desser (1987) 

detectó Aegyptianella (antes Cytamoeba) ranarum (Rickettsiales, 

Anaplasmataceae) en muestras de sangre de Lithobates catesbeianus, L. 

clamitans y L. septentrionalis de cinco lugares en el sur de Ontario. 

 Otro tipo de infección bacteriana detectada en el torrente sanguíneo 

de los anfibios es la infección por estreptococos. Un estudio realizado con la 

cría de Lithobates catesbeianus en Brasil detectó un Streptococcus no 

hemolítico del grupo B, que provocó un brote de la infección, matando al 80% 

de aproximadamente 100.000 individuos criados. Este brote probablemente 

se debió al hacinamiento y al estrés (Amborski et al., 1983). 
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Figura 6. Vírus observado en Boana xerophylla (Duméril y Bibron, 1841) (A–

D). El frotis de sangre se encuentra depositada en la colección biológica 

GERPH-UN* con código UNAL:GERPH:MEH002. Las flechas negras muestran 

inclusiones citoplasmáticas. La escala de la figura corresponde con 10μm. * 

Colección Biológica GERPH, Departamento de Biología, Universidad de 

Colombia. http://ciencias.bogota.unal.edu.co/index.php?id=430 
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VECTORES DE PARÁSITOS SANGUÍNEOS DE ANFIBIOS 

Los vectores suelen ser insectos, garrapatas o sanguijuelas, que transmiten 

un parásito de un hospedador (animal o planta) a otro. Dado que el complejo 

ciclo de vida de muchos parásitos sanguíneos generalmente implica etapas 

sexuales y asexuales, los vectores suelen ser necesarios para que el 

hemoparásito complete el ciclo de vida (Schmid-Hempel, 2011). Un 

hospedador en el que el parásito vive para alcanzar la madurez sexual se 

denomina hospedador definitivo, mientras que un hospedador en el que el 

parásito pasa solo una parte de su ciclo de vida o no alcanza la madurez 

sexual se denomina hospedador intermedio. En este sentido, los mosquitos 

serían hospedadores definitivos en el caso de los parásitos de 

haemosporidios (Fantham et al., 1942), pero pueden ser hospedadores 

intermediarios en el caso de tripanosomas o filarias (Bailey, 1962). Por tanto, 

la clasificación de un vector como hospedador intermedio o definitivo 

depende del microorganismo. 

 Diversas características en la ecología de las especies de anfibios 

pueden determinar su posibilidad de encuentro con los vectores y, por tanto, 

su probabilidad de infección por los hemoparásitos que transmiten. En los 

anfibios, los mosquitos, las sanguijuelas y las garrapatas son los principales 

vectores de los parásitos sanguíneos (Bardsley y Harmsen, 1973; Desser, 

2001). Varios estudios han demostrado que las especies de anuros que pasan 

más tiempo en el medio acuático tienen una mayor prevalencia de parásitos 

sanguíneos que los anuros terrestres, lo que sugiere la presencia de un vector 

acuático, como las diferentes especies de sanguijuelas (Barta y Desser, 1984; 

McKenzie, 2007). McKenzie (2007) mostró que la carga de parásitos 

helmintos en los anfibios que pasan gran parte de su ciclo de vida en 

ambientes acuáticos es mayor en áreas modificadas por la agricultura que en 

paisajes inalterados. Además, las especies que pasan la mayor parte de su 

vida en el medio terrestre tienen más contacto con los vectores artrópodos 

que con las sanguijuelas. En este sentido, estudios recientes muestran que el 

canto de apareamiento que emiten algunas de estas especies de anuros tiene 

un efecto atractivo sobre los mosquitos (Bernal y de Silva, 2015) y, en 
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consecuencia, las hembras, que no vocalizan, tienen una menor prevalencia 

de parásitos que machos (Bernal y Pinto, 2016). 

 Los caracteres fenotípicos de los anfibios también pueden determinar 

la prevalencia de parásitos sanguíneos. En este sentido, algunos estudios han 

demostrado una relación positiva entre el número medio de especies de 

parásitos sanguíneos por individuo y el tamaño del hospedador (muy 

correlacionado con la edad). Esto significa que una mayor exposición a 

vectores hematófagos conduce a una mayor probabilidad de transmisión de 

diferentes especies de parásitos sanguíneos (Barta y Desser, 1984). 

Asimismo, Davis et al. (2009) encontraron que las bacterias intracelulares del 

orden Rickettsiales no afectaron a las salamandras al azar; los más grandes 

estaban más infectadas que las más pequeñas. Esto sugiere que una mayor 

susceptibilidad de inviduos de mayor edad a los vectores chupadores de 

sangre (como piojos, pulgas, ácaros o garrapatas), o una mayor exposición 

acumulada a lo largo de la vida. 

 

DÍPTEROS 

Aunque las moscas hematófagas generalmente se sienten más atraídas por 

los animales endotérmicos que los ectotermos (Lehane, 2005), estos vectores 

pueden detectar fácilmente las ranas adultas por la llamada de apareamiento 

de los machos (Bernal et al., 2006). El género más típico de mosquitos 

identificado como vector de parásitos en anfibios es Culex, como C. peccator y 

C. territans. Culex spp. tiene una gran importancia en salud humana, ya que 

mosquitos de este género son vectores de flavivirus como el virus del Nilo 

Occidental (causante de la fiebre del Nilo). Además, los mosquitos Culex 

territans son vectores importantes de Trypanosoma en poblaciones de 

anfibios y Culex erraticus son vectores del virus de la encefalomielitis equina 

oriental (Cupp et al., 2004; Hamer et al., 2009). Los estudios con Culex 

territans han demostrado que estos mosquitos se alimentan preferentemente 

de vertebrados ectotérmicos, y en particular de anfibios (Crans, 1970), que 

han sido considerados como vectores potenciales de Trypanosoma 
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rotatorium (Desser et al., 1973). Aedes aegypti es otra especie de mosquito 

que también se describe como posible hospedador intermedio del flagelado 

T. rotatorium (Bailey, 1962). Además, los estudios han demostrado que las 

moscas que pican a anuros pueden transmitir parásitos sanguíneos, como 

Trypanosoma tungarae, a individuos de rana túngara Engystomops pustulosus 

(Bernal y Pinto, 2016). Desser et al. (1995) demostraron que Culex territans 

es el hospedador y vector definitivo de Hepatozoon catesbianae en Lithobates 

catesbeianus, y describieron el desarrollo esporogónico de esta especie en los 

túbulos de Malpighi de dípteros. Este mismo vector, o la mosca Forcipomyia 

(Lasiohelea) fairfaxensis, puede transmitir virus eritrocíticos de anuros 

(Gruia-Gray y Desser, 1992). Al mismo tiempo, los mosquitos pueden infectar 

a los anfibios con diferentes hemococcidos, como Schellackia (Paperna y 

Lainson, 1995). 

 Los nematodos de la familia Onchocercidae son los principales 

parásitos filariales asociados con los anfibios, y generalmente se transmiten 

por artrópodos chupadores de sangre (Anderson, 2000). Las especies de 

Culex y Aedes (Culicidae) son vectores de larvas de microfilarias que infectan 

a los anuros (Causey, 1939; McKenzie, 2007). La exposición de los anfibios a 

los vectores y, por tanto, a los posibles parásitos sanguíneos, se puede 

determinar utilizando el propio territorio del hospedador. Por ejemplo, se ha 

observado que las ranas que se encuentran en charcos en áreas de pastos 

tienen cargas de helmintos significativamente más altas que las que habitan 

en arroyos en áreas de pasto, pantanos en áreas forestales o arroyos en áreas 

boscosas (McKenzie, 2007). Esto significa que los vectores helmintos 

(Foleyellides spp.), que potencialmente incluyen los mosquitos Culex pipiens y 

Aedes aegypti (Causey, 1939), son más abundantes en los pantanos ubicados 

en áreas de pastos. Las áreas deforestadas para el pastoreo de ganado 

muestran una gran abundancia de mosquitos anofelinos y culícidos debido a 

la creación de hábitats favorables para la reproducción de estas especies, es 

decir, cuerpos de agua lénticos menos ácidos por la falta de depósito de 

hojarasca (Camargo et al., 1994). 
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SANGUIJUELAS 

Las sanguijuelas, un subgrupo cosmopolita de anélidos, tienen casi 700 

especies, que se pueden encontrar en ecosistemas terrestres de agua dulce, 

marinos, estuarinos y humedales (Apakupakul et al., 1999; Sket y Trontelj, 

2007). El orden Rhynchobdellida (sin mandíbulas ni dientes) se alimenta 

comúnmente de sangre de vertebrados (Sawyer, 1981; Moser et al., 2009). 

Debido a este hábito alimenticio, la investigación sobre las sanguijuelas 

chupadoras de sangre está en constante desarrollo, ya que pueden causar 

efectos tanto negativos como positivos en la salud de los hospedadores 

(Nehili et al., 1994; Wells, 2007; Al-Khleif et al. 2011; Elliott y Kutschera, 

2011; Marcondes et al., 2017). Aunque las sanguijuelas afectan a muchos 

animales de diferentes taxones, algunas especies de estos parásitos 

chupadores de sangre pueden especializarse en ciertas especies de 

vertebrados (Sawyer, 1981). Los géneros Batrachobdella, Macrobdella y 

Oligobdella, por ejemplo, se ven con frecuencia en anfibios (Hoff et al., 1984). 

 Las sanguijuelas de agua dulce, incluidas las especies depredadoras y 

parásitas, pueden afectar directamente la supervivencia y el reclutamiento de 

los anfibios a través de la depredación de huevos (Chivers et al., 2001; 

Romano y Di Cerbo, 2007), larvas o adultos de estos animales (Howard, 

1978; Mock y Gill, 1984; Bervin y Boltz, 2001). Los anuros y las sanguijuelas 

han sido objeto de muchos estudios sobre interacciones hospedador-parásito 

(por ejemplo, Beukema et al., 2010; Gentilli y Tiberti, 2010), aunque también 

hay estudios con urodelos (por ejemplo, Trauth y Neal, 2004; Lunghi et al., 

2018). Esta presión sobre los anfibios ejercida por la proliferación de 

sanguijuelas en ambientes acuáticos puede contribuir al declive de especies 

(Stead y Pope, 2010). 

 Las sanguijuelas tienen un acceso más fácil a los anfibios en ambientes 

acuáticos que en ambientes terrestres, aunque se han descrito algunas 

interacciones hospedador-parásito fuera del agua (Rocha et al., 2012; Lunghi 

et al., 2018). Generalmente, las sanguijuelas usan los anfibios como fuente de 

alimento sin causar la muerte del hospedador (Getz, 2011; Rocha et al., 

2012), pero varios estudios ya han detectado un efecto negativo sobre la 
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supervivencia de las poblaciones estudiadas (Merilä y Sterner, 2002; Elliott y 

Dobson, 2015). Sin embargo, la magnitud del impacto de las sanguijuelas 

sobre la supervivencia y el crecimiento de la población de anfibios depende 

de factores ambientales y, en menor medida, de la abundancia de 

sanguijuelas (Bervin y Boltz, 2001). Se ha observado que los especímenes del 

género Batrachobdella pueden matar renacuajos debido a la pérdida de 

sangre (Boltz, 1997). Las sanguijuelas pueden adherirse a cualquier parte de 

la cabeza, el cuerpo y la cola de los hospedadores, dejando una úlcera 

hemorrágica redondeada en la piel de los animales (Boltz, 1997). 

 Las sanguijuelas también pueden disminuir la capacidad de los 

anfibios al contribuir a la propagación de patógenos (Raffel et al., 2006) y 

parásitos secundarios (Sawyer, 1986). En este sentido, las sanguijuelas son 

vectores potenciales de muchos patógenos, especialmente en regiones con 

diseminación endémica de patógenos humanos y / o animales. Estos 

patógenos van desde bacterias hasta protozoos parásitos como Toxoplasma, 

Trypanosoma y Plasmodium, que son capaces de reproducirse dentro de los 

intestinos de las sanguijuelas (Nehili et al., 1994). En el caso específico de los 

anfibios, por ejemplo, las sanguijuelas parásitas juegan un papel importante 

en la transmisión de parásitos sanguíneos como Trypanosoma diemyctili 

(Mock, 1987; Barta y Desser, 1984). De manera similar, en el caso de las 

bacterias, evidencias preliminares sugieren que el hospedador intermedio y 

vector de Aegyptianella ranarum en Ontario es la sanguijuela chupadora de 

sangre Desserobdella picta, dentro de la cual las rickettsias experimentan un 

desarrollo prolífico (Desser, 1987). En referencia al ciclo de los hemococcidos 

(géneros Schellackia y Lankesterella), se pensaba que cuando los 

esporozoitos eran ingeridos por una sanguijuela (Hemiclepsis marginata en 

Europa y, presumiblemente, Batracobdella picta en Norteamérica), 

permanecerían en el epitelio intestinal hasta que la sanguijuela era presa de 

un anuro (Nöller, 1920). Sin embargo, Tse et al. (1986) demostraron que los 

esporozoitos se acumulan en el tejido salival de B. picta. Notaron que la 

morfología de estos esporozoitos era diferente cuando estaban dentro de los 

eritrocitos de las ranas y cuando aparecían en las glándulas salivales de las 

sanguijuelas, probablemente debido a su infectividad. 
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GARRAPATAS 

Las garrapatas (Acari: Ixodidae y Argasidae) transmiten una variedad de 

patógenos a los vertebrados, incluidos virus, bacterias, protozoos y 

helmintos. Los patógenos transmitidos por garrapatas son responsables de 

más de 100.000 casos de enfermedad en humanos en todo el mundo, siendo 

considerado el segundo vector más grande de enfermedades humanas, 

después de los mosquitos (Dennis y Peisman, 2005). Sin embargo, son los 

vectores más importantes de patógenos causantes de enfermedades en 

rebaños y animales salvajes, e infectan a todas las clases de vertebrados (de 

la Fuente et al., 2008; Randolph, 2008). Además, las garrapatas que infectan a 

los animales salvajes pueden provocar zoonosis. Por ejemplo, muchos 

reptiles y anfibios pueden portar garrapatas que albergan cepas de Rickettsia 

y Ehrlichia, que son patógenas para los humanos (Andoh et al., 2015). 

 Hay más de 900 especies de garrapatas, que pertenecen a tres 

familias. La mayoría de las garrapatas pertenecen a una de las dos familias 

más grandes, Ixodidae ("garrapatas duras"), que comprende 702 especies en 

14 géneros, y Argasidae (“garrapatas blandas”), que consta de 193 especies. 

La familia Nuttalliellidae está representada por una especie monotípica 

(Nuttalliella namaqua), restringida a Sudáfrica (Guglielmone et al., 2010; 

Dantas-Torres et al., 2012). Las especies de garrapatas están ampliamente 

distribuidas en todo el mundo, pero son más abundantes y diversas en climas 

tropicales y semitropicales. Esto se debe a que las garrapatas necesitan 

humedad del aire para sufrir la metamorfosis y también a que las bajas 

temperaturas pueden inhibir el desarrollo del huevo a la larva. 

 Las garrapatas están ampliamente distribuidas entre los taxones 

hospedadores, incluidos mamíferos, aves, reptiles y anfibios (Dantas-Torres 

et al., 2008). Entre las diversas especies, Amblyomma dissimile es una 

garrapata que se encuentra en anfibios y reptiles en la región Neotropical 

(Guglielmone et al., 2003). Se ha descubierto que Amblyomma rotundatum 

infecta a Rhinella jimi, R. gildae y R. marina (De Alcantara et al., 2018). 
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Además, recientemente también se han encontrado argasidos del género 

Ornithodoros que infectan a Thoropa miliaris (Barros-Battesti et al., 2015) y 

Cycloramphus boraceiensis (Muñoz-Leal et al., 2017). La tularemia es una 

enfermedad bacteriana contagiosa causada por Francisella tularensis 

transmitida, entre otras vías, por la picadura de garrapatas, y que afecta 

principalmente a primates, lagomorfos y roedores. Sin embargo, también se 

han registrado infecciones naturales en anfibios que pasan al menos parte del 

ciclo de vida en el medio acuático, y en estos casos, las garrapatas actúan 

como vectores biológicos transmisores de patógenos y también como 

importantes reservorios de tularemia (Foley y Nieto, 2010). . 

 Las especies de las familias Ixodidae y Argasidae localizan a los 

hospedadores potenciales por olor o por cambios en el medio ambiente. El 

ciclo de vida de las garrapatas es bastante complejo e incluye cuatro etapas 

clasificadas en huevos, larvas, ninfas y adultos. Las garrapatas ixodideas 

tienen tres hospedadores y tardan al menos un año en completar el ciclo de 

vida. Las garrapatas argasidas tienen más de siete etapas de ninfa (estadios) 

y cada una requiere sangre como alimento. La infección y el desarrollo de 

patógenos, tanto en garrapatas como en hospedadores vertebrados, 

involucraron caracteres moleculares en la relación garrapata-patógeno, lo 

que llevó a la evolución de características comunes y específicas de especie 

(de la Fuente et al., 2008). A pesar de los esfuerzos realizados, la información 

sobre la taxonomía y ecología de las garrapatas que infectan a los anfibios 

aún es escasa (Dantas-Torres et al., 2008) y se están descubriendo nuevas 

asociaciones hospedador-garrapata. Por ejemplo, De Alcantara et al. (2018) 

analizaron recientemente garrapatas recolectadas de 21 especies de anfibios 

y reptiles capturados en el noreste de Brasil entre 2001 y 2017, identificando 

a Rhinella gildae como un nuevo hospedador de la garrapata ixodidea 

Amblyomma rotundatum. 
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PATOGENICIDAD DE HEMOPARÁSITOS EN ANFIBIOS 

Los anfibios son susceptibles de infectarse en todo el mundo con una gran 

variedad de parásitos de la sangre, incluidos virus, bacterias, varias especies 

de protozoos y nematodos microfilaridos. Según su definición, estos parásitos 

deberían provocar efectos perjudiciales en sus hospedadores (Schmid-

Hempel 2011). Sin embargo, muchos estudios no han logrado encontrar 

efectos negativos de los parásitos sanguíneos en sus hospedadores anfibios y, 

por lo tanto, algunos hemoparásitos, como los hemoflagelados, se han 

considerado no patógenos (Densmore y Green, 2007). Por ejemplo, Aisen et 

al. (2015) analizaron 89 anuros silvestres que comprenden 14 especies del 

sur de Nigeria en busca de parásitos sanguíneos, mostrando que el 10% de 

los individuos estudiados estaban infectados con microfilarias y 

Trypanosoma sp. Sin embargo, tanto los anuros infectados como los no 

infectados parecían clínicamente normales en el momento del muestreo. 

Además, Sailasuta et al. (2011) analizaron parásitos sanguíneos en 140 ranas 

de los arrozales adultos, Hoplobatrachus rugulosus, mostrando que el 70% de 

las ranas estaban infectadas con parásitos sanguíneos de los géneros 

Trypanosoma, Hepatozoon y Lankesterella. Tampoco encontraron síntomas 

clínicos de la infección, y el valor del hematocrito de las ranas infectadas y no 

infectadas fue similar. Sin embargo, un análisis más profundo a través de un 

examen patológico de los órganos viscerales de las ranas infectadas reveló 

que Hepatozoon y Lankesterella produjeron lesiones inflamatorias en el 

hígado y el bazo de estos especímenes de ranas, mientras que la infección por 

Trypanosoma no mostró lesiones patológicas. Además, la gravedad de las 

lesiones se relacionó con los niveles de parasitemia. No encontraron lesiones 

notables en ranas infectadas con parasitemias promedio por debajo del 

0.01% de eritrocitos, mientras que las ranas infectadas por Lankesterella con 

parasitemias promedio del 0.15% de eritrocitos mostraron lesiones 

patológicas en el hígado, pulmón, bazo y riñón. Además, la parasitemia 

promedio en las ranas infectadas con Trypanosoma fue del 0.01%, lo que 

podría explicar la ausencia de lesiones patológicas en los tejidos de las ranas 

infectadas con estos hemoflagelados. Por lo tanto, la demostración de los 
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efectos de los parásitos puede requerir un enfoque empírico, donde la 

manipulación experimental de las cargas de parásitos sanguíneos naturales 

puede revelar sus efectos perjudiciales (Keymer y Read 1991; Knowles et al. 

2010; Merino et al. 2000). 

 

VIRUS 

Ranavirus es probablemente el virus más patógeno que infecta a los anfibios, 

principalmente a sapos, ranas y salamandras. Las epidemias de ranavirus en 

anfibios más extensas han tenido lugar en el Reino Unido desde mediados de 

la década de 1980, donde los ranavirus del tipo FV3 (Frog virus 3) han 

causado una muerte masiva anual de ranas y sapos comunes (Drury et al., 

1995; Cunningham et al., 2007). La infección provoca necrosis y lesiones 

macroscópicas como eritema, inflamación generalizada, hemorragia, 

hinchazón de las extremidades, e hígados hinchados y frágiles. Debido a su 

patogenicidad, este virus es responsable de eventos de mortalidad masiva de 

anfibios en Asia, Europa, América del Norte y América del Sur (Gray et al., 

2009). El ranavirus se puede adquirir por ingestión de un vector o por 

exposición a agua infectada (Harp et al., 2006; Pearman et al., 2004), aunque 

la vía de ingestión tiene tasas más altas de mortalidad que la exposición al 

agua infectada (Brunner et al., 2005; Cunningham et al., 2007). Por ejemplo, 

se ha demostrado que los renacuajos que fueron inoculados por vía oral con 

ranavirus tienen tasas de mortalidad más altas que los individuos que 

adquirieron la infección a través de charcos de agua (Hoverman et al., 2010). 

Dentro del género Ranavirus, el iridovirus de Bohle (BIV) se aisló por 

primera vez de la rana excavadora Limnodynastes ornatus en Australia 

(Speare y Smith, 1992). Cullen y Owens (2002) llevaron a cabo un estudio 

experimental en ranas cautivas, donde los juveniles de Litoria caerulea, L. 

alboguttata, Cyclorana brevipes y Pseudophryne coriacea eran más 

susceptibles al BIV que los adultos, lo que provocó una alta mortalidad por 

necrosis hepática, renal y esplénica. De esta forma, esta amenaza virológica 

podría tener un grave impacto en la herpetofauna australiana. 
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 Se ha informado que algunos otros grupos de virus distintos de los 

ranavirus provocan trastornos sanguíneos en anfibios, aunque su impacto en 

las poblaciones silvestres aún no está bien estudiado. Por ejemplo, los 

mosquitos pueden transmitir el virus eritrocítico de la rana (FEV), que 

también pertenece a la familia Iridiviridae, pero es más grande que los 

ranavirus. La infección con FEV da como resultado un cambio de forma 

eritrocítica de ovalada a esferoidal, lo que provoca anemia en las ranas 

infectadas y contribuye a la mortalidad de las ranas juveniles. Se descubrió 

por primera vez en poblaciones silvestres de Rana spp. en Canadá (Gruia-

Gray et al 1989; Gruia-Gray y Desser 1992), aunque también ha estado en 

ranas adultas de Costa Rica, Brasil y Sudáfrica (Berger y Green, 2012). 

Además, se ha encontrado que el virus guatapo 6 (GV6) provoca necrosis del 

tejido hematopoyético en el sapo de la caña Bufo marinus en Venezuela 

(Hyatt et al., 2000). Igualmente, Gruia-Gray et al. (1992) encontraron que los 

individuos de tres especies de anuros en Canadá (Rana catesbeiana, R. 

clamitans y R. septentrionalis) padecían anemia y reducían las perspectivas 

de supervivencia cuando se infectaban con virus eritrocíticos de anfibios. 

 

BACTERIAS 

Se ha informado de una pequeña cantidad de bacterias que causan 

enfermedades de la sangre en los anfibios. Las infecciones bacterianas de los 

anfibios de vida libre son raras y, cuando están presentes, suelen ser 

invasores secundarios u oportunistas (Taylor et al., 2001). La septicemia 

bacteriana (una infección del torrente sanguíneo por bacterias con signos 

acompañantes de enfermedad) es la principal enfermedad bacteriana 

asociada con una mortalidad significativa en los anfibios. El síndrome 

primario relacionado con la septicemia bacteriana se llama síndrome de la 

pierna roja debido al enrojecimiento cutáneo que ocurre en los muslos 

ventrales de las ranas (Emerson y Norris, 1905). Los bacilos gramnegativos 

son los principales responsables de este síndrome, aunque Aeromonas spp., 

Flavobacterium spp., Klebsiella spp. y Acinetobacter spp. también se han 

notificado. Sus efectos patógenos son similares a los de una infección por 
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ranavirus, incluyendo piel pálida, úlceras cutáneas hemorrágicas, letargo, 

anorexia, ascitis, edema y hemorragias en órganos internos (Taylor et al., 

2001; Hemingway et al., 2009). La miopatía degenerativa y los focos 

múltiples de necrosis coagulativa con grupos de bacterias pudieron 

observarse mediante un examen histológico (Hemingway et al., 2009). La 

transmisión experimental podría llevarse a cabo mediante la inoculación de 

la bacteria o la exposición al baño y el estrés (Glorioso et al., 1974; Somsiri et 

al., 1997). Barribeau et al. (2008) han demostrado experimentalmente que la 

genética del hospedador anfibio también es importante para determinar la 

susceptibilidad a bacterias patógenas, como Aeromonas hydrophila en 

Xenopus laevis. 

 Algunas especies de Aegyptianella (orden Rickettsiales) también se 

encuentran infectando anfibios. Se sabe que estos bacilos gramnegativos se 

replican en los glóbulos rojos de las ranas (Desser, 1987). Por ejemplo, 

Aegyptianella ranarum es un agente similar al anaplasma que infecta 

eritrocitos de ranas toro, ranas verdes y ranas visón en Estados Unidos y 

Canadá (Desser, 1987). Además, A. bacterifera podría desarrollarse dentro de 

una vacuola unida a la membrana en el citoplasma de eritrocitos de Rana 

esculenta de Córcega (Desser y Barta, 1989). 

 

PROTOZOOS 

Se han reportado más de 60 especies de tripanosomas en anuros, siendo el 

hemoparásito más extendido en anfibios. Aunque no se ha informado de su 

patogenicidad para la mayoría de estas especies, ésta podría ser muy 

variable, desde no patógena hasta letal, según el tripanosoma y la especie 

hospedadora involucrada (Bardsley y Harmsen, 1973; Delvinquier y 

Freeland, 1989). Los efectos patógenos de los tripanosomas en Anura se han 

estudiado en detalle para la especie Typanosoma inopinatum. Por ejemplo, se 

ha demostrado que las infecciones experimentales con este flagelado 

transmitido por la sangre son letales para los anfibios europeos y provocan la 

aglutinación de tripanosomas en el músculo cardíaco y la aparición de 
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hemorragias, inflamación de los ganglios linfáticos y anemia (Brumpt 1924¸ 

Bardsley y Harmsen, 1973). Además, T. rotatorium puede ser patógeno en 

renacuajos o infecciones graves que provocan lesiones graves en los riñones 

(Bardsley y Harmsen, 1973). También, T. pipientis causa agrandamiento del 

bazo, pero rara vez se ha informado de la mortalidad asociada con su 

infección (Flynn, 1973). Su principal vía de transmisión es por la picadura de 

sanguijuelas (Berger y Green, 2012). 

 La enfermedad asociada con la coccidiosis es más común en larvas, 

jóvenes posmetamorfos o anfibios adultos inmunodeprimidos. Normalmente, 

los renacuajos australianos y africanos parasitados muestran un crecimiento 

reducido (corrimiento) y una pared intestinal engrosada (Densmore y Green, 

2008). Lankestrella spp. generalmente muestra merogonía y esporogonía en 

las células endoteliales vasculares (en órganos viscerales), pero los 

esporozoitos maduros se liberan en la sangre e invaden los eritrocitos 

(Desser, 1993). Merontes de Hepatozoon sp. y Lankesterella producen 

lesiones patológicas predominantemente en el hígado (Chutmongkonkul et 

al. 2005). Además, los merontes y merozoitos de Lankesterella presentados 

en hígado, pulmón y riñón producen una respuesta inflamatoria 

(Rungsipipat, 2005). 

 Haemogregarina spp. son parásitos intraeritrocíticos comunes en los 

anfibios. Aunque se consideran organismos de baja patogenicidad, pueden 

provocar anemia en algunos animales y la tasa de eritrocitos afectados podría 

influir en el pronóstico (Wright, 2001, Campbell y Ellis 2007). Desser et al. 

(1995) lograron la transmisión experimental de Hepatozoon clamatae en 

ranas verdes, ranas toro y ranas leopardo criadas en laboratorio. Aunque los 

intentos de infectar ranas verdes y ranas toro con Hepatozoon catesbianae 

tuvieron éxito, la transmisión a las ranas leopardo no resultó. Esta 

transmisión a un hospedador intermediario anuro se produce por ingestión 

del hospedador definitivo del mosquito, Culex territans, que transporta 

ooquistes multiesporoquísticos en sus túbulos de Malpighi. Una ronda de 

merogonía ocurre en el hígado, produciendo merozoitos que ingresan al 
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torrente sanguíneo, penetran en los eritrocitos y se transforman en gamontes 

(Desser et al., 1995). 

 Los anuros infectados por Hepatozoon spp. pueden desarrollar 

lesiones inflamatorias, predominantemente en los órganos viscerales, 

mostrando lesiones tipo granuloma, donde su gravedad estaría relacionada 

con niveles de parasitemia (Sailasuta et al., 2011). Se ha encontrado un 

recuento reducido de glóbulos rojos y un aumento en el porcentaje de 

eritrocitos inmaduros en las infecciones por Hepatozoon spp.  en Rana 

[Lithobates] clamitans y con hemogregarinas no identificadas en Litoria 

caerulea y L. infrafrenata (Young et al., 2012). Sin embargo, no se han 

observado relaciones significativas entre el número de leucocitos y la 

intensidad de la infección por Hepatozoon spp. (Shutler et al., 2009). Las 

infecciones suelen ser hallazgos incidentales; no obstante, las infecciones 

muy graves pueden ser clínicamente significativas (Pessier, 2007). 

 

MICROFILARIAS 

Muchas especies de helmintos infectan a los anfibios y, en algunos de ellos, se 

han informado enfermedades con parasitemias graves. Como se discutió 

anteriormente, ciertos mosquitos son responsables de la transmisión de 

nematodos filariales, que generalmente residen en anfibios adultos de vida 

libre o en colonias al aire libre que están expuestas a vectores. A nivel clínico, 

estos parásitos extracelulares no suelen presentar signos evidentes, aunque 

en casos graves las filarias adultas podrían ocupar los sacos linfáticos 

formando nódulos debajo de la piel provocando filariasis linfática. En cuanto 

al diagnóstico clínico, los estadios tempranos de la filaria (microfilaria) 

podrían detectarse mediante frotis de sangre teñidos, mientras que en 

estadios más avanzados, las filarias podrían verse directamente en los sacos 

linfáticos, donde podrían extraerse a través de una incisión para luego ser 

identificadas (Densmore y Green, 2007). Por otro lado, Rhabdias es un género 

de nematodos parásitos que se encuentran comúnmente en los pulmones de 

los anfibios anuros (Flynn, 1973). Las larvas pueden llegar a los pulmones 
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indirectamente a través del torrente sanguíneo, provocando una disminución 

en las tasas de crecimiento, aptitud y supervivencia (Tinsley, 1995). Además, 

filaroides como Foleyella spp. aumentan la mortalidad en las ranas que 

albergan infecciones graves con microfilarias o gusanos adultos 

(Reichenbach-Klinke y Elkan, 1965; Klaphake, 2009). 
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PARÁSITOS SANGUÍNEOS, CAMBIO GLOBAL Y DECLIVE 
POBLACIONAL DE ANFIBIOS 

Más del 70% de las especies de anfibios están actualmente en declive (Hayes 

et al., 2010). Aunque la disminución de los anfibios se informó por primera 

vez en la década de 1950, este fenómeno global se destacó 40 años después 

(Wake, 1991). Se ha reconocido que las tasas actuales de extinción de 

anfibios son hasta 200 veces más altas que las de otros clados de vertebrados 

(Roelants et al., 2007). Hoy en día, alrededor del 41% de las casi 6.600 

especies de anfibios están en peligro de extinción (IUCN 2018). Además, el 

43% de las poblaciones de anfibios están experimentando una disminución 

de la población, entre 9 y 122 especies se han extinguido desde 1980 (Stuart 

et al., 2004), y se predice que alrededor del 7% de las especies de anuros se 

extinguirán en los próximos años (Alroy, 2015). En general, estos datos 

ejemplifican la sexta extinción masiva de la Tierra (Wake y Vredenburg, 

2008). 

 Aunque no existe una causa única de extinción global de anfibios, se 

han propuesto tres niveles jerárquicos para explicar este fenómeno (Hayes et 

al., 2010). En el primer nivel, las causas próximas (inmediatas) de la 

disminución de las poblaciones de anfibios se han atribuido generalmente al 

aumento de la mortalidad y al fracaso de la reproducción (Hayes et al., 2010). 

En el nivel dos, hay cinco factores específicos principales (causas 

intermedias) que contribuyen a las muertes individuales y la disminución de 

la población, como la depredación, la sobreexplotación humana, la 

disminución de la nutrición, los eventos catastróficos que inducen muertes 

accidentales y los patógenos y parásitos que conducen a un aumento de las 

tasas de enfermedades (Hayes et al., 2010). Finalmente, las causas últimas 

(nivel tres) son el cambio climático, los contaminantes ambientales, la 

modificación del hábitat y la introducción de especies exóticas (May, 2010; 

Hayes et al., 2010). Estas últimas causas están íntimamente ligadas a los 

procesos de cambio global y pueden afectar profundamente los efectos de los 

parásitos patógenos en las poblaciones de anfibios. 
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 Los factores que propician el cambio global pueden tener grandes 

efectos en la transmisión de parásitos transmitidos por vectores en humanos, 

ganado y vida silvestre (Daszak et al., 2000; Sutherst, 2004). Por ejemplo, se 

pronotisca que concentraciones más altas de CO2 aumenten la longevidad del 

vector y la expansión del rango de enfermedades transmitidas por vectores. 

Además, un aumento de las temperaturas puede conducir a un desarrollo 

más rápido de vectores y patógenos, una reducción de la mortalidad de los 

vectores por bajas temperaturas y una expansión del rango de vectores y 

patógenos de climas cálidos. Además, la deforestación puede facilitar más 

sitios de reproducción de vectores debido al aumento del agua superficial de 

los suelos expuestos por la tala o las nuevas prácticas en agricultura y, por lo 

tanto, aumentar las tasas de contacto entre parásitos y vectores. Asimismo, 

los contaminantes químicos como los pesticidas y las sustancias químicas que 

alteran el sistema endocrino pueden dañar el sistema inmunológico del 

hospedadpr, haciendo que la población del hospedador sea más vulnerable a 

las infecciones por patógenos (ver revisión en Shuterst et al., 2004). 

 Se ha propuesto que el cambio climático puede haber influido en las 

temperaturas hasta el punto de favorecer la prevalencia y el impacto de los 

patógenos (Rohr et al., 2008). Siguiendo esta idea, Pounds et al. (2006) 

sugirieron que el calentamiento global puede haber alterado las 

temperaturas en muchas localidades de las tierras altas de Costa Rica hacia 

las condiciones óptimas de crecimiento del hongo quítrido patógeno 

(Batrachochytrium dendrobatidis), provocando así la disminución y extinción 

de anfibios en el Neotrópico como la rana arlequín de Monteverde (Atelopus 

spp.) y el sapo dorado (Bufo periglenes). Alternativamente, pero no 

mutuamente excluyente, el cambio climático también puede conducir a 

cambios de temperatura que disminuyan la capacidad de los anfibios para 

generar respuestas inmunes apropiadas para enfrentar el desafío de 

patógenos (Rohr et al., 2008). En este sentido, Maniero y Carey (1997) 

expusieron experimentalmente a la rana leopardo Rana pipiens a bajas 

temperaturas mostrando una disminución en la proliferación de linfocitos y 

eosinófilos y una disminución de la actividad del complemento sérico. 
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 Además, la exposición a factores estresantes antropogénicos y 

contaminantes como pesticidas, fertilizantes, desechos nitrogenados y 

metales pesados puede inhibir la función inmunológica y aumentar la 

virulencia de patógenos y las tasas de enfermedad (Carey et al., 1999). Por 

ejemplo, se ha sugerido que los factores de estrés antropogénicos y la 

exposición subletal a plaguicidas pueden afectar la probabilidad de infección 

por ranavirus y la morbilidad asociada en los anfibios debido a una reducción 

en sus defensas inmunológicas (Gray et al., 2009). También, se ha 

demostrado que la exposición a la mezcla de pesticidas reduce la 

proliferación de linfocitos en Lithobates pipiens juveniles, lo que da como 

resultado una inmunidad comprometida y una mayor infección por el 

parásito pulmonar Rhabdias ranae (Christin et al., 2004; Gendron et al., 

2003). 

 La alteración y fragmentación del hábitat puede implicar un 

aislamiento demográfico y genético en poblaciones de anfibios (Marsh y 

Trenham, 2001), lo que puede estar relacionado con una pérdida de 

heterocigosidad genética que aumenta la infección y la susceptibilidad a 

patógenos (Altizer et al., 2003). En este sentido, la introducción de ranavirus 

en poblaciones genéticamente aisladas de poblaciones de Rana latastei 

provocó una mortalidad masiva, probablemente debido a una mayor 

susceptibilidad por depresión endogámica o pérdida de alelos de resistencia 

a patógenos por deriva genética (Pearman y Garner, 2005). Además, la 

fragmentación del hábitat también puede aumentar las tasas de contacto 

entre los individuos infectados, lo que puede aumentar la probabilidad de 

infección por patógenos en poblaciones de anfibios ubicadas en paisajes 

alterados antropogénicamente (Gray et al., 2009). 

 Los nuevos patógenos introducidos conjuntamente por especies 

exóticas invasoras también son un factor importante que contribuye a la 

disminución de las poblaciones de anfibios nativos. Por ejemplo, el parásito 

copépodo asiático Lernaea cyprinacea fue introducido por las ranas toro 

invasoras (Rana catesbeiana) en el hábitat de la rana nativa Rana boylii, 

provocando así malformaciones y disminución del crecimiento en las ranas 
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nativas (Kupferberg et al., 2009). De manera similar, la rana de garras 

africana invasora Xenopus laevis es responsable de la introducción del 

quitrido anfibio Batrachochytrium dendrobatidis, causando el brote de la 

enfermedad micótica quitridiomicosis en anfibios de América del Norte 

(Weldon et al., 2004; Schloegel et al., 2009). Además, se han descrito muertes 

masivas en comunidades de anfibios en cuatro lugares del norte de España 

tras la introducción de dos ranavirus filogenéticamente relacionados (Price 

et al., 2014). 
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OBSERVACIONES FINALES Y ORIENTACIONES FUTURAS 

En un escenario de cambio global, donde los cambios profundos y rápidos 

están afectando intensamente a los seres humanos, el ganado y las 

poblaciones de vida silvestre, la identificación de bioindicadores sensibles a 

las perturbaciones en los entornos terrestres y acuáticos es una necesidad 

urgente. Como ocurre con muchas enfermedades infecciosas emergentes, la 

prevalencia y el rango geográfico de muchos parásitos sanguíneos han 

aumentado en las últimas décadas en correlación con factores 

socioeconómicos, ambientales y ecológicos (Jones et al., 2008). Aunque 

ningún modelo hospedador-parásito cubre todas las características deseables 

para cada circunstancia ambiental, los anfibios y sus parásitos sanguíneos 

tienen muchos atributos convincentes que los convierten en modelos ideales 

para estudiar las respuestas al cambio ecológico, incluida su importancia 

trófica, sensibilidad a las perturbaciones ambientales, viabilidad de la 

investigación y una inminente extinción (Hopkins, 2007). Sin embargo, 

nuestro conocimiento de la patogenicidad de los hemoparásitos de anfibios y 

las conexiones entre los parásitos con la pérdida de hábitat, la contaminación 

ambiental y el cambio climático, aún es limitado. Por lo tanto, es imperativo 

enfocar los esfuerzos en los anfibios y sus enfermedades para diseñar 

estrategias de control y manejo. 

 

 



Sección III. Capítulo 4 

283 
 

REFERENCIAS 

Acosta, I.C., da Costa, A. P., Nunes, P. H., Gondim, M. F. N., Gatti, A., Rossi Jr, J. 

L., Gennari, S. M. & Marcili, A. (2013). Morphological and molecular 

characterization and phylogenetic relationships of a new species of 

trypanosome in Tapirus terrestris (lowland tapir), Trypanosoma 

terrestris sp. nov., from Atlantic Rainforest of southeastern Brazil. 

Parasites & Vectors, 6(1), 1-12. 

Adl, S. M., Bass, D., Lane, C. E., Lukes, J., Schoch, C. L., Smirnov, A., Agatha, S., 

Berney, C., Brown, M. W., Burki, F., Cardenas, P., Cepicka, I., 

Chistyakova, L., del Campo, J., Dunthorn, M., Edvardsen, B., Eglit, Y., 

Guillou, L., Hampl, V., Heiss A. A., Hoppenrath, M., James T. Y., 

Karnkowska, A., Karpov, S., Kim, E., Kolisko, M., Kudryavtsev, A., Lahr, 

D. J. G, Lara, E., Le Gall, L., Lynn, D. H., Mann, D. G., Massana, R., Mitchell, 

E. A. D., Morrow, C., Soo, J., Pawlowski, P. J. W., Powell, M. J., Richter, D. 

J., Rueckert, S., Shadwick, L., Shimano, S., Spiegel, F. W., Torruella, G., 

Youssef, N., Zlatogursky, V. & Zhang, Q. (2019). Revisions to the 

classification, nomenclature, and diversity of eukaryotes. Journal of 

Eukaryotic Microbiology, 66(1), 4-119. 

Adl, S. M., Simpson, A. G., Lane, C. E., Lukeš, J., Bass, D., Bowser, S.S., Brown, 

M.W., Burki, F., Dunthorn, M., Hampl, V., Heiss, A., Hoppenrath, M., 

Lara, E., le Gall, L., Lynn, D.H., McManus, H., Mitchell, E.A.D., Mozley-

Stanridge, S.E., Parfrey, L.W., Pawlowski, J., Rueckert, S., Shadwick, L., 

Schoch, C.L., Smirnov, A., Spiegel, F.W., (2012). The revised 

classification of eukaryotes. Journal of Eukaryotic Microbiology, 59(5), 

429-514. 

Aisien, M. S. O., Aigbirior, P. O., Ovwah, E. & Edo-Taiwo, O. (2015). Blood 

parasites of some Anurans from southern Nigeria. Tropical 

Biomedicine, 32(4), 598-607. 

Al-Khleif, A., Roth, M., Menge, C., Heuser, J., Baljer, G. & Herbst, W. (2011). 

Tenacity of mammalian viruses in the gut of leeches fed with porcine 

blood. Journal of medical microbiology, 60(6), 787-792. 



Sección III. Capítulo 4 

284 
 

Alroy, J. (2015). Current extinction rates of reptiles and 

amphibians. Proceedings of the National Academy of Sciences, 112(42), 

13003-13008. 

Altizer, S., Harvell, D. & Friedle, E. (2003). Rapid evolutionary dynamics and 

disease threats to biodiversity. Trends in Ecology & Evolution, 18(11), 

589-596. 

Amborski, R. L., Snider III, T. G., Thune, R. L. & Culley Jr, D. D. (1983). A non-

hemolytic, group B Streptococcus infection of cultured bullfrogs, Rana 

catesbeiana, in Brazil. Journal of Wildlife Diseases, 19(3), 180-184. 

Anderson, R.C. (2000) Nematode Parasites of Vertebrates: Their Development 

and Transmission. (Ed. 2th). CABI Publishing: Wallingford, England. 

Andoh, M., Sakata, A., Takano, A., Kawabata, H., Fujita, H., Une, Y., Goka, K., 

Kishimoto, T. & Ando, S. (2015). Detection of Rickettsia and Ehrlichia 

spp. in ticks associated with exotic reptiles and amphibians imported 

into Japan. PLoS One, 10(7), e0133700. 

Apakupakul, K., Siddall, M. E. & Burreson, E. M. (1999). Higher level 

relationships of leeches (Annelida: Clitellata: Euhirudinea) based on 

morphology and gene sequences. Molecular Phylogenetics and 

Evolution, 12(3), 350-359. 

Arisue, N. & Hashimoto, T. (2015). Phylogeny and evolution of apicoplasts 

and apicomplexan parasites. Parasitology International, 64(3), 254-

259. 

Bailey, J. K. (1962). Aedes aegypti as a possible new invertebrate host for frog 

trypanosomes. Experimental Parasitology, 12(3), 155-163. 

Bain, O. & Prod’Hon, J. (1974). Homogénéité des Filaires de Batraciens des 

genres Waltonella, Ochoterenella et Madochotera; création des 

Waltonellinae n. subfam. Annales de Parasitologie Humaine et 

Comparée, 49(6), 721-739. 



Sección III. Capítulo 4 

285 
 

Baker, D. G. (2008). Flynn's parasites of laboratory animals. John Wiley & 

Sons. 

Bardsley, J. E. & Harmsen, R. (1973). The trypanosomes of anura. Advances in 

Parasitology, 11, 1-73. 

 

Barribeau, S. M., Villinger, J. & Waldman, B. (2008). Major histocompatibility 

complex based resistance to a common bacterial pathogen of 

amphibians. PLoS One, 3(7), e2692. 

Barros-Battesti, D. M., Landulfo, G. A., Luz, H. R., Marcili, A., Onofrio, V. C. & 

Famadas, K. M. (2015). Ornithodoros faccinii n. sp.(Acari: Ixodida: 

Argasidae) parasitizing the frog Thoropa miliaris (Amphibia: Anura: 

Cycloramphidae) in Brazil. Parasites & Vectors, 8(1), 1-11. 

Barta, J. R. & Desser, S. S. (1984). Blood parasites of amphibians from 

Algonquin Park, Ontario. Journal of Wildlife Diseases, 20(3), 180-189. 

Barta, J. R. (1991). The dactylosomatidae. Advances in Parasitology, 30, 1-37. 

Barta, J. R., Boulard, Y. & Desser, S. S. (1987). Ultrastructural observations on 

secondary merogony and gametogony of Dactylosoma ranarum Labbe, 

1894 (Eucoccidiida; Apicomplexa). The Journal of Parasitology, 1019-

1029. 

Barta, J. R., Ogedengbe, J. D., Martin, D. S. & Smith, T. G. (2012). Phylogenetic 

position of the adeleorinid coccidia (Myzozoa, Apicomplexa, Coccidia, 

Eucoccidiorida, Adeleorina) inferred using 18S rDNA 

sequences. Journal of Eukaryotic Microbiology, 59(2), 171-180. 

Beebee, T. J. & Griffiths, R. A. (2005). The amphibian decline crisis: a 

watershed for conservation biology?. Biological Conservation, 125(3), 

271-285. 

Bernal, X. E. & de Silva, P. (2015). Cues used in host‐seeking behavior by frog‐

biting midges (Corethrella spp. Coquillet). Journal of Vector 

Ecology, 40(1), 122-128. 



Sección III. Capítulo 4 

286 
 

Bernal, X. E. & Pinto, C. M. (2016). Sexual differences in prevalence of a new 

species of trypanosome infecting túngara frogs. International Journal 

for Parasitology: Parasites and Wildlife, 5(1), 40-47. 

Bernal, X. E., Rand, A. S. & Ryan, M. J. (2006). Acoustic preferences and 

localization performance of blood-sucking flies (Corethrella Coquillett) 

to túngara frog calls. Behavioral Ecology, 17(5), 709-715. 

Bervin, K. A. & Boltz, R. S. (2001). Interactive effects of leech (Desserobdella 

picta) infection on wood frog (Rana sylvatica) tadpole fitness traits. 

Copeia, 907-915. 

Beukema, W., De Pous, P., Donaire, D., Escoriza, D., Bogaerts, S., Toxopeus, A. 

G., De Bie, C. A. J. M., Roca, J & Carranza, S. (2010). Biogeography and 

contemporary climatic differentiation among Moroccan Salamandra 

algira. Biological Journal of the Linnean Society, 101(3), 626-641. 

Blaxter, M. (2011). Nematodes: the worm and its relatives. PLoS Biol, 9(4), 

e1001050. 

Blaxter, M. L. (2003). Nematoda: genes, genomes and the evolution of 

parasitism. Advances in Parasitology, 54, 101-195. 

Blaxter, M. L., De Ley, P., Garey, J. R., Liu, L. X., Scheldeman, P., Vierstraete, A., 

Vanfleteren, J. R., Mackey, L. Y., Dorris, M., Frisse, L. M., Vida, J. T. & 

Thomas, W. K. (1998). A molecular evolutionary framework for the 

phylum Nematoda. Nature, 392(6671), 71-75. 

Boltz, R. S. (1997). The Impact of the Hematophagous Leech Batrachobdella 

Picta on Wood Frog (Rana Sylvatica) Larvae: Or, Another Reason Wood 

Frog Tadpoles Croak (Doctoral dissertation, Oakland University). 

Boulianne, B., Evans, R. C. & Smith, T. G. (2007). Phylogenetic analysis of 

Hepatozoon species (Apicomplexa: Adeleorina) infecting frogs of Nova 

Scotia, Canada, determined by ITS-1 sequences. Journal of 

Parasitology, 93(6), 1435-1441. 



Sección III. Capítulo 4 

287 
 

Brisola-Marcondes, C., Coutinho- Abreu, I.V., Valenzuela, J. & Hurd, H., 2017. 

Blood sucking vector-parasite relationship and transmission of 

diseases. (Ed. Brisola marcondes, C.) 47-57. Arthropod Borne Diseases. 

Springer International Publishing. 

Brumpt, E. (1924). Un cas de rupture de la rate avec hémopéritoine au cours 

d’une infection expérimentale à Trypanosoma inopinatum chez la 

grenouille verte (Rana esculenta). Annales de Parasitologie Humaine et 

Comparée, 2(4), 325-326. 

Brunner, J. L., Richards, K. & Collins, J. P. (2005). Dose and host characteristics 

influence virulence of ranavirus infections. Oecologia, 144(3), 399-

406. 

Cabagna Zenklusen, M. C. (2012). Caracterización Hematológica de Especies 

de Anfibios Anuros con Distribución en los Ecosistemas del Litoral 

Fluvial Argentino (Provincias de Entre Ríos y Santa Fe). Potencialidad 

de su Utilización como Biomarcadores (Doctoral dissertation). 

Cabagna Zenklusen, M. C., Lajmanovich, R. C., Attademo, A. M., Peltzer, P. M., 

Junges, C. M., Fiorenza Biancucci, G. & Bassó, A. (2011). Hematología y 

citoquímica de las células sanguíneas de Rhinella fernandezae (Anura: 

Bufonidae) en Espinal y Delta-Islas del río Paraná, Argentina. Revista 

de Biología Tropical, 59(1), 17-28. 

Cabagna Zenklusen, M. C., Lajmanovich, R. C., Attademo, A. M., Peltzer, P., 

Junges, C. M., Fiorenza Biancucci, G. & Basso, A. (2014). Generalidades 

sobre la Hematología de anfibios anuros. Comunicación Museo 

Provincial de Ciencias Naturales “Florentino Ameghino” (Nueva serie) 

18(1), 1-16. 

Cabagna Zenkluzen, M. C., Lajmanovich, R. C., Peltzer, P. M., Attademo, A., 

Fiorenza Biancucci, G. S. & Bassó, A. (2009). Primeros registros de 

endoparásitos en cinco especies de anfibios anuros del litoral 

argentino. Cuadernos de Herpetología, 23 (1), 33-40. 



Sección III. Capítulo 4 

288 
 

Caballero, E. (1935). Nematodos parásitos de los batracios de México III. 

Cuarta contribución al conocimiento de la parasitología de Rana 

montezumae. Anales del Institute de Biologia Mexico 6, 103-117. 

Camargo, L. M. A., Ferreira, M. U., Krieger, H., De Camargo, E. P. & Da Silva, L. 

P. (1994). Unstable hypoendemic malaria in Rondonia (western 

Amazon region, Brazil): epidemic outbreaks and work-associated 

incidence in an agro-industrial rural settlement. The American Journal 

of Tropical Medicine and Hygiene, 51(1), 16-25. 

Campbell, T. W. & Ellis, C. K. (2007). Avian and Exotic Animal Hematology and 

Cytology, (Ed. 3rd). Blackwell, Oxford 

Carey, C., Cohen, N. & Rollins-Smith, L. (1999). Amphibian declines: an 

immunological perspective. Developmental & Comparative 

Immunology, 23(6), 459-472. 

Carroll, R.L. (2009). The Rise of Amphibians: 365 Million Years of Evolution. 

Johns Hopkins University Press. 

Causey, O. R. (1939). Aedes and Culex mosquitoes as intermediate hosts of 

frog filaria, Foleyella sp. American Journal of Hygiene, 29(2), 79-81. 

Chivers, D. P., Kiesecker, J. M., Marco, A., Devito, J., Anderson, M. T. & 

Blaustein, A. R. (2001). Predator‐induced life history changes in 

amphibians: egg predation induces hatching. Oikos, 92(1), 135-142. 

Christin, M. S., Menard, L., Gendron, A. D., Ruby, S., Cyr, D., Marcogliese, D. J., 

Rollins-Smith, L. & Fournier, M. (2004). Effects of agricultural 

pesticides on the immune system of Xenopus laevis and Rana 

pipiens. Aquatic Toxicology, 67(1), 33-43. 

Chutmongkonkul, M., Pariyanonth, P., Tangtrongpairos, J. & Sailasuta, A. 

(2005, October). Lankesterella in Hoplobatrachus rugulosus in 

Thailand. Proceedings of the 31st Congress on Sciences and Technology 

of Thailand at Suranaree University of Technology, 5, 89-90. 



Sección III. Capítulo 4 

289 
 

Cotes, A., Santodomingo, A. & Castro, L. (2019). Detección molecular de 

Rickettsia y Hemolivia en garrapatas de sapos de Santa Marta, 

Magdalena. Asociación Colombiana de Zoología (Eds.), Libro de 

resúmenes, V Congreso Colombiano de Zoología, 16. Available online at 

http://vccz.aczcolombia.org/wp-

content/uploads/2019/02/resumenes.pdf 

Crans, W. J. (1970). The blood feeding habits of Culex territans Walker. 

Mosquito News, 30, 445-447. 

Cullen, B. R. & Owens, L. (2002). Experimental challenge and clinical cases of 

Bohle iridovirus (BIV) in native Australian anurans. Diseases of 

Aquatic Organisms, 49(2), 83-92. 

Cunningham, A. A., Hyatt, A. D., Russell, P. & Bennett, P. M. (2007). Emerging 

epidemic diseases of frogs in Britain are dependent on the source of 

ranavirus agent and the route of exposure. Epidemiology & 

Infection, 135(7), 1200-1212. 

Cupp, E. W., Zhang, D., Yue, X., Cupp, M. S., Guyer, C., Sprenger, T. R. & 

Unnasch, T. R. (2004). Identification of reptilian and amphibian blood 

meals from mosquitoes in an eastern equine encephalomyelitis virus 

focus in central Alabama. The American Journal of Tropical Medicine 

and Hygiene, 71(3), 272-276. 

Dantas-Torres, F., Chomel, B. B. & Otranto, D. (2012) Ticks and tick-borne 

diseases: A One Health perspective. Trends in Parasitology, 28(10), 

437-446.  

Dantas-Torres, F., Oliveira-Filho, E. F., Soares, F. Â. M., Souza, B. O., Valença, R. 

B. P. & Sá, F. B. (2008). Ticks infesting amphibians and reptiles in 

Pernambuco, Northeastern Brazil. Revista Brasileira de Parasitologia 

Veterinária, 17(4), 218-221. 

Dasgupta, R., Halder, D. P. & Dasgupta, B. (1996) Blood parasites of 

Tylototriton verrucosus. (Caudata: Salamandridae). Russian Journal of 

Herpetology 3(2), 186-190. 

http://vccz.aczcolombia.org/wp-content/uploads/2019/02/resumenes.pdf
http://vccz.aczcolombia.org/wp-content/uploads/2019/02/resumenes.pdf


Sección III. Capítulo 4 

290 
 

Daszak P., Cunningham A. A. & Hyatt A. D. (2000) Wildlife ecology —

emerging infectious diseases of wildlife: threats to biodiversity and 

human health. Science 287, 443–449 

Davies, A. J. & Johnston, M. R. L. (2000). The biology of some intraerythrocytic 

parasites of fishes, amphibia and reptiles. Advances in Parasitology, 45, 

1-107. 

Davis, A. K. & Cecala, K. (2010). Intraerythrocytic rickettsial inclusions in 

Ocoee salamanders (Desmognathus ocoee): prevalence, morphology, 

and comparisons with inclusions of Plethodon cinereus. Parasitology 

Research, 107(2), 363-367. 

Davis, A. K., DeVore, J. L., Milanovich, J. R., Cecala, K., Maerz, J. C. & Yabsley, M. 

J. (2009). New findings from an old pathogen: intraerythrocytic 

bacteria (family Anaplasmatacea) in red-backed salamanders 

Plethodon Cinereus. Ecohealth, 6(2), 219-228. 

D'Bastiani, E., Struett, M. M. & Campião, K. M. (2018). First record of Filiarial 

nematode in the Brazilian torrent frog Hylodes heyeri (Anura, 

Hylodidae). Herpetology Notes, 11, 367-368. 

De Alcantara, E. P., Ferreira-Silva, C., Ávila, R. W., de Campos Pacheco, R., 

Martins, T. F., Munoz-Leal, S. & Morais, D. H. (2018). Ticks (Acari: 

Argasidae and Ixodidae) infesting amphibians and reptiles in 

Northeastern Brazil. Systematic and Applied Acarology, 23(8), 1497-

1508. 

de la Fuente, J., Estrada-Pena, A., Venzal, J. M., Kocan, K. M. & Sonenshine, D. E. 

(2008). Overview: ticks as vectors of pathogens that cause disease in 

humans and animals. Frontiers in Bioscience, 13(13), 6938-6946. 

Delvinquier, B.L.J. & Freeland, W.J. (1989). On some trypanosomes of the 

Australian anura. Proc Roy Soc, 100, 79-87.  



Sección III. Capítulo 4 

291 
 

Dennis, D.T. & Piesman, J.E. (2005). Overview of Tick-borne Infections of 

Humans.  Tick-borne Diseases of Humans. (Ed. Goodman, J. L., Dennis, D. 

T. & Sonenshine, D. E.) 3- 11. ASM Press.  

Densmore, C. L. & Green, D. E. (2007). Diseases of amphibians. Ilar 

Journal, 48(3), 235-254. 

Desportes, C. (1942). Forcipomyia velox winn. et Sycorax silacea curtis, 

vecteurs d’Icosiella neglecta (diesing) filaire commune de la grenouille 

verte. Annales de Parasitologie Humaine et Comparée, 19(1-2-3), 53-

68. 

Desser, S. S. & Barta, J. R. (1989). The morphological features of Aegyptianella 

bacterifera: an intraerythrocytic rickettsia of frogs from 

Corsica. Journal of Wildlife Diseases, 25(3), 313-318. 

Desser, S. S. (1987). Aegyptianella ranarum sp. n. (Rickettsiales, 

Anaplasmataceae): ultrastructure and prevalence in frogs from 

Ontario. Journal of Wildlife Diseases, 23(1), 52-59. 

Desser, S. S. (1993). The Haemogregarinidae and Lankesterellidae. Parasitic 

Protozoa 4(2), 247-272. 

Desser, S. S. (2001). The blood parasites of anurans from Costa Rica with 

reflections on the taxonomy of their trypanosomes. Journal of 

Parasitology, 87(1), 152-160. 

Desser, S. S., Hong, H. & Martin, D. S. (1995). The life history, ultrastructure, 

and experimental transmission of Hepatozoon catesbianae n. comb., an 

apicomplexan parasite of the bullfrog, Rana catesbeiana and the 

mosquito, Culex territans in Algonquin Park, Ontario. The Journal of 

Parasitology, 212-222. 

Desser, S. S., McIver, S. B. & Ryckman, A. (1973). Culex territans as a potential 

vector of Trypanosoma rotatorium. I. Development of the flagellate in 

the mosquito. The Journal of Parasitology, 353-358. 



Sección III. Capítulo 4 

292 
 

Dorris, M., Viney, M. E. & Blaxter, M. L. (2002). Molecular phylogenetic 

analysis of the genus Strongyloides and related 

nematodes. International Journal for Parasitology, 32(12), 1507-1517. 

Drury, S. E. N., Gough, R. E. & Cunningham, A. A. (1995). Isolation of an 

iridovirus-like agent from common frogs (Rana temporaria). 

Veterinary Record 137, 72-73. 

Elliott, J. M. & Dobson, M. (2015) Freshwater Leeches of Britain and Ireland. 

Keys to the Hirudinea and a Review of their Ecology. Freshwater 

Biological Association Scientific Publication 69, 1-108. 

Elliott, J. M. & Kutschera, U. (2011). Medicinal leeches: historical use, ecology, 

genetics and conservation. Freshwater Reviews, 4(1), 21-41. 

Emerson, H. & Norris, C. (1905). "Red-leg"—An infectious disease of 

frogs. The Journal of Experimental Medicine, 7(1), 32-58. 

Fantham, H. B., Porter, A. & Richardson, L. R. (1942). Some haematozoa 

observed in vertebrates in eastern Canada. Parasitology, 34(2), 199-

226. 

Flynn, R. J. (1973). Parasites of Laboratory Reptiles and Amphibians. 

Parasites of Laboratory Animals. 507-642. Iowa State University Press. 

Ames, USA. 

Foley J. E. & Nieto N. C. (2010) Tularemia. Veterinary Microbiolgy 140, 332-

338. 

Fox, H. (1984) Amphibian Morphogenesis. Clifton: Humana Press. New Jersey, 

USA. 

Fox, H. (2012). Amphibian Morphogenesis. Springer Science & Business Media. 

Luxemburgo.  

Frost, D. R., Grant, T., Faivovich, J., Bain, R. H., Haas, A., Haddad, C. F. B., De Sá, 

R. O., Channing, A., Wilkinson, M., Donnellan, S. C., Raxworthy, C. J., 

Campbell, J. A., Blotto, B. L., Moler, P., Drewes, R. C., Nussbaum, R. A., 



Sección III. Capítulo 4 

293 
 

Lynch, J. D., Green, D. M. & Wheeler, W. C. (2008). Is the amphibian 

tree of life really fatally flawed?. Cladistics, 24(3), 385-395. 

Garnham P. C. C. (1954). A haemogregarine in Argas brumpti. Rivista di 

Parassitologia, 15, 425–435. 

Gendron, A. D., Marcogliese, D. J., Barbeau, S., Christin, M. S., Brousseau, P., 

Ruby, S., Cyr, D. & Fournier, M. (2003). Exposure of leopard frogs to a 

pesticide mixture affects life history characteristics of the lungworm 

Rhabdias ranae. Oecologia, 135(3), 469-476. 

Gentilli, A. & Tiberti, R. (2010). First report of freshwater leech Helobdella 

stagnalis (Rhyncobdellida: Glossiphoniidae) as a parasite of an anuran 

amphibian. First Report of Freshwater Leech Helobdella stagnalis 

(Rhyncobdellida: Glossiphoniidae) as a Parasite of an Anuran 

Amphibian, 255-258. 

Getz, W. M. (2011). Biomass transformation webs provide a unified approach 

to consumer–resource modelling. Ecology Letters, 14(2), 113-124. 

Glorioso, J. C., Amborski, R. L., Amborski, G. F. & Culley, D. C. (1974). 

Microbiological studies on septicemic bullfrogs (Rana catesbeiana). 

American Journal of Veterinary Research 35, 1241-1245. 

Gray, M. J., Miller, D. L. & Hoverman, J. T. (2009). Ecology and pathology of 

amphibian ranaviruses. Diseases of Aquatic Organisms, 87(3), 243-266. 

Gruia-Gray, J. & Desser, S. S. (1992). Cytopathological observations and 

epizootiology of frog erythrocytic virus in bullfrogs (Rana 

catesbeiana). Journal of Wildlife Diseases, 28(1), 34-41. 

Gruia-Gray, J., Petric, M. & Desser, S. (1989). Ultrastructural, biochemical and 

biophysical properties of an erythrocytic virus of frogs from Ontario, 

Canada. Journal of Wildlife Diseases, 25(4), 497-506. 

Gruia-Gray, J., Ringuette, M. & Desser, S. S. (1992). Cytoplasmic localization of 

the DNA virus frog erythrocytic virus. Intervirology, 33(3), 159-164. 



Sección III. Capítulo 4 

294 
 

Guerrero, S. & Ayala, S. G. (1977). Blood parasites of some reptiles and 

amphibia from the Amazon forest in Peru. Revista do Instituto de 

Medicina Tropical de Sao Paulo, 19(5), 283-288. 

Guglielmone, A. A., Estrada-Peña, A., Keirans, J. E. & Robbins, R. G. (2003) 

Ticks (Acari: Ixodida) of the neotropical zoogeographic region. Atlanta 

Houten, International Consortium on Ticks and Tickborne Diseases, 173 

Guglielmone, A. A., Robbins, R. G., Apanaskevich, D. A., Petney, T. N., Estrada-

Peña, A., Horak, I. G., Shao, R. & Barker, S. C. (2010). The Argasidae, 

Ixodidae and Nuttalliellidae (Acari: Ixodida) of the world: a list of valid 

species names. Zootaxa 2528, 1-28 

Gutiérrez, G. A., González, L. P., Giraldo, A., Calderón-Espinosa, M. L. & Vargas, 

M., Rodríguez-Fandiño, O. & Matta N. E. (2018) Blood Parasites in 

Neotropical Herpetofauna: a Huge Potential of Research. Presented in 

4th international conference on malaria and related haemosporidian 

parasites of wildlife. Beijing, China.  

Haddad, C. F. & Prado, C. P. (2005). Reproductive modes in frogs and their 

unexpected diversity in the Atlantic Forest of Brazil. BioScience, 55(3), 

207-217. 

Hamer, G. L., Kitron, U. D., Goldberg, T. L., Brawn, J. D., Loss, S. R., Ruiz, M. O., 

Hayes, D. B. & Walker, E. D. (2009). Host selection by Culex pipiens 

mosquitoes and West Nile virus amplification. The American Journal of 

Tropical Medicine and Hygiene, 80(2), 268-278. 

Hamilton, P. B., Gibson, W. C. & Stevens, J. R. (2007). Patterns of co-evolution 

between trypanosomes and their hosts deduced from ribosomal RNA 

and protein-coding gene phylogenies. Molecular Phylogenetics and 

Evolution, 44(1), 15-25. 

Harp, E. M. & Petranka, J. W. (2006). Ranavirus in wood frogs (Rana 

sylvatica): potential sources of transmission within and between 

ponds. Journal of Wildlife Diseases, 42(2), 307-318. 



Sección III. Capítulo 4 

295 
 

Harris, D. J., Damas-Moreira, I., Maia, J. P. & Perera, A. (2014). First report of 

Hepatozoon (Apicomplexa: Adeleorina) in caecilians, with description 

of a new species. Journal of Parasitology, 100(1), 117-120. 

Hayes, P. M., Lawton, S. P., Smit, N. J., Gibson, W. C. & Davies, A. J. (2014). 

Morphological and molecular characterization of a marine fish 

trypanosome from South Africa, including its development in a leech 

vector. Parasites & Vectors, 7(1), 1-11. 

Hayes, T. B., Falso, P., Gallipeau, S. & Stice, M. (2010). The cause of global 

amphibian declines: a developmental endocrinologist's 

perspective. Journal of Experimental Biology, 213(6), 921-933. 

Hemingway, V., Brunner, J., Speare, R. & Berger, L. (2009) Viral and bacterial 

diseases of amphibians. Amphibian Biology 8, 2969-2986. 

Heyer, W. R. (1994). Variation within the Leptodactylus podicipinus-wagneri 

complex of frogs (Amphibia: Leptodactylidae). Smithsonian 

Contributions to Zoology, 546, 124,  

Hoare, C. A. (1972). The Trypanosomes of Mammals. A zoological 

Monograph. The trypanosomes of mammals. A zoological monograph. 

Blackwell Scientific Publications. Oxford and Edinburgh. 

Hoff, G. L. & Hoff, D. M. (1984). Salmonella and Arizona. Diseases of 

Amphibians and Reptiles 69-82.  

Hoff, G. L., Frye, F.L. & Jacobson, E. R. (1984) Diseases of amphibians and 

reptiles. Plenum Press, New York. 

Hoverman, J. T., Gray, M. J. & Miller, D. L. (2010). Anuran susceptibilities to 

ranaviruses: role of species identity, exposure route, and a novel virus 

isolate. Diseases of Aquatic Organisms 89(2), 97-107. 

Howard, R. D. (1978). The evolution of mating strategies in bullfrogs, Rana 

catesbeiana. Evolution, 32, 850-871. 



Sección III. Capítulo 4 

296 
 

Howard, R. D. (1978). The influence of male‐defended oviposition sites on 

early embryo mortality in bullfrogs. Ecology, 59(4), 789-798. 

IUCN (2018). The IUCN Red List of Threatened Species. Version 2018-2. 

http://www.iucnredlist.org. Downloaded on 14 November 2018. 

Jakowska, S. & Nigrelli, R. F. (1956). Babesiosoma gen. nov. and other 

babesioids in erythrocytes of cold‐blooded vertebrates. Annals of the 

New York Academy of Sciences, 64(1), 112-127. 

Jones, K. E., Patel, N. G., Levy, M. A., Storeygard, A., Balk, D., Gittleman, J. L. & 

Daszak, P. (2008). Global trends in emerging infectious 

diseases. Nature, 451(7181), 990-993. 

Karadjian, G., Chavatte, J. M. & Landau, I. (2015). Systematic revision of the 

adeleid haemogregarines, with creation of Bartazoon ng, reassignment 

of Hepatozoon argantis Garnham, 1954 to Hemolivia, and molecular 

data on Hemolivia stellata. Parasite, 22. 

Klaphake, E. (2009). Bacterial and parasitic diseases of 

amphibians. Veterinary Clinics: Exotic Animal Practice, 12(3), 597-608. 

Knowles, S. C. L., Palinauskas, V. & Sheldon, B. C. (2010). Chronic malaria 

infections increase family inequalities and reduce parental fitness: 

experimental evidence from a wild bird population. Journal of 

Evolutionary Biology, 23(3), 557-569. 

Kupferberg, S. J., Catenazzi, A., Lunde, K., Lind, A. J. & Palen, W. J. (2009). 

Parasitic copepod (Lernaea cyprinacea) outbreaks in foothill yellow-

legged frogs (Rana boylii) linked to unusually warm summers and 

amphibian malformations in Northern California. Copeia, 2009(3), 

529-537. 

Labbé, A. (1894). Recherches zoologiques et biologiques sur les parasites 

endoglobulaires du sang des vertébrés. Archives de Zoologie 

Expérimentale et Générale, 2, 255–258. 



Sección III. Capítulo 4 

297 
 

Lainson, R. & Paperna, I. (1995). Light and electron microscope study of a 

Lankesterella petiti (Apicomplexa: Lankesterellidae) infecting Bufo 

marinus (Amphibia: Anura) in Pará, North Brazil. Parasite, 2(3), 307-

313. 

Lainson, R., De Souza, M. C. & Franco, C. M. (2007). Natural and experimental 

infection of the lizard Ameiva ameiva with Hemolivia stellata 

(Adeleina: Haemogregarinidae) of the toad Bufo marinus. Parasite, 

14(4), 323-328. 

Le Bail, O. & Landau, I. (1974). Description et cycle biologique expérimental 

de Schellackia balli n. sp.(Lankesterellidae) parasite de Crapauds de 

Guyane. Annales de Parasitologie Humaine et Comparée, 49(6), 663-

668. 

Leal, D. D., O'dwyer, L. H., Ribeiro, V. C., Silva, R. J., Ferreira, V. L. & Rodrigues, 

R. B. (2009). Hemoparasites of the genus Trypanosoma 

(Kinetoplastida: Trypanosomatidae) and hemogregarines in anurans 

of the São Paulo and Mato Grosso do Sul States-Brazil. Anais da 

Academia Brasileira de Ciências, 81(2), 199-206. 

Lee, J. J., Hutner S, H., Bovee, E.C. & Upton, J. (1985) The Illustrated Guide to 

the Protozoa. (Ed. 2nd). Allen Press, Lawrence, Kansas. 

Lee, J. J., Leesdale, G. F. & Bradbury, P. (2000). The Illustrated Guide to the 

Protozoa. (Ed. 2nd). Allen Press, Lawrence, Kansas. 

Lehane, M. J. & Lehane, M. (2005). The Biology of Blood-sucking in Insects. 

Cambridge University Press. Cambridge. 

Lehmann, D. L. (1959). Karyolysus sonomae n. sp., a blood parasite from the 

California yellow-legged frog, Rana boyli boyli. Proceedings of the 

American Philosophical Society, 103(4), 545-547. 

Lemos, M., Morais, D. H., Carvalho, V. T. & D'Agosto, M. (2008). First record of 

Trypanosoma chattoni in Brazil and occurrence of other Trypanosoma 



Sección III. Capítulo 4 

298 
 

species in Brazilian frogs (Anura, Leptodactylidae). Journal of 

Parasitology, 94(1), 148-151. 

Lunghi, E., Ficetola, G. F., Mulargia, M., Cogoni, R., Veith, M., Corti, C. & 

Manenti, R. (2018). Batracobdella leeches, environmental features and 

Hydromantes salamanders. International Journal for Parasitology: 

Parasites and Wildlife, 7(1), 48-53. 

Maniero, G. D. & Carey, C. (1997). Changes in selected aspects of immune 

function in the leopard frog, Rana pipiens, associated with exposure to 

cold. Journal of Comparative Physiology B, 167(4), 256-263. 

Mansour, N. S. & Mohammed, A. H. (1962). Lankesterella bufonis sp. nov. 

parasitizing toads, Bufo regularis Reuss, in Egypt. The Journal of 

Protozoology, 9(2), 243-248. 

Manwell, R. D. (1964). The genus Dactylosoma. The Journal of 

Protozoology, 11(4), 526-530. 

Marcondes, C. B., Contigiani, M. & Gleiser, R. M. (2017). Emergent and 

reemergent arboviruses in South America and the Caribbean: why so 

many and why now?. Journal of Medical Entomology, 54(3), 509-532. 

Marsh, D. M. & Trenham, P. C. (2001). Metapopulation dynamics and 

amphibian conservation. Conservation Biology, 15(1), 40-49. 

Martin, D. S., Wright, A. D. G., Barta, J. R. & Desser, S. S. (2002). Phylogenetic 

position of the giant anuran trypanosomes Trypanosoma chattoni, 

Trypanosoma fallisi, Trypanosoma mega, Trypanosoma neveulemairei, 

and Trypanosoma ranarum inferredfrom 18s rRNA gene 

sequences. Journal of Parasitology, 88(3), 566-571. 

May, R. M. (2010). Ecological science and tomorrow's world. Philosophical 

Transactions of the Royal Society B: Biological Sciences, 365(1537), 41-

47. 

McKenzie, V. J. & Starks, H. A. (2008). Blood parasites of two Costa Rican 

amphibians with comments on detection and microfilaria density 



Sección III. Capítulo 4 

299 
 

associated with adult filarial worm intensity. Journal of 

Parasitology, 94(4), 824-829. 

McKenzie, V. J. (2007). Human land use and patterns of parasitism in tropical 

amphibian hosts. Biological Conservation, 137(1), 102-116. 

Megía-Palma, R., Martínez, J. & Merino, S. (2013). Phylogenetic analysis based 

on 18S rRNA gene sequences of Schellackia parasites (Apicomplexa: 

Lankesterellidae) reveals their close relationship to the genus 

Eimeria. Parasitology, 140(9), 1149-1157. 

Megía‐Palma, R., Martínez, J. & Merino, S. (2014). Molecular characterization 

of haemococcidia genus Schellackia (Apicomplexa) reveals the 

polyphyletic origin of the family Lankesterellidae. Zoologica 

Scripta, 43(3), 304-312. 

Merilä, J. & Sterner, M. (2002, January). Medicinal leeches (Hirudo 

medicinalis) attacking and killing adult amphibians. Annales Zoologici 

Fennici 39 (4), 343-346.  

Merino, S. Martínez J, Martínez-de la Puente J, Criado-Fornelio A, Tomás G, 

Morales J, Lobato E, & García-Fraile S. (2006). Molecular 

characterization of the 18S rDNA gene of an avian Hepatozoon reveals 

that it is closely related to Lankesterella. Journal of Parasitology, 92(6), 

1330-1335. 

Mitchell, M. A. (2007). Parasites of amphibians. Flynn’s Parasites of 

Laboratory Animals. (ed. Baker, D. G.) 117-176. Blackwell Publishing, 

Ames, Iowa.  

Mock, B. A. & Gill, P. E. (1984). The infrapopulation dynamics of 

trypanosomes in red-spotted newts. Parasitology, 88(2), 267-282. 

Mock, B. A. (1987). Longitudinal patterns of trypanosome infections in red-

spotted newts. The Journal of Parasitology, 73, 730-737. 



Sección III. Capítulo 4 

300 
 

Møller, A. P., Allander, K. & Dufva, R. (1990). Fitness effects of parasites on 

passerine birds: a review. Population Biology of Passerine Birds, 269-

280. Springer-Verlag, Berlin, Germany 

Moreno, A., González, L. P. & Barreto, D. (2015) Caracterización morfológica 

de hemoprásitos presentes en algunos reptiles y anfibios de Guaviare, 

Colombia. Unpublished bachelor's degree work, Universidad Colegio 

Mayor de cundinamarca, Bogotá D.C. 

Morrison, D. A., Bornstein, S., Thebo, P., Wernery, U., Kinne, J. & Mattsson, J. G. 

(2004). The current status of the small subunit rRNA phylogeny of the 

coccidia (Sporozoa). International Journal for Parasitology, 34(4), 501-

514. 

Moser, W. E., Govedich, F. R. & Klemm, D. J. (2009). Annelida, Hirudinida 

(leeches). Invertebrates, 116-123. 

Muñoz-Leal, S., Toledo, L. F., Venzal, J. M., Marcili, A., Martins, T. F., Acosta, I. C. 

L., Pinter, A. & Labruna, M. B. (2017). Description of a new soft tick 

species (Acari: Argasidae: Ornithodoros) associated with stream-

breeding frogs (Anura: Cycloramphidae: Cycloramphus) in 

Brazil. Ticks and Tick-borne Diseases, 8(5), 682-692. 

Nehili, M., Ilk, C., Mehlhorn, H., Ruhnau, K., Dick, W. & Njayou, M. (1994). 

Experiments on the possible role of leeches as vectors of animal and 

human pathogens: a light and electron microscopy study. Parasitology 

Research 80(4), 277-290. 

Netherlands, E. C., Cook, C. A., Kruger, D. J., du Preez, L. H. & Smit, N. J. (2015). 

Biodiversity of frog haemoparasites from sub-tropical northern 

KwaZulu-Natal, South Africa. International Journal for Parasitology: 

Parasites and Wildlife 4(1), 135-141. 

Netherlands, E. C., Cook, C. A., Smit, N. J. & Du Preez, L. H. (2014). 

Redescription and molecular diagnosis of Hepatozoon theileri 

(Laveran, 1905) (Apicomplexa: Adeleorina: Hepatozoidae), infecting 



Sección III. Capítulo 4 

301 
 

Amietia quecketti (Anura: Pyxicephalidae). Folia Parasitologica, 61, 

293-300 

Nöller, W. (1913). Die Blutprotozoen des Wasserfrosches und ihre 

Ubertragung. Archiv fur Protistenkunde, 31, 169-240. 

Nöller, W. (1920). Zur Kenntnis der Coccidien des Wasserfrosches (Eimeria 

neglecta nov. spec.) (Befruchtung und Sporogonie von 

Lankesterella). Archives Protistenkunde, 41, 176-180. 

Ochoterena, I. & Caballero, E. (1932). Una nueva filaria parásita de las 

ranas.  Anales del Instituto de Biología, Universidad Nacional Autónoma 

de México 3, 29-32. 

O'Donoghue, P. (2017). Haemoprotozoa: making biological sense of 

molecular phylogenies. International Journal for Parasitology: 

Parasites and Wildlife, 6(3), 241-256. 

Olson, S. H., Gangnon, R., Silveira, G. A. & Patz, J. A. (2010). Deforestation and 

malaria in Mancio Lima county, Brazil. Emerging Infectious 

Diseases, 16(7), 1108-1115. 

Omonona, A. O. & Ekpenko, V. (2011). Haematology and prevalence of blood 

parasites of the common frog (Rana temporaria) in the tropical 

environment. Journal of Veterinary Medicine and Animal Health, 3(2), 

14-20. 

Pacheco, M. A., Cepeda, A. S., Bernotienė, R., Lotta, I. A., Matta, N. E., Valkiūnas, 

G. & Escalante, A. A. (2018). Primers targeting mitochondrial genes of 

avian haemosporidians: PCR detection and differential DNA 

amplification of parasites belonging to different genera. International 

Journal for Parasitology, 48(8), 657-670. 

Paparini, A., Macgregor, J., Irwin, P. J., Warren, K. & Ryan, U. M. (2014). Novel 

genotypes of Trypanosoma binneyi from wild platypuses 

(Ornithorhynchus anatinus) and identification of a leech as a potential 

vector. Experimental Parasitology, 145, 42-50. 



Sección III. Capítulo 4 

302 
 

Paperna, I. & Lainson, R. (1995). Schellackia (Apicomplexa: Eimeriidae) of the 

Brazilian tree-frog, Phrynohyas venulosa (Amphibia: Anura) from 

Amazonian Brazil. Memórias do Instituto Oswaldo Cruz 90(5), 589-592. 

Paperna, I., Bastien, P., Chavatte, J. C. & Landau, I. (2009). Lankesterella 

poeppigii n. sp. (Apicomplexa, Lankesterellidae) from Bufo poeppigii 

(Tschudi, 1845) from Peru. Revista Peruana de Biología, 16(2), 165-

168. 

Patz, J. A. & Olson, S. H. (2006). Malaria risk and temperature: influences from 

global climate change and local land use practices. Proceedings of the 

National Academy of Sciences, 103(15), 5635-5636. 

Pearman, P. B. & Garner, T. W. (2005). Susceptibility of Italian agile frog 

populations to an emerging strain of Ranavirus parallels population 

genetic diversity. Ecology Letters, 8(4), 401-408. 

Pearman, P. B., Garner, T. W., Straub, M. & Greber, U. F. (2004). Response of 

the Italian agile frog (Rana latastei) to a Ranavirus, frog virus 3: a 

model for viral emergence in naive populations. Journal of Wildlife 

Diseases, 40(4), 660-669. 

Pessier, A. P. (2007). Cytologic diagnosis of disease in amphibians. Veterinary 

Clinics: Exotic Animal Practice, 10(1), 187-206. 

Petit, G., Landau, I., Baccam, D. & Lainson, R. (1990). Description et cycle 

biologique d'Hemolivia stellata ng, n. sp., hémogrégarine de crapauds 

brésiliens. Annales de Parasitologie Humaine et Comparée, 65(1), 3-15. 

Pounds, J. A., Bustamante, M. R., Coloma, L. A., Consuegra, J. A., Fogden, M. P. 

L., Foster, P. N., La Marca, E., Masters, K. L., Merino-Viteri, A. & 

Puschendorf, R. (2006). Widespread amphibian extinctions from 

epidemic disease driven by global warming. Nature, 439(7073), 161-

167. 



Sección III. Capítulo 4 

303 
 

Price, S. J., Garner, T. W., Nichols, R. A., Balloux, F., Ayres, C., de Alba, A. M. C. & 

Bosch, J. (2014). Collapse of amphibian communities due to an 

introduced Ranavirus. Current Biology, 24(21), 2586-2591. 

Raffel, T. R., Rohr, J. R., Kiesecker, J. M. & Hudson, P. J. (2006). Negative effects 

of changing temperature on amphibian immunity under field 

conditions. Functional Ecology, 20(5), 819-828. 

Rajabi, F., Javanbakht, H. & Sajjadi, S. S. (2017). A preliminary study of 

haemoparasites in marsh frogs, Pelophylax ridibundus (Ranidae) from 

Iran. Journal of Entomology and Zoology Studies, 5(4), 1314-1317. 

Randolph, S. E. (2008). The impact of tick ecology on pathogen transmission 

dynamics. Ticks: Biology, Disease and Control, 40-72. 

Readel, A. M. & Goldberg, T. L. (2010). Blood parasites of frogs from an 

equatorial African montane forest in western Uganda. Journal of 

Parasitology, 96(2), 448-450. 

Reichenbach-Klinke, H. & Elkan, E. (1965) Amphibia. The Principal Diseases of 

Lower Vertebrates. Academic Press, New York.  

Reichenow, E. (1921). Die Hämococcidien der Eidechsen: Vorbemerkungen und 

I. Teil, die Entwicklungsgeschichte von Karyolysus. Gustav Fischer. 

Rikihisa, Y. (2006). New findings on members of the family Anaplasmataceae 

of veterinary importance. Annals of the New York Academy of 

Sciences, 1078(1), 438-445. 

Robert, J. (2016). The Immune System of Amphibians. (Ed. Ratcliffe, M. J. H.) 

Encyclopedia of Immunobiology. Academic Press Elsevier Ltd.  

Rocha, R., Borda, E., Andreone, F. & Rosa, G. M. (2012). First reports of leech 

parasitism in Malagasy anurans. Comparative Parasitology, 79(2), 352-

356. 

Roelants, K., Gower, D. J., Wilkinson, M., Loader, S. P., Biju, S. D., Guillaume, K. 

& Bossuyt, F. (2007). Global patterns of diversification in the history of 



Sección III. Capítulo 4 

304 
 

modern amphibians. Proceedings of the National Academy of 

Sciences, 104(3), 887-892. 

Rohr, J. R., Raffel, T. R., Romansic, J. M., McCallum, H. & Hudson, P. J. (2008). 

Evaluating the links between climate, disease spread, and amphibian 

declines. Proceedings of the National Academy of Sciences, 105(45), 

17436-17441. 

Romano, A. & Di Cerbo, A.R. (2007) Leech predation on amphibian eggs. Acta 

Zoological Sin, 53, 750-754. 

Rungsipipat, A. (2005). Cell of Chronic Inflammation.  General Veterinary 

Pathology. Department of Pathology, Faculty of Veterinary Science, 

Chulalongkorn University, Point Graphic Ltd, Bangkok, Thailand. 

Sailasuta, A., Satetasit, J. & Chutmongkonkul, M. (2011). Pathological study of 

blood parasites in rice field frogs, Hoplobatrachus rugulosus 

(Wiegmann, 1834). Veterinary Medicine International, 2011. Article ID 

850568, 5 pages. 

Sanders, E. P. (1928). Observations and experiments on the haemogregarines 

of certain amphibia. The Journal of Parasitology, 14(3), 188-192. 

Sawyer, R. T. (1986). Leech Biology and Behavior. Clarendon Press: Oxford, 

UK. 

Sawyer, R. T., Lepont, F., Stuart, D. K. & Kramer, A. P. (1981). Growth and 

reproduction of the giant glossiphoniid leech Haementeria 

ghilianii. The Biological Bulletin, 160(2), 322-331. 

Schacher, J. F. & Crans, W. J. (1973). Foleyella flexicauda sp. (Nematoda: 

Filarioidea) from Rana catesbeiana in New Jersey, with a review of the 

genus and erection of two new subgenera. The Journal of Parasitology, 

59, 685-691. 

Schloegel, L. M., Daszak, P., Cunningham, A. A., Speare, R. & Hill, B. (2010). 

Two amphibian diseases, chytridiomycosis and ranaviral disease, are 



Sección III. Capítulo 4 

305 
 

now globally notifiable to the World Organization for Animal Health 

(OIE): an assessment. Diseases of Aquatic Organisms, 92(2-3), 101-108. 

Schloegel, L. M., Picco, A. M., Kilpatrick, A. M., Davies, A. J., Hyatt, A. D. & 

Daszak, P. (2009). Magnitude of the US trade in amphibians and 

presence of Batrachochytrium dendrobatidis and ranavirus infection in 

imported North American bullfrogs (Rana catesbeiana). Biological 

Conservation, 142(7), 1420-1426. 

Schmid-Hempel, P. (2011) Evolutionary Parasitologythe Integrated Study of 

Infections, Immunology, Ecology, and Genetics. Oxford Biol. 

Schmidt, G. D. & Kuntz, R. E. (1969). Nematode parasites of Oceanica.: VI. 

Foleyella confusa sp. nov., Icosiella hoogstraali sp. nov.(Filarioidea), 

and other species from Philippine amphibians. Parasitology, 59(4), 

885-889. 

Schurmans-Stekhovek, J. H. (1951). Nematodos parásitos de anfibios, pájaros 

y mamíferos de la República Argentina. Acta Zoologica Lilloana, 32, 

315-400. 

Sergent, E. & Sergent, E. T. (1904). Sur une hémogrégarine, parasite de 

Testudo mauritanica. Comptes Rendus des Seances de la Societe de 

Biologie et de ses Filiales, 56, 130-131. 

Shutler, D., Smith, T. G. & Robinson, S. R. (2009). Relationships between 

leukocytes and Hepatozoon spp. in green frogs, Rana clamitans. 

Journal of Wildlife Diseases, 45(1), 67-72. 

Siddall, M. E. & Desser, S. S. (1991). Merogonic development of 

Haemogregarina balli (Apicomplexa: Adeleina: Haemogregarinidae) in 

the leech Placobdella ornata (Glossiphoniidae), its transmission to a 

chelonian intermediate host and phylogenetic implications. The 

Journal of Parasitology, 426-436. 



Sección III. Capítulo 4 

306 
 

Sket, B. & Trontelj, P. (2007). Global diversity of leeches (Hirudinea) in 

freshwater. Freshwater Animal Diversity Assessment (129-137). 

Springer, Dordrecht. 

Smallridge, C. & Paperna, I. (1997). The tick-transmitted haemogregarinid of 

the Australian sleepy lizard Tiliqua rugosa belongs to the genus 

Hemolivia. Parasite, 4(4), 359-363. 

Smith, T. G. (1996). The genus Hepatozoon (apicomplexa: adeleina). The 

Journal of Parasitology, 565-585. 

Smyth, J. D. & Wakelin, D. (1994). Introduction to Animal Parasitology. 

Cambridge university press. 

Somsiri, T., Chinabut, S. & Soontornvit, S. (1997). Challenge of cultured frogs 

(Rana tigerina) with Aeromonas species. Diseases in Asian aquaculture 

III. Fish Health Section. Asian Fisheries Society, Manila, 15-18. 

Sorsoli, W. A. (1961). The biology of Karyolysus dilloni n. sp. from Rana aurora 

draytoni: a thesis Master Thesis University of the Pacific. Available in 

https://scholarlycommons.pacific.edu/uop_etds/1473 

Speare, R. & Smith, J. R. (1992). An iridovirus-like agent isolated from the 

ornate burrowing frog Limnodynastes ornatus in northern 

Australia. Diseases of Aquatic Organisms, 14, 51-51. 

Speare, R. (1990). A review of the diseases of the cane toad, Bufo marinus, 

with comments on biological control. Australian Wildlife 

Research, 17(4), 387-410. 

Speare, R., Freeland, W. J. & Bolton, S. J. (1991). A possible iridovirus in 

erythrocytes of Bufo marinus in Costa Rica. Journal of Wildlife 

Diseases, 27(3), 457-462. 

Spodareva, V. V., Grybchuk-Ieremenko, A., Losev, A., Votýpka, J., Lukeš, J., 

Yurchenko, V. & Kostygov, A. Y. (2018). Diversity and evolution of 

anuran trypanosomes: insights from the study of European 

species. Parasites & Vectors, 11(1), 1-12. 

https://scholarlycommons.pacific.edu/uop_etds/1473


Sección III. Capítulo 4 

307 
 

Stead, J. E. & Pope, K. L. (2010). Predatory leeches (Hirudinida) may 

contribute to amphibian declines in the Lassen region, 

California. Northwestern Naturalist, 91(1), 30-39. 

Stuart, S. N., Chanson, J. S., Cox, N. A., Young, B. E., Rodrigues, A. S., Fischman, 

D. L. & Waller, R. W. (2004). Status and trends of amphibian declines 

and extinctions worldwide. Science, 306(5702), 1783-1786. 

Sutherst, R. W. (2004). Global change and human vulnerability to vector-

borne diseases. Clinical Microbiology Reviews, 17(1), 136-173. 

Telford, S. R. (2009). Hemoparasites of the Reptilia: Color atlas and text. CRC 

Press, New York, New York. 

Tiberti, R. & Gentilli, A. (2010) First report of freshwater leech Helobdella 

stagnalis (Rhyncobdellida: Glossiphoniidae) as a parasite of an anuran 

amphibian. Acta Herpetologica, 5, 255-258.  

Tinsley, R. C. (1995). Parasitic disease in amphibians: control by the 

regulation of worm burdens. Parasitology, 111(1), 153-178. 

Trauth, S. E. & Neal, R. G. (2004). Geographic range expansion and feeding 

response by the leech Macrobdella diplotertia (Annelida: Hirudinea) to 

wood frog and spotted salamander egg masses. Journal of the Arkansas 

Academy of Science, 58(1), 139-141. 

Tse, B., Barta, J. R. & Desser, S. S. (1986). Comparative ultrastructural features 

of the sporozoite of Lankesterella minima (Apicomplexa) in its anuran 

host and leech vector. Canadian Journal of Zoology, 64(10), 2344-2347. 

Valkiūnas, G., Bensch, S., Iezhova, T. A., Križanauskienė, A., Hellgren, O. & 

Bolshakov, C. V. (2006). Nested cytochrome b polymerase chain 

reaction diagnostics underestimate mixed infections of avian blood 

haemosporidian parasites: microscopy is still essential. Journal of 

Parasitology, 92(2), 418-422. 

Vargas-León, C. M. & Matta, N. E. (2018). Morphological and molecular 

characterization of Trypanosoma (Euglenozoa: Kinetoplastida) 



Sección III. Capítulo 4 

308 
 

parasites of the biological collection GERPH-Colombia. Unpublished 

bachelor's degree work, Universidad Nacional de Colombia, Bogotá D.C. 

Vargas-León, C. M., González, L. P., Calderón-Espinosa, M. L. & Matta, N. E. 

(2019). Análisis morfométrico de parásitos del género Trypanosoma 

en anfibios de vida silvestre en Colombia (369). Asociación 

Colombiana de Zoología (Eds.), Libro de resúmenes, V Congreso 

Colombiano de Zoología. http://vccz.aczcolombia.org/wp-

content/uploads/2019/02/resumenes.pdf  

Vickerman, K. (1976). The diversity of the kinetoplastid flagellates. Biology of 

the Kinetoplastida, 1-34. New York: Academic press inc. USA. 

Viola, L. B., Almeida, R. S., Ferreira, R. C., Campaner, M., Takata, C. S., 

Rodrigues, A. C., Paiva, F., Camargo, E. P. & Teixeira, M. M. (2009). 

Evolutionary history of trypanosomes from South American caiman 

(Caiman yacare) and African crocodiles inferred by phylogenetic 

analyses using SSU rDNA and gGAPDH genes. Parasitology, 136(1), 55. 

Wake, D. B. & Vredenburg, V. T. (2008). Are we in the midst of the sixth mass 

extinction? A view from the world of amphibians. Proceedings of the 

National Academy of Sciences, 105(1), 11466-11473. 

Wake, D. B. (1991). Declining amphibian populations. Science, 253(5022), 

860-861. 

Walker, D. H. (1996) Chapter 38. Rickettsiae. S. Baron S. (Ed.), Medical 

Microbiology, The University of Texas Medical Branch, Galveston, 

U.S.A. 

Walton, A. C. (1929). Studies on some nematodes of North American frogs. 

I. The Journal of Parasitology, 15(4), 227-240. 

Wehr, E. E. & Causey, O. R. (1939). Two new Nematodes (Filarioidea: 

Dipetalonematidae] from Rana sphenocephala. American Journal of 

Hygiene, 30(2). 

http://vccz.aczcolombia.org/wp-content/uploads/2019/02/resumenes.pdf
http://vccz.aczcolombia.org/wp-content/uploads/2019/02/resumenes.pdf


Sección III. Capítulo 4 

309 
 

Weldon, C., Du Preez, L. H., Hyatt, A. D., Muller, R. & Speare, R. (2004). Origin 

of the amphibian chytrid fungus. Emerging Infectious Diseases, 10(12), 

2100. 

Wells, K. D. & Schwartz, J. J. (2007). The behavioral ecology of anuran 

communication. Hearing and Sound Communication in 

Amphibians (44-86). Springer, New York, USA. 

Witenberg, G. (1944). The morphology and life history of Foleyella duboisi 

with remarks on allied filariids of amphibia. The Journal of 

Parasitology, 30(4), 245-256. 

Wright, K. M. (2001). Amphibian hematology. Amphibian Medicine and 

Captive Husbandry. Krieger Publishing Company. 

Young, S., Warner, J., Speare, R., Berger, L., Skerratt, L. F. & Muller, R. (2012). 

Hematologic and plasma biochemical reference intervals for health 

monitoring of wild Australian tree frogs. Veterinary Clinical 

Pathology, 41(4), 478-492. 

Žičkus, T. (2002). The first data on the fauna and distribution of blood 

parasites of amphibians in Lithuania. Acta Zoologica Lituanica, 12(2), 

197-202. 

 

 



 

310 
 



 

311 
 

 

 

 

 

 

Sección IV 

 

 
 



Sección III. Capítulo 4 

312 
 

 



Sección IV 

313 
 

DISCUSIÓN GENERAL 

En la introducción general hablábamos de la gran diferencia de conocimiento 

académico que existe con respecto a infecciones de parásitos sanguíneos en 

herpetos con respecto al resto de grupos de vertebrados, pese a que se 

estima una mayor prevalencia y diversidad genética de los mismos en 

anfibios y reptiles (Telford, 2009). Además, la mayoría de estos estudios son 

referente a la descripción, caracterización y filogenia, no a los efectos 

negativos que ocasionan en las poblaciones de herpetos silvestres. 

Adicionalmente, dentro del grupo de los reptiles se ha prestado poca 

atención a los quelonios y los cocodrilos. En la presente tesis hemos utilizado 

métodos moleculares, cada vez más extendidos, sencillos y fiables, para la 

detección y diagnosis de infecciones por parásitos sanguíneos. Aunque 

diversas metodologías de diagnosis de dicha interacción hospedador-

parásito han llegado a utilizarse en reptiles (Amo et al., 2005; Perkins y 

Keller, 2001; Ujvari et al., 2004), el uso de técnicas moleculares en estudios 

referentes a quelonios es más reciente (Pineda-Catalan et al., 2013; 

Dvoráková et al., 2014). 

 En la Sección II hemos investigado la relación que existe entre 

diferentes prevalencias y diversidad genética de hemoparásitos y algunos de 

sus efectos sobre el estado de salud (Capítulo 1) y diferentes medidas del 

fitness (Capítulos 1, 2 y 3).  

 En el Capítulo 1 encontramos que (i) casi la mitad de los individuos 

de galápago leproso (Mauremys leprosa) estudiados se encontraban 

infectados por Hepatozoon spp., en muchas ocasiones diferentes linajes 

coexistentes en una infección mixta. Este resultado se correspondía con los 

encontrados en estudios previos (Davis y Sterrett, 2011; Javanbakht y Sharifi, 

2014; Dvoráková et al., 2014), posiblemente debido a que los miembros de 

Hepatozoon son los protozoos intracelulares de reptiles más comunes y 

ampliamente distribuidos (ver revisión en Telford, 2009). 

 Además, (ii) pudimos estudiar dos poblaciones ampliamente 

diferenciadas y asentadas para comprobar que existen diferencias en las 
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prevalencias de infección por Hepatozoon entre ellas. Aunque históricamente 

de han atribuido estas diferencias a factores climáticos y topográficos (Merilä 

et al., 1995; Sol et al., 2000; Sehgal et al., 2011), en nuestro caso las 

localidades estaban separadas por 20 km aproximadamente, por lo que 

comparten clima y una topografía muy similar. Por ello, nos inclinamos por 

las ideas de Álvarez (2010) y Soler et al. (2014) para explicar nuestros 

resultados, quienes correlacionaban un aumento de vectores hirudíneos 

(como puede ser del género Placobdella, ampliamente descrita como vector 

de hemoparásitos en tortugas (Paperna, 1989; Siddall y Desser, 1992; 

Romero et al., 2014)) con la densidad de actividad ganadera. Así, en nuestro 

caso, en la localidad de Alconchel (donde hubo una mayor tasa de infección y 

mayor proporción de infecciones mixtas de hemoparásitos) existía una 

densidad de ganado cuatro veces superior que en la localidad de Olivenza, lo 

que podría conllevar una mayor densidad de vectores (Álvarez, 2010; Soler 

et al. 2014) y, por tanto, mayores tasas de infección (Merino et al., 2008)). 

 Encontramos también (iii) que los dos linajes de parásitos hallados no 

habían sido descritos en ningún estudio previo y, por lo tanto, fueron 

considerados como linajes de parásitos de nuevo descubrimiento. Este 

resultado señala que existe un gran desconocimiento en la diversidad de 

especies de Hepatozoon, especialmente en especies de reptiles silvestres 

amenazadas que hasta la fecha han recibido poca atención (Davis et al., 

2013). Dados los potenciales efectos negativos de estos parásitos en el fitness 

de sus hospedadores (Telford, 2009), son necesarios estudios futuros que 

examinen la prevalencia y diversidad de hemoparásitos para abordar planes 

de conservación de especies de reptiles. Además, al hallar en ambas 

poblaciones analizadas una proporción significativa de infecciones mixtas de 

linajes de Hepatozoon, podemos intuir que actúan de forma sinérgica y 

facilitadora, aumentando la infección de un linaje la susceptibilidad de ser 

infectado por el otro (Pollit et al., 2015; Ramiro et al., 2016). Por ejemplo, la 

infección con un parásito podría disminuir la eficacia del sistema inmune del 

hospedador para hacer frente a otros parásitos, lo que facilitaría la co-

infección (Kamya et al., 2006). 
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 Asimismo, iv) observamos diferencias en otras medidas de fitness 

como el hematocrito, uno de los indicadores más reproducibles y fiables del 

estado de salud de los reptiles (Mader, 2006), donde los individuos que 

presentaron una doble infección por Hepatozoon tuvieron los menores 

valores de hematocrito, mostrando así los efectos patogénicos de las 

infecciones mixtas por parásitos sanguíneos en la salud de los individuos. 

Estos efectos negativos por hemoparásitos han sido descritos en aves (véase 

revisión en Palinauskas et al. 2020), aunque han sido escasamente 

reportadas en reptiles (Telford, 2009), donde sí se han encontrado efectos 

patogénicos de las co-infecciones por Mycobacterium y virus en el fitness de 

este grupo de vertebrados (Slany et al., 2010; Marschang, 2011). En cambio, 

no encontramos ninguna diferencia en la condición corporal entre individuos 

con diferente estado de infección. Dado que la condición corporal se utiliza 

como una medida significativa de salud y eficacia biológica (Green, 2001), 

cabría esperar que las tortugas coinfectadas tuvieran los valores más bajos 

de condición corporal. Proponemos varias hipótesis no excluyentes entre sí 

para explicar este resultado. En primer lugar, esta aparente ausencia de 

efectos negativos de las infecciones mixtas de Hepatozoon podría ser debida a 

una desaparición de la población de individuos infectados con baja condición 

corporal, tal y como se ha observado en aves (Marzal et al., 2008; Marzal et 

al., 2015). Por otro lado, la medida de condición corporal en tortugas podría 

resultar sesgada por el 35% de la masa que supone el caparazón seco 

(Marvin y Lutterschmidt, 1997) y por el posible estado de gravidez que 

aumentaría el tamaño de algunas hembras (Waye y Mason, 2008; Peig y 

Green, 2010). Igualmente, podría ocurrir que los individuos infectados 

tuvieran una movilidad reducida (Bower et al., 2019, lo que dificultaría su 

captura en nuestras trampas, si bien no podemos descartar que los negativos 

de la infección mixta pudieran ser más evidentes en otras estimaciones de la 

salud individual. Por último, encontramos que los individuos con infección 

mixta mostraron una mayor respuesta inmune. Dado que la inmunidad 

celular es el principal mecanismo de defensa contra los parásitos 

intracelulares entre los vertebrados (Abbas et al., 2010; Schmid-Hempel, 

2011), pudiera ocurrir que únicamente aquellos individuos con un sistema 
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inmunológico fuerte que les permitiese controlar la infección podrían hacer 

frente a las infecciones mixtas y sobrevivir, lo que explicaría la mayor 

respuesta inmune encontrada en estos individuos. 

 Los efectos negativos de la infección por Hepatozoon descritos en el 

capítulo 1 sirvieron de base para profundizar en la relación hospedador – 

parásito en otras especies de reptiles, buscando encontrar posibles efectos 

patogénicos de la infección por hemoparásitos en rasgos que anteriormente 

nunca hubiesen sido descritos, como la reducción en la expresión de 

ornamentos coloreados en quelonios (capítulo 2) o en la condición corporal 

de cocodrilos y caimanes (capítulo 3). 

 En el Capítulo 2 analizamos la infección por Hepatozoon spp. y su 

relación con la coloración y la condición corporal en tres especies tropicales 

de quelonios, una tortuga terrestre con parches coloreados de color rojizo en 

sus extremidades (la tortuga de patas rojas, Chelonoidis. carbonaria) y dos 

especies de tortugas con coloraciones amarillas en su cabeza y patas: una 

terrestres (la tortuga de patas amarillas, Chelonoidis denticulata) y una 

acuática (tericaya, Podocnemis unifilis). i) La prevalencia de infección por 

hemoparásitos hallada fue similar entre las tres especies analizadas (7 – 10 

%), inferior a la encontrada en otros estudios en C. carbonaria (17.6%) y en C. 

denticulata (13.5%) (Martinele et al., 2016) y en P. unificlis (98%) (Soares et 

al., 2014). Debido a que las diferencias en la prevalencia de infección por 

hemoparásitos entre especies o poblaciones son generalmente atribuidas a 

variaciones ambientales que condicionan la presencia de vectores 

transmisores de estos parásitos (Bennett et al., 1993; Martínez-Abraín et al., 

2004; Martín et al., 2016; Marzal et al., 2017), la menor prevalencia por 

Hepatozoon en nuestro estudio pudiera ser debido a que eran ejemplares 

alojados en centros de rescate con unas condiciones de limpieza y 

alimentación que limitan el crecimiento de las poblaciones de sanguijuelas, 

mosquitos y otros vectores, tal y como apuntan Picelli et al. (2015). Estas 

variaciones ambientales también se pueden dar entre los distintos años de 

estudio (Miorando et al., 2015)., lo que explicaría las diferencias interanuales 

en peso, tamaño y condición corporal observadas. 
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 El principal resultado de nuestro estudio ii) reveló una relación 

negativa de la expresión del color asociada a la infección por Hepatozoon en 

dos de las especies de tortugas analizadas, presentando los individuos 

infectados coloraciones con menor brillo (P. unifilis) y una coloración menos 

amarilla (C. denticulata y P. unifilis). A pesar de que estudios previos habían 

registrado resultados similares en otros grupos de reptiles como lacértidos 

(Molnár et al., 2013; Megía-Palma et al., 2016a, 2018), estos efectos negativos 

de Hepatozoon en la expresión de la coloración no se habían registrado 

previamente en quelonios. Dado que la producción de estos ornamentos 

coloreados es habitualmente costosa en términos energéticos (Fitze et al., 

2009; López et al., 2009; Cote et al., 2010), la relación negativa observada 

entre la coloración y la infección por hemoparásitos en P. unifilis y C. 

denticulata puede ser debida a una extracción de recursos por parte de los 

hemoparásitos (Smith, 1993), o bien a un compromiso (trade-off) en la 

distribución de estos recursos limitados necesarios para la producción de 

una respuesta inmune y también para la formación de ornamentos 

cromáticos en las extremidades (Olsson et al., 2013; Kopena et al., 2020). Por 

ejemplo, los carotenoides están presentes en una cantidad limitada en el 

organismo y cumplen una doble función: son utilizados como pigmentos, 

pero también son empleados como antioxidantes necesarios para el 

desarrollo de las defensas del organismo ante una infección patógena, siendo 

en ambos casos destruidos al llevar a cabo su función (Begoña et al., 2001). 

Por tanto, la inversión en antioxidantes necesaria para desarrolar una 

respuesta inmune y contrarrestar el efecto negativo de la infección parásita 

repercutiría negativamente en la cantidad de pigmentos disponibles para 

invertir en la coloración y, por tanto, los individuos infectados presentarían 

una coloración más apagada (Pérez-Rodríguez, 2009; Ibáñez et al., 2014). 

Dado este compromiso entre luchar frente a la infección por patógenos y 

expresión de la coloración, se ha sugerido que únicamente los individuos de 

gran calidad podrían tolerar la infección a la vez que producir una coloración 

fisiológicamente costosa (Molnár et al., 2012), lo que podría explicar que los 

ejemplares C. carbonaria infectados presentaron coloraciones más rojizas en 

nuestro estudio. Resultados similares fueron obtenidos por Megía-Palma et 
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al. (2016b) analizando la coloración ornamental estructural y la carga de 

hemoparásitos en individuos de lagarto tizón (Gallotia galloti). 

 También observamos iii) en P. unifilis y C. denticulata que los 

individuos de mayor tamaño presentaron un mayor brillo. Este resultado 

podría explicarse por el riesgo de depredación dependiente de la edad. De 

esta forma los individuos generalmente más jóvenes tendrían una coloración 

menos conspicua para evitar ser localizados por depredadores. En este 

sentido, se ha comprobado que la mayor depredación por diversas especies 

de aves, reptiles y mamíferos en estas tortugas ocurre en individuos juveniles 

(Salera-Junior et al., 2009; Vinke et al., 2008).  

 Finalmente, iv) al analizar los efectos de la infección por Hepatozoon 

en la condición corporal observamos que los ejemplares de P. unifilis 

presentaron una mayor condición corporal que los no infectados. Esta 

asociación positiva entre infección por hemoparásitos ha sido registrada 

previamente en otros grupos de vertebrados como mamíferos (Budischak et 

al. 2018), aves (Jiménez-Peñuela et al., 2019) y lacértidos (Megía-Palma et al., 

2016a). Dado que la producción de una respuesta inmune eficiente es 

frecuente en individuos con una buena condición corporal (Navarro et al., 

2003; Ujvari y Madsen, 2006; Amdekar et al., 2018), la relación positiva que 

hemos encontrado entre infección por hemoparásitos y condición corporal 

sugiere una desaparición selectiva de individuos de baja calidad infectados 

en la población (Madsen et al., 2005; Marzal et al., 2016; Jiménez-Peñuela et 

al., 2019; Bichet et al., 2020, Lynsdale et al., 2020), donde los hospedadores 

de baja condición corporal son más vulnerables y sufren una alta mortalidad 

cuando están infectados (Sánchez et al., 2018). 

 Esta ausencia relación positiva entre condición corporal e infección 

por hemoparásitos encontrada en el Capítulo 2 en quelonios también fue 

observada en el Capítulo 3 al analizar la relación entre infección por 

Hepatozoon spp. y la condición corporal en individuos de varias clases de 

edad de dos especies de cocodrilianos neotropicales con problemas de 

conservación, el caimán blanco (Caiman crocodylus) y el cocodrilo americano 

(Crocodylus acutus). Aunque los pocos estudios realizados en cocodrilianos 
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han mostrado que muchas especies son capaces de tolerar la presencia de 

infección y no sufren apenas efectos patógenos (Lovely et al., 2007; Leslie et 

al., 2011; Soares et al., 2017a; Viana et al., 2010a), i) la relación positiva entre 

infección por Hepatozoon y condición corporal encontrada en los ejemplares 

de caimán blanco apoya las hipótesis propuestas anteriormente que 

relacionaban una buena condición corporal con una respuesta inmune 

eficiente (Ujvari y Madsen, 2006) y la desaparición selectiva de individuos de 

baja condición que no pueden hacer frente a la infección, lo que conduciría a 

una relación positiva entre infección por parásitos y condición (Budischak et 

al., 2018; Sánchez et al. ,2018). 

 Bien sea por una tolerancia a la infección o por una desaparición 

selectiva de ejemplares de baja calidad por una mortalidad asociada a la 

infección por Hepatozoon, la demostración definitiva de los efectos negativos 

de la infección por hemoparásitos en reptiles requiere una aproximación 

empírica, donde la manipulación experimental de intensidades de infección 

de los parásitos dentro de un rango natural podría revelar la verdadera 

patogenicidad de estos parásitos, tal y como se ha sugerido en las aves (ver 

revisión en Palinauskas et al., 2020). Para ello, los estudios futuros que 

quieran demostrar los efectos negativos de hemoparásitos deberían emplear 

metodologías en las que se manipule experimentalmente la carga parásita, 

bien sea mediante la medicación de individuos infectados en condiciones 

naturales (Merino et al., 2000; Marzal et al., 2005; Martínez de la Puente et 

al., 2010), o mediante la inoculación experimental de la infección en 

ejemplares sanos (Palinauskas et al., 2015; Coon et al., 2016) 

 Por otra parte, (ii) la prevalencia de Hepatozoon en C. crocodilus 

(14%) fue superior a la que tuvo en C. acutus (ningún individuo infectado), 

posiblemente debido a variaciones en la presencia y abundancia de vectores 

entre los hábitats de ambas especies. Hepatozoon caimani es la única especie 

de Hepatozoon descrita hasta la fecha infectando a cocodrilos y caimanes 

(Smith et al., 1996; Lainson et al., 2003; Viana et al., 2010a, Duszynski et al., 

2020) y muy probablemente la especie presente en los ejemplares de nuestro 

estudio. Este parásito es transmitido principalmente por mosquitos 
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pertenecientes al género Culex (Lainson et al., 2003; Viana et al., 2010b), 

generalmente a través de la depredación de vertebrados insectívoros que han 

ingerido mosquitos infectados (Viana et al., 2012; Pereira et al., 2014). Las 

larvas de los mosquitos de este género sobreviven peor en condiciones de 

alta salinidad (Kengne et al., 2019), como son las lagunas costeras y estuarios 

donde habita C. acutus, disminuyendo así el número de anfibios y peces 

paraténicos que podrían actuar de intermediarios en la ruta de infección de 

Hepatozoon.  

 Esta ruta de infección mediante depredación de vertebrados 

insectívoros infectados (peces, ranas u otros anfibios) también podría 

explicar iii) las diferencias en la infección según la edad en C. crocodilus, 

mostrando mayor prevalencia en los ejemplares subadultos, cuando 

comienzan a depredar mayores cantidades de anuros y peces (Viana et al., 

2010a), y el riesgo de ingerir alguno de estos potenciales hospedadores 

infectados por H. caimani aumenta (Viana et al., 2012; Pereira et al., 2014). 

Asimismo, la mayor prevalencia en individuos subadultos que en juveniles 

podría ser debido a una sucesión y acumulación de infecciones a lo largo de la 

vida del caimán (Viana et al., 2010a), donde el parásito podría persistir 

durante años en sus hospedadores (Davis y Johnston, 2000), tal y como se ha 

reportado en infecciones por hemoparásitos en lagartijas (Amo et al., 2005b), 

serpientes (Vieira-Santos et al., 2005) y cocodrilos (Leslie et al., 2011). 

 Por último, iv) otro hecho reseñable es que no encontramos infección 

por Hepatozoon en ninguno de los ejemplares de C. acutus mediante el 

análisis con métodos moleculares, a diferencia de otro estudio anterior en 

ejemplares del mismo centro que sí registró como Hepatozoon spp. las 

infecciones observadas al microscopio (Enríquez et al., 2014). Soares et al. 

(2017a) cuestionan la validez de identificación al microscopio del género 

Hepatozoon en muchos trabajos publicados, debido a que las características 

morfológicas de los gametocitos son similares a las de otros apicomplejos 

como Haemogregarina, lo que ha llevado a la confusión entre estos géneros 

(Lainson et al., 2003; Tellez, 2014; Duszynski et al., 2020). Estas 

discrepancias ponen de manifiesto la necesidad de desarrollar nuevas 
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metodologías moleculares que permitan la identificación de los parásitos 

sanguíneos de reptiles, así como una revisión de los parásitos descritos hasta 

la fecha en estudios anteriores para su correcta descripción y asignación 

taxonómica.  

 Con ese objetivo, la Sección III está constituida por el Capítulo 4, que 

responde a la necesidad de aunar y actualizar la información conocida sobre 

las relaciones entre los hemoparásitos y el otro grupo de herpetos de interés 

en la tesis, los anfibios. Una gran variedad de hemoparásitos, tanto 

intraeritrocíticos como extraeritrocíticos, incluyendo protozoos (Davies y 

Johnston, 2000; Acosta et al., 2013), nematodos (D'Bastiani et al., 2018) y 

patógenos intracelulares como bacterias y virus (Davies y Johnston, 2000; 

Davis et al., 2009).  

 Dada su importancia en la conservación de este grupo de vertebrados 

en grave riesgo, en el Capítulo 4 planteamos una estructuración de los 

principales grupos de hemoparásitos y sus respectivos vectores, con el fin de 

mejorar la información disponible y agrupada de cara a estudios 

relacionados con la conservación del medio ambiente en general y de los 

anfibios en particular. Las larvas de nematodos, o microfilarias, son parásitos 

sanguíneos presentes en una amplia gama de hospedadores (principalmente 

anuros), por lo que tienen una distribución cosmopolita. Las especies de 

tripanosomátidos del género Trypanosoma (Euglenozoa: Kinetoplastida) 

están distribuidas globalmente infectando a multitud de familias de anuros 

tanto en el Viejo Mundo como en el Nuevo Mundo (Bardsley y Harmsen, 

1973; Desser, 2001).  

 Los parásitos apicomplejos, por su parte, se agrupan en: 

Haemogregarina (Adeleorine Coccidia), Haemococcidia (Eimeriine Coccidia), 

Haemosporidia (hematozoos pleomórficos) y Piroplasmas (Haematozoa 

piriforme). De todos ellos, Ranavirus (Iridoviridae) es un género de virus de 

ADN que infecta y produce infecciones letales en anfibios, peces y reptiles. 

Aunque las respuestas inmunitarias innatas se producen en los renacuajos, 

los anfibios suelen sucumbir a la infección (Robert, 2016). Las 

hemogregarinas son los hemoparásitos apicomplejos más comúnmente 
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registrados en anfibios (Netherlands et al., 2014). Entre los virus que infectan 

a anfibios, Ranavirus (Iridoviridae) es el grupo de mayor importancia debido 

a su alta patogenicidad, causando enormes mortalidades en las poblaciones 

de sapos, ranas y salamandras (Drury et al., 1995; Cunningham et al., 2007; 

Robert, 2016). En relación a las bacterias presentes en anfibios, Rickettsia, 

Aegyptianella y Sterptococcus son los géneros más comúnmente encontrados 

(Davis et al., 2009; Desser, 1987; Amborski et al., 1983). Dípteros, 

sanguijuelas y garrapatas son los principales vectores transmisores de todos 

estos hemoparásitos. 

 A pesar de que muchos estudios no han encontrado efectos negativos 

de la infección por hemoparásitos en la salud y eficacia biológica de los 

anfibios, otros estudios han revelado la patogenicidad de estos parásitos. Por 

ejemplo, la infección por Ranavirus provoca necrosis y lesiones 

macroscópicas como eritema, inflamación generalizada, hemorragia, 

hinchazón de las extremidades, y hepatomegalia, causando mortalidad 

masiva de anfibios en Asia, Europa, América del Norte y América del Sur 

(Gray et al., 2009). Por su parte, la septicemia provocada por bacilos 

gramnegativos es la principal enfermedad bacteriana asociada con una 

mortalidad significativa en los anfibios. Igualmente, la infección por 

tripanosomas causa la aparición de hemorragias, inflamación de los ganglios 

linfáticos y anemia (Brumpt, 1924¸ Bardsley y Harmsen, 1973). La presencia 

de microfilarias en el músculo cardíaco y pulmones de anfibios se ha asociado 

con disminución en la tasa de crecimiento, aptitud y supervivencia (Tinsley, 

1995; Klaphake, 2009). 

 Los anfibios son el grupo de vertebrados más amenazado (Stuart et al., 

2004), siendo las principales causas de su declive la pérdida de hábitat, la 

contaminación y el cambio climático, estando estos tres factores íntimamente 

ligados con un cuarto: las enfermedades e infecciones provocadas por 

patógenos (Beebee y Griffiths, 2005; May, 2010; Hayes et al., 2010). Estos 

factores han sido jerarquizados y su relación ha sido establecida (Hayes et al., 

2010). Las causas próximas (inmediatas) de la disminución de las 

poblaciones de anfibios se han atribuido generalmente al aumento de la 
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mortalidad y al fracaso de la reproducción. En el nivel dos se sitúan las causas 

intermedias que contribuyen bien a las muertes individuales o bien a la 

disminución de la población, como son la depredación, la sobreexplotación 

humana, la disminución de la nutrición, los eventos catastróficos que inducen 

muertes accidentales y los patógenos y parásitos que conducen a un aumento 

de las tasas de enfermedades. Para concluir en el nivel tres son el cambio 

climático, los contaminantes ambientales, la modificación del hábitat y la 

introducción de especies exóticas (May, 2010; Hayes et al., 2010). Estas 

últimas causas están íntimamente ligadas a los procesos de cambio global y 

pueden afectar profundamente los efectos de los parásitos patógenos en las 

poblaciones de anfibios. 

 Sobre estos niveles de incidencia se construyen algunos de los 

razonamientos de este Capítulo 4. Los niveles están interrelacionados entre 

sí pero, debido a la poca presencia de artículos científicos referente a la 

relación entre hemoparásitos y anfibios atendiendo a sus efectos, existen 

unos sesgos que tenemos por objetivo principal mitigar en esta tesis. Algunas 

de dichas interacciones son (i) el aumento de CO2 provocado por el cambio 

climático y la sobreexplotación humana aumenta la longevidad del vector y la 

expansión del rango de enfermedades transmitidas por vectores (Daszak et 

al., 2000); (ii) la deforestación puede facilitar más sitios de reproducción de 

vectores debido al aumento del agua superficial de los suelos expuestos por 

la tala o la nuevas prácticas en agricultura y, por lo tanto, aumentar las tasas 

de contacto entre parásitos y vectores (Sutherst, 2004); (iii) los 

contaminantes químicos como los pesticidas y las sustancias químicas que 

alteran el sistema endocrino pueden dañar el sistema inmunológico del 

hospedador, haciendo que la población del hospedador sea más vulnerable a 

las infecciones por patógenos (Shuterst et al., 2004); (iv) los aumentos de 

temperatura afectan a menudo de forma positiva el ciclo de desarrollo de 

algunos vectores y hongos parásitos (Rohr et al., 2008; Pounds et al., 2006); 

(v) los aumentos de químicos antropogénicos pueden inhibir la función 

inmunológica y aumentar la virulencia de patógenos y las tasas de 

enfermedad (Carey et al., 1999); (vi) La alteración y fragmentación del 

hábitat puede implicar un aislamiento demográfico y genético en poblaciones 
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de anfibios (Marsh y Trenham, 2001), lo que puede estar relacionado con una 

pérdida de heterocigosidad genética que aumenta la infección y la 

susceptibilidad a patógenos (Altizer et al., 2003), además de aumentar las 

tasas de contacto entre los individuos infectados, ampliando la probabilidad 

de infección por patógenos en dichas poblaciones de anfibios (Gray et al., 

2009); (vii) las especies exóticas invasoras pueden llevar consigo nuevos 

patógenos e introducirlos en poblaciones de anfibios nativos vulnerables y/o 

vulnerados por las interacciones anteriormente comentadas (Price et al., 

2014; Kupferberg et al., 2009). 

 A pesar de todos los estudios realizados hasta la fecha, nuestro 

conocimiento de la patogenicidad de los hemoparásitos de anfibios y de las 

conexiones entre los parásitos y los factores principales causantes de su 

declive mundial (pérdida de hábitat, contaminación ambiental y cambio 

climático) aún es muy limitado. Por lo tanto, es imperativo que se realicen 

estudios más exhaustivos sobre los anfibios y sus enfermedades para diseñar 

estrategias de control y manejo que permitan preservar la diversidad del 

grupo de vertebrados más amenazado del planeta. 
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CONCLUSIONES FINALES 

 

Capítulo 1 

1.1) Encontramos una alta prevalencia de infección por Hepatozoon en las 

dos poblaciones de Mauremys leprosa analizadas, señalando la 

importancia de estos parásitos en las interacciones con las estrategias 

vitales de sus hospedadores. 

1.2) La prevalencia de Hepatozoon fue superior en la población de M. 

leprosa en la localidad de estudio con una densidad de ganado cuatro 

veces superior, lo que sugiere una posible interacción entre la 

densidad de ganado y la abundancia de vectores parásitos de 

Hepatozoon. Serían deseables estudios futuros en esta línea para 

diseñar políticas de gestión agroambiental con el fin de evaluar la 

conservación de las poblaciones de vida silvestre. 

1.3) Los dos linajes genéticos de Hepatozoon encontrados en los individuos 

de M. leprosa eran de nuevo descubrimiento, subrayando la 

importancia de nuevos estudios que analicen la presencia y diversidad 

genética de parásitos en reptiles silvestres. 

1.4) La proporción de infecciones mixtas por Hepatozoon en tortugas fue 

significativamente mayor de lo esperado en ambas poblaciones, 

apuntando a un posible efecto sinérgico de la infección aumentando la 

susceptibilidad del hospedador a sufrir una co-infección con otro 

patógeno. 

1.5) Nuestros resultados revelan los efectos negativos de las infecciones 

mixtas de parásitos sanguíneos en el hematocrito de M. leprosa. En 

cambio, las tortugas con infecciones mixtas también presentaron altos 

índices de condición corporal y mayores respuestas inmunes. Estos 

hallazgos enfatizan la idoneidad de utilizar varios métodos fisiológicos 

para evaluar el estado de salud de las tortugas y la necesidad de 

estudios experimentales para demostrar los efectos negativos de la 

infección por Hepatozoon. 
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Capítulo 2 

2.1) La prevalencia de infección por Hepatozoon encontrada en las tres 

especies de tortugas amazónicas analizadas (Chelonoidis carbonaria, 

Chelonoidis denticulata y Podocnemis unifilis) fue menor que la hallada 

en estudios anteriores en condiciones de libertad. Dado que nuestras 

muestras fueron tomadas en ejemplares en centros de rescate y 

cuidado de fauna silvestre, el menor porcentaje de quelonios 

infectados por hemoparásitos en relación a las poblaciones silvestres 

pudiera deberse a unas mejores condiciones que limitasen la 

proliferación de la infección. 

2.2) Nuestros resultados muestran una asociación entre la infección por 

Hepatozoon y la coloración de los individuos, presentando los 

individuos infectados coloraciones con menor brillo (P. unifilis) y 

coloración menos amarilla (C. denticulata y P. unifilis). Estos cambios 

de coloración pueden tener efectos importantes, probablemente 

negativos, en la comunicación intra-específica. Hasta donde alcanza 

nuestro conocimiento, nuestra investigación es el primer estudio que 

muestra una relación negativa entre infección por Hepatozoon spp. y 

expresión de la coloración en quelonios.  

2.3) Los ejemplares de P. unifilis infectados presentaron mejor condición 

corporal. Esta relación positiva entre condición corporal e infección 

por hemoparásitos podría sugerir una desaparición selectiva de 

individuos de baja calidad mediada por la infección de parásitos 

sanguíneos. 

2.4) Todos estos resultados subrayan la necesidad de realizar más 

estudios, principalmente experimentales, que exploren las 

interacciones entre los parásitos sanguíneos de quelonios para 

progresar en el conocimiento de los efectos negativos de Hepatozoon 

en la supervivencia, salud y señalización mediante ornamentos 

coloreados de sus hospedadores. 
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Capítulo 3 

3.1) Caiman crocodilus presentó una prevalencia de infección por 

Hepatozoon del 14%, mientras que ningún Crocodilus acutus estuvo 

infectado por Hepatozoon. Estas diferencias apuntan a variaciones en 

la presencia o abundancia de vectores de estos parásitos entre 

hábitats de ambas especies, siendo menor la presencia de mosquitos 

transmisores de Hepatozoon en los hábitats salobres donde vive C. 

acutus. 

3.2) La menor prevalencia de infección por Hepatozoon registrada en los 

individuos examinados en cautividad de C. crocodilus en relación a 

otros estudios realizados en poblaciones de vida libre sugiere unas 

condiciones de cautividad de manejo adecuadas y de bajo estrés que 

minimizan la presencia de vectores y la inmunosupresión de los 

animales cautivos. 

3.3) La mayor prevalencia de infección hallada en individuos subadultos 

que en juveniles de C. crocodilus puede explicarse por un cambio en la 

dieta asociada con la edad que favorezca la ingestión de hospedadores 

paraténicos o por una acumulación de infecciones persistentes a lo 

largo de la vida del caimán. 

3.4) Los ejemplares de C. crocodilus infectados por Hepatozoon 

presentaron mayores índices de condición corporal que los no 

infectados, lo que podría sugerir una ausencia de efectos negativos de 

Hepatozoon en las especies de caimanes analizadas. Alternativamente, 

esta relación positiva entre infección por parásitos y condición podría 

estar asociada a una desaparición selectiva de individuos de baja 

calidad infectados en la población, tal y como se ha planteado en otros 

grupos de vertebrados. 

3.5) Estos resultados subrayan la necesidad de realizar estudios 

longitudinales y experimentales para esclarecer los posibles efectos 

negativos de la infección por Hepatozoon en la eficacia biológica de sus 
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hospedadores cocodrilianos. Esta información sería de gran relevancia 

para la gestión y conservación de estas especies en peligro. 

 

Capítulo 4 

4.1) Los anfibios son, junto con los reptiles, el grupo de vertebrados con 

mayor diversidad de parásitos sanguíneos. Una gran variedad de 

hemoparásitos, tanto intraeritrocíticos como extraeritrocíticos, 

incluyendo protozoos, nematodos y patógenos intracelulares como 

bacterias y virus, han sido identificados infectando a los diferentes 

grupos de anfibios a nivel mundial. 

4.2) A pesar de todos los estudios realizados hasta la fecha, nuestro 

conocimiento de los efectos negativos de los hemoparásitos en 

anfibios y de las conexiones entre los patógenos y las principales 

causas de su declive mundial (pérdida de hábitat, contaminación 

ambiental y cambio climático) aún es muy escaso. Es necesario que se 

realicen estudios más profundos sobre los anfibios y sus 

enfermedades para diseñar herramientas y estrategias que permitan 

el manejo, control y conservación del grupo de vertebrados más 

amenazado del planeta. 

 

 



Sección IV 

329 
 

REFERENCIAS 

Abbas, A. K., Lichtman, A. H. & Pillai, S. (2010). Properties and overview of 

immune responses. Cellular and Molecular Immunology. 6th ed. 

Philadelphia, USA: Saunders Elsevier, 1-18. 

Acosta, D. C. I., da Costa, A. P., Nunes, P. H., Gondim, M. F. N., Gatti, A., Rossi Jr, 

J. L., Gennari, S. M. & Marcili, A. (2013). Morphological and molecular 

characterization and phylogenetic relationships of a new species of 

trypanosome in Tapirus terrestris (lowland tapir), Trypanosoma 

terrestris sp. nov., from Atlantic Rainforest of southeastern 

Brazil. Parasites & Vectors, 6(1), 1-12. 

Altizer, S., Harvell, D. & Friedle, E. (2003). Rapid evolutionary dynamics and 

disease threats to biodiversity. Trends in Ecology & Evolution, 18(11), 

589-596. 

Álvarez Fernández, D. (2010). Depredación de Mesotriton alpestris por 

Hirudo medicinalis en los Picos de Europa. Boletín de la Asociación 

Herpetológica Española. 

Amborski, R. L., Snider III, T. G., Thune, R. L. & Culley Jr, D. D. (1983). A non-

hemolytic, group B Streptococcus infection of cultured bullfrogs, Rana 

catesbeiana, in Brazil. Journal of Wildlife Diseases, 19(3), 180-184. 

Amdekar, M. S., Kakkar, A. & Thaker, M. (2018). Measures of health provide 

insights into the coping strategies of urban lizards. Frontiers in Ecology 

and Evolution 6, 128. 

Amo, L., López, P. & Martín, J. (2005). Prevalence and intensity of 

haemogregarine blood parasites and their mite vectors in the common 

wall lizard, Podarcis muralis. Parasitology Research, 96(6), 378-381. 

https://doi.org/10.1007/s00436-005-1354-2 

Bardsley, J. E. & Harmsen, R. (1973). The trypanosomes of anura. Advances in 

Parasitology, 11, 1-73. 



Sección IV 

330 
 

Bardsley, J. E. & Harmsen, R. (1973). The trypanosomes of anura. Advances in 

Parasitology, 11, 1-73. 

Beebee, T. J. & Griffiths, R. A. (2005). The amphibian decline crisis: a 

watershed for conservation biology?. Biological conservation, 125(3), 

271-285. 

Bennett, G. F., Peirce, M. A. & Ashford, R. W. (1993). Avian haematozoa: 

mortality and pathogenicity. Journal of Natural History, 27(5), 993-

1001. 

Bichet, C., Brischoux, F., Ribout, C., Parenteau, C., Meillère, A. & Angelier, F. 

(2020). Physiological and morphological correlates of blood parasite 

infection in urban and non-urban house sparrow populations. PloS 

one, 15(8), 17-23. 

Bower, D. S., Brannelly, L. A., McDonald, C. A., Webb, R. J., Greenspan, S. E., 

Vickers, M., Gardner, M. G. & Greenlees, M. J. (2019). A review of the 

role of parasites in the ecology of reptiles and amphibians. Austral 

Ecology, 44(3), 433-448. 

Brumpt, E. (1924). Un cas de rupture de la rate avec hémopéritoine au cours 

d’une infection expérimentale à Trypanosoma inopinatum chez la 

grenouille verte (Rana esculenta). Annales de Parasitologie Humaine et 

Comparée, 2(4), 325-326. 

Budischak, S. A., O'Neal, D., Jolles, A. E. & Ezenwa, V. O. (2018). Differential 

host responses to parasitism shape divergent fitness costs of 

infection. Functional Ecology, 32(2), 324-333. 

Carey, C., Cohen, N. & Rollins-Smith, L. (1999). Amphibian declines: an 

immunological perspective. Developmental & Comparative 

Immunology, 23(6), 459-472. 

Coon, C. A., Garcia‐Longoria, L., Martin, L. B., Magallanes, S., de Lope, F. & 

Marzal, A. (2016). Malaria infection negatively affects feather growth 



Sección IV 

331 
 

rate in the house sparrow Passer domesticus. Journal of Avian Biology, 

47(6), 779-787. 

Cote, J., Meylan, S., Clobert, J. & Voituron, Y. (2010). Carotenoid-based 

coloration, oxidative stress and corticosterone in common 

lizards. Journal of Experimental Biology, 213(12), 2116-2124. 

Cunningham, A. A., Hyatt, A. D., Russell, P. & Bennett, P. M. (2007). Emerging 

epidemic diseases of frogs in Britain are dependent on the source of 

ranavirus agent and the route of exposure. Epidemiology & 

Infection, 135(7), 1200-1212. 

Daszak, P., Cunningham, A.A., Hyatt, A.D. (2000) Wildlife ecology —emerging 

infectious diseases of wildlife: threats to biodiversity and human 

health. Science 287, 443–449 

Davies, A. J. & Johnston, M. R. L. (2000). The biology of some intraerythrocytic 

parasites of fishes, amphibia and reptiles. Advances in Parasitology, 45, 

1-107. 

Davis, A. K., Benz, A. C., Ruyle, L. E., Kistler, W. M., Shock, B. C. & Yabsley, M. J. 

(2013). Searching before it is too late: a survey of blood parasites in 

Ctenosaura melanosterna, a critically endangered reptile of 

Honduras. International Scholarly Research Notices, 2013. 

Davis, A. K., DeVore, J. L., Milanovich, J. R., Cecala, K., Maerz, J. C. & Yabsley, M. 

J. (2009). New findings from an old pathogen: intraerythrocytic 

bacteria (family Anaplasmatacea) in red-backed salamanders 

Plethodon Cinereus. Ecohealth, 6(2), 219-228. 

Davis, A. K., Horan III, R. V., Grosse, A. M., Harris, B. B., Metts, B. S., Scott, D. E. 

& Tuberville, T. D. (2011). Gender differences in haemogregarine 

infections in American alligators (Alligator mississippiensis) at 

Savannah River, South Carolina, USA. Journal of wildlife diseases, 47(4), 

1047-1049. 



Sección IV 

332 
 

D'Bastiani, E., Struett, M. M. & Campião, K. M. (2018). First record of Filiarial 

nematode in the Brazilian torrent frog Hylodes heyeri (Anura, 

Hylodidae). Herpetology Notes, 11, 367-368. 

Desser, S. S. (1987). Aegyptianella ranarum sp. n.(Rickettsiales, 

Anaplasmataceae): ultrastructure and prevalence in frogs from 

Ontario. Journal of Wildlife Diseases, 23(1), 52-59. 

Desser, S. S. (2001). The blood parasites of anurans from Costa Rica with 

reflections on the taxonomy of their trypanosomes. Journal of 

Parasitology, 87(1), 152-160. 

Drury, S. E. N., Gough, R. E. & Cunningham, A. A. (1995). Isolation of an 

iridovirus-like agent from common frogs (Rana temporaria). 

Veterinary Record 137, 72-73. 

Duszynski, D. W., McAllister, C. T. & Tellez, M. (2020). The Coccidia 

(Apicomplexa) of the Archosauria (Crocodylia: Eusuchia) of the 

World. Journal of Parasitology, 106(1), 90-122. 

Dvořáková, N., Kvičerová, J., Papoušek, I., Javanbakht, H., Tiar, G., Kami, H. & 

Široký, P. (2014). Haemogregarines from western Palaearctic 

freshwater turtles (genera Emys, Mauremys) are conspecific with 

Haemogregarina stepanowi Danilewsky, 1885. Parasitology, 141(4), 

522-530. 

Enríquez, C., Elías, R., Montes, D. & Saldarriaga, F. (2014). Presencia de 

hemoparásitos de los géneros Hepatozoon y Haemoagregina en 

ejemplares de Cocodrilo Americano (Crocodylus acutus) mantenidos 

en cautiverio en Tumbes, Perú. ZooLógica, 1(1), 43-49. 

Fitze, P.S., Cote, J., San-Jose, L.M., Meylan, S., Isaksson, C.,Andersson, S., Rossi, 

J.M. & Clobert, J. (2009). Carotenoid-based colours reflect the stress 

response in the common lizard. PLoS ONE 4, e5111 

Gray, M. J., Miller, D. L. & Hoverman, J. T. (2009). Ecology and pathology of 

amphibian ranaviruses. Diseases of aquatic organisms, 87(3), 243-266. 



Sección IV 

333 
 

Green, A.J. (2001). Mass/length residuals: measures of body condition or 

generators of spurious results? Ecology, 82(5), 1473-1483. 

Hayes, T. B., Falso, P., Gallipeau, S. & Stice, M. (2010). The cause of global 

amphibian declines: a developmental endocrinologist's 

perspective. Journal of Experimental Biology, 213(6), 921-933. 

Ibáñez, A., Polo-Cavia, N., López, P. & Martín, J. (2014). Honest sexual 

signaling in turtles: experimental evidence of a trade-off between 

immune response and coloration in red-eared sliders Trachemys 

scripta elegans. Naturwissenschaften, 101(10), 803-811. 

Javanbakht, H. & Sharifi, M. (2014). Prevalence and intensity of 

Haemogregarina stepanowi (Apicomplexa: Haemogregarinidae) in 

two species of freshwater turtles (Mauremys caspica and Emys 

orbicularis) in Iran. Journal of Entomology and Zoology Studies, 2(4), 

155-158. 

Jiménez-Peñuela, J., Ferraguti, M., Martínez-de la Puente, J., Soriguer, R. & 

Figuerola, J. (2019). Urbanization and blood parasite infections affect 

the body condition of wild birds. Science of the Total Environment, 651, 

3015-3022. 

Kamya, M., Gasasira, A., Yeka, A., Bakyaita, N., Nsobya, S., Francis, D., 

Rosenthal, P.J., Dorsey, G. & Havlir, D. (2006). Effect of HIV-1 Infection 

on Antimalarial Treatment Outcomes in Uganda: A Population-Based 

Study. The Journal of Infectious Diseases, 193(1), 9-15. Retrieved April 

27, 2021, from http://www.jstor.org/stable/30086433 

Kengne, P., Charmantier, G., Blondeau‐Bidet, E., Costantini, C. & Ayala, D. 

(2019). Tolerance of disease‐vector mosquitoes to brackish water and 

their osmoregulatory ability. Ecosphere, 10(10) 

Klaphake, E. (2009). Bacterial and parasitic diseases of 

amphibians. Veterinary Clinics: Exotic Animal Practice, 12(3), 597-608. 

Kopena, R., López, P., Majlathova, V. & Martín, J. (2020). Sexually dichromatic 

coloration of female Iberian green lizards correlates with health state 

http://www.jstor.org/stable/30086433


Sección IV 

334 
 

and reproductive investment. Behavioral Ecology and 

Sociobiology, 74(11), 1-12. 

Kupferberg, S. J., Catenazzi, A., Lunde, K., Lind, A. J. & Palen, W. J. (2009). 

Parasitic copepod (Lernaea cyprinacea) outbreaks in foothill yellow-

legged frogs (Rana boylii) linked to unusually warm summers and 

amphibian malformations in Northern California. Copeia, 2009(3), 

529-537. 

Lainson, R., Paperna, I. & Naiff, R. D. (2003). Development of Hepatozoon 

caimani (Carini, 1909) Pess a, De Biasi & De Souza, 1972 in the C. 

crocodilus, the frog Rana catesbeiana and the mosquito Culex fatigans. 

Memórias do Instituto Oswaldo Cruz, 98(1),103-13. doi: 

10.1590/s0074-02762003000100014.  

Leslie, A J, Lovely, C J, & Pittman, J M. (2011). A preliminary disease survey in 

the wild Nile crocodile (Crocodylus niloticus) population in the 

Okavango Delta, Botswana. Journal of the South African Veterinary 

Association, 82(3), 155-159.  

López, P., Gabirot, M. & Martín, J. (2009). Immune challenge affects sexual 

coloration of male Iberian wall lizards. Journal of Experimental Zoology 

Part A: Ecological Genetics and Physiology, 311(2), 96-104. 

Lovely, C. J., Pittman, J. M. & Leslie, A. J. (2007). Normal haematology and 

blood biochemistry of wild Nile crocodiles (Crocodylus niloticus) in the 

Okavango Delta, Botswana. Journal of the South African Veterinary 

Association, 78(3), 137-144. 

Lynsdale, C. L., Mon, N. O., Dos Santos, D. J. F., Aung, H. H., Nyein, U. K., Htut, W. 

& Lummaa, V. (2020). Demographic and reproductive associations 

with nematode infection in a long-lived mammal. Scientific 

reports, 10(1), 1-11. 

Mader, D. R. (2006). Reptile Medicine and Surgery. Saunders Elsevier, St Louis, 

Missouri. 



Sección IV 

335 
 

Madsen, T., Ujvari, B. & Olsson, M. (2005). Old pythons stay fit; effects of 

haematozoan infections on life history traits of a large tropical 

predator. Oecologia, 142(3), 407-412. 

Marschang, R. E. (2011). Viruses infecting reptiles. Viruses, 3(11), 2087–2126. 

https://doi.org/10.3390/v3112087 

Marsh, D. M. & Trenham, P. C. (2001). Metapopulation dynamics and 

amphibian conservation. Conservation biology, 15(1), 40-49. 

Martinele, I., Tostes, R., Castro, R. & D’Agosto, M. (2016). Prevalence of 

Haemoproteus spp.(Apicomplexa: Haemoproteidae) in tortoises in 

Brazil and its molecular phylogeny. Parasitology research, 115(1), 249-

254. 

Martínez-Abraín, A., Esparza, B. & Oro, D. (2004). Lack of blood parasites in 

bird species: does absence of blood parasite vectors explain it all. 

Ardeola, 51(1), 225-232. 

Martínez-de la puente, J., Merino, S., Tomás, G., Moreno, J., Morales, J., Lobato, 

E., García-Fraile, Sonia. & Belda, E. J. (2010). The blood parasite 

Haemoproteus reduces survival in a wild bird: a medication 

experiment. Biology Letters, 6(5), 663-665. 

Marvin, G. A. & Lutterschmidt, W. I. (1997). Locomotor performance in 

juvenile and adult box turtles (Terrapene carolina): a reanalysis for 

effects of body size and extrinsic loading using a terrestrial species. 

Journal of Herpetology 31, 582–586. 

Marzal, A., Balbontín, J., Reviriego, M., García‐Longoria, L., Relinque, C., 

Hermosell, I. G. & Møller, A. P. (2016). A longitudinal study of age‐

related changes in Haemoproteus infection in a passerine 

bird. Oikos, 125(8), 1092-1099. 

Marzal, A., Bensch, S., Reviriego, M., Balbontin, J. & De Lope, F. (2008). Effects 

of malaria double infection in birds: one plus one is not two. Journal of 

Evolutionary Biology, 21(4), 979-987. 

https://doi.org/10.3390/v3112087


Sección IV 

336 
 

Marzal, A., De Lope, F., Navarro, C. & Møller, A. P. (2005). Malarial parasites 

decrease reproductive success: an experimental study in a passerine 

bird. Oecologia, 142(4), 541-545. 

Marzal, A., García-Longoria, L., Callirgos, J. M. C. & Sehgal, R. N. (2015). 

Invasive avian malaria as an emerging parasitic disease in native birds 

of Peru. Biological Invasions, 17(1), 39-45. 

Marzal, A., Ibanez, A., Gonzalez-Blazquez, M., Lopez, P. & Martin, J. (2017). 

Prevalence and genetic diversity of blood parasite mixed infections in 

Spanish terrapins, Mauremys leprosa. Parasitology, 144(11), 1449. 

May, R. M. (2010). Ecological science and tomorrow's world. Philosophical 

Transactions of the Royal Society B: Biological Sciences, 365(1537), 41-

47. 

Megía-Palma, R., Martínez, J. & Merino, S. (2016). Structural-and carotenoid-

based throat colour patches in males of Lacerta schreiberi reflect 

different parasitic diseases. Behavioral Ecology and 

Sociobiology, 70(12), 2017-2025. 

Megía-Palma, R., Martínez, J. & Merino, S. (2016b). A structural colour 

ornament correlates positively with parasite load and body condition 

in an insular lizard species. The Science of Nature, 103(7), 1-10. 

Megía-Palma, R., Martínez, J. & Merino, S. (2018). Manipulation of parasite 

load induces significant changes in the structural-based throat color of 

male Iberian green lizards. Current Zoology, 64(3), 293-302. 

Merilä, J., Björklund, M. and Bennett, G. F. (1995). Geographic and individual 

variation in haematozoan infections in the greenfinch, Carduelis 

chloris. Canadian Journal of Zoology 73, 1798–1804. 

Merino, S., Moreno, J., José Sanz, J. & Arriero, E. (2000). Are avian blood 

parasites pathogenic in the wild? A medication experiment in blue tits 

(Parus caeruleus). Proceedings of the Royal Society of London. Series B: 

Biological Sciences, 267(1461), 2507-2510. 



Sección IV 

337 
 

Merino, S., Moreno, J., Vásquez, R. A., Martínez, J., Sánchez-Monsálvez, I., 

Estades, C. F., Ippi, S., Sabat, P., Rozzi, R. And Mcgehee, S. (2008). 

Haematozoa in forest birds from southern Chile: latitudinal gradients 

in prevalence and parasite lineage richness. Austral Ecology 33, 329–

340. 

Miorando, P. S., Giarrizzo, T. & Pezzuti, J. C. (2015). Population structure and 

allometry of Podocnemis unifilis (Testudines, Podocnemididae) in a 

protected area upstream Belo Monte dam in Xingu River, Brazil. Anais 

da Academia Brasileira de Ciencias, 87(4), 2067-2079. 

Molnár, O., Bajer, K., Mészáros, B., Török, J. & Herczeg, G. (2013). Negative 

correlation between nuptial throat colour and blood parasite load in 

male European green lizards supports the Hamilton–Zuk 

hypothesis. Naturwissenschaften, 100(6), 551-558. 

Molnár, O., Bajer, K., Török, J. & Herczeg, G. (2012). Individual quality and 

nuptial throat colour in male e uropean green lizards. Journal of 

Zoology, 287(4), 233-239. 

Navarro, C., Marzal, A., De Lope, F. & Møller, A. P. (2003). Dynamics of an 

immune response in house sparrows Passer domesticus in relation to 

time of day, body condition and blood parasite infection. Oikos, 101(2), 

291-298. 

Netherlands, E. C., Cook, C. A., Smit, N. J. & Du Preez, L. H. (2014). 

Redescription and molecular diagnosis of Hepatozoon theileri 

(Laveran, 1905) (Apicomplexa: Adeleorina: Hepatozoidae), infecting 

Amietia quecketti (Anura: Pyxicephalidae). Folia Parasitologica, 61, 

293-300 

Olsson, M., Stuart-Fox, D. & Ballen, C. (2013). Genetics and evolution of colour 

patterns in reptiles. Seminars in Cell and Developmental Biology, 24(6-

7), 529-541. 

Palinauskas, V., Martínez-de la Puente, J., Hernández-Soto, S. R. & Marzal, A. 

(2020). Experimental Parasitology and Ecoimmunology: concepts and 



Sección IV 

338 
 

opportunities in avian Haemosporidian studies. Avian Malaria and 

Related Parasites in the Tropics (527-558). Springer, Cham. 

Palinauskas, V., Žiegytė, R., Ilgūnas, M., Iezhova, T. A., Bernotienė, R., 

Bolshakov, C. & Valkiūnas, G. (2015). Description of the first cryptic 

avian malaria parasite, Plasmodium homocircumflexum n. sp., with 

experimental data on its virulence and development in avian hosts 

and mosquitoes. International Journal for Parasitology, 45(1), 51-62. 

Paperna, I. (1989). Developmental cycle of chelonian haemogregarines in 

leeches with extra-intestinal multiple sporozoite oocysts and a note on 

the blood stages in the chelonian hosts. Diseases of Aquatic Organisms 

7, 149–153. 

Paperna, I. & Lainson, R. (2003). Ultrastructural studies on the sporogony of 

Hepatozoon spp. in Culex quinquefasciatus Say, 1823 fed on infected 

Caiman crocodilus and Boa constrictor from northern 

Brazil. Parasitology, 127(2), 147. 

Peig, J. & Green, A. J. (2010). The paradigm of body condition: a critical 

reappraisal of current methods based on mass and length. Functional 

Ecology 24, 1323–1332. 

Pereira GR, Soares P, Gomes MQ, Viana LA, Manso PP, Machado MP, Paiva F, 

Lourenço-de-Oliveira R. (2014). Are fish paratenic natural hosts of the 

caiman haemoparasite Hepatozoon caimani?. Parasitology 

research, 113(1), 39-45. 

Pérez-Rodríguez, L., Mougeot, F. & Alonso-Alvarez, C. (2010). Carotenoid-

based coloration predicts resistance to oxidative damage during 

immune challenge. Journal of Experimental Biology, 213(10), 1685-

1690. 

Perkins, S. L. & Keller, A. K. (2001). Phylogeny of nuclear small subunit rRNA 

genes of hemogregarines amplified with specific primers. Journal of 

Parasitology, 87(4), 870-876. 



Sección IV 

339 
 

Picelli, A. M., Carvalho, A. V. D., Viana, L. A. & Malvasio, A. (2015). Prevalence 

and parasitemia of Haemogregarina sp. in Podocnemis expansa 

(Testudines: Podocnemididae) from the Brazilian Amazon. Revista 

Brasileira de Parasitologia Veterinária, 24(2), 191-197. 

Pineda-Catalan, O., Perkins, S. L., Pierce, M. A., Engstrand, R., Garcia-Davila, C., 

Pinedo-Vasquez, M. and Aguirre, A. A. (2013). Revision of hemoproteid 

genera and description and redescription of two species of chelonian 

hemoproteid parasites. Journal of Parasitology 99, 1089–1098. 

Pollitt, L. C., Bram, J. T., Blanford, S., Jones, M. J. & Read, A. F. (2015). Existing 

infection facilitates establishment and density of malaria parasites in 

their mosquito vector. PLoS pathogens, 11(7), 005-003. 

Pounds, J.A., Bustamante, M.R., Coloma, L.A., Consuegra, J.A., Fogden, M.P.L., 

Foster, P.N., La Marca, E., Masters, K.L., Merino-Viteri, A., Puschendorf, 

R. et al.. (2006). Widespread amphibian extinctions from epidemic 

disease driven by global warming. Nature, 439(7073), 161-167. 

Price, S. J., Garner, T. W., Nichols, R. A., Balloux, F., Ayres, C., de Alba, A. M. C. & 

Bosch, J. (2014). Collapse of amphibian communities due to an 

introduced Ranavirus. Current Biology, 24(21), 2586-2591. 

Ramiro, R. S., Pollitt, L. C., Mideo, N. and Reece, S. E. (2016). Facilitation 

through altered resource availability in a mixed‐species rodent 

malaria infection. Ecology Letters 19, 1041–1050. 

Robert, J. (2016). The Immune System of Amphibians. (ed. Ratcliffe, M. J. H.) 

Encyclopedia of Immunobiology. Academic Press Elsevier Ltd.  

Rohr, J. R., Raffel, T. R., Romansic, J. M., McCallum, H. & Hudson, P. J. (2008). 

Evaluating the links between climate, disease spread, and amphibian 

declines. Proceedings of the National Academy of Sciences, 105(45), 

17436-17441. 

Rojas, G., Alvis, R., Pino, J. & Shiga, B. (2011). Presencia de Hepatozoon 

caimani (Apicomplexa: Hepatozoidae) en el" caimán blanco" Caiman 



Sección IV 

340 
 

crocodilus (Linneus 1758) en un zoológico de Lima, Perú. Revista de 

Investigaciones Veterinarias del Perú, 22(1), 56-60. 

Romero, D., Duarte, J., Narváez-Ledesma, L., Farfán, M. A. And Real, R. (2014). 

Presence of the leech Placobdella costata in the south of the Iberian 

Peninsula. Acta Parasitologica 59, 259–262. 

Rossow, J. A., Hernandez, S. M., Sumner, S. M., Altman, B. R., Crider, C. G., 

Gammage, M. B., Segal, K.M. & Yabsley, M. J. (2013). Haemogregarine 

infections of three species of aquatic freshwater turtles from two sites 

in Costa Rica. International Journal for Parasitology: Parasites and 

Wildlife, 2, 131-135. 

Salera Junior, G., Malvasio, A. & Portelinha, T. C. G. (2009). Evaluation of 

predation in Podocnemis expansa and Podocnemis unifilis (Testudines, 

Podocnemididae) in the Javaés River, Tocantins. Acta 

Amazonica, 39(1), 207-213. 

Sánchez, C. A., Becker, D. J., Teitelbaum, C. S., Barriga, P., Brown, L. M., 

Majewska, A. A., Hall, R.J. & Altizer, S. (2018). On the relationship 

between body condition and parasite infection in wildlife: a review 

and meta‐analysis. Ecology Letters, 21(12), 1869-1884. 

Schmid-Hempel, P. (2011) Evolutionary parasitologythe integrated study of 

infections, immunology, ecology, and genetics. Oxford Biol. 

Sehgal, R. N. M., Buermann, W., Harrigan, R. J., Bonneaud, C., Loiseau, C., 
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