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Prefacio 
 

En esta tesis se presentan estudios sobre enfermedades infecciosas de la piel en anfibios 

de Uruguay y sureste de Brasil, que son una continuación de trabajos previos publicados 

en el año 2009. En uno de ellos se comunicaron los primeros diagnósticos de infección 

por el hongo Batrachochytrium dendrobatidis en larvas de anfibios nativos de Uruguay 

(Borteiro et al. 2009, Dis. Aquat. Organ. 84, 159‒162). Este patógeno es el agente 

causal de la quitridiomicosis, enfermedad  cutánea asociada a declinaciones de anfibios 

a escala global. En el otro trabajo se discute la existencia de declinaciones poblacionales 

en anfibios de Uruguay contemporáneas a las ocurridas en otros continentes durante los 

años 1970s, y que llamaron fuertemente la atención de la comunidad científica (Kolenc 

et al. 2009, Zootaxa 1969, 1‒35). Uno de los principales factores propuestos para estos 

fenómenos son las epidemias de quitridiomicosis. Con esta información disponible, me 

propuse en un principio estudiar su posible rol en declinaciones poblacionales de 

anfibios nativos. Durante el trabajo de campo identifiqué otras enfermedades que 

resultaron ser nuevas para el país o la región, por lo que decidí entonces incorporar 

dicha información. Ello requirió de la colaboración de numerosos colegas trabajando en 

herpetología, patología y parasitología veterinarias.  

El manuscrito se divide en varias secciones, en la primera es una introducción 

general a las enfermedades y conservación de los anfibios, y a la metodología empelada. 

La segunda presenta resultados sobre el hallazgo de Batrachochytrium dendrobatidis en 

anfibios nativos e introducidos, y discute el posible origen de este patógeno en Uruguay 

en base a los diferentes haplotipos identificados. La tercera parte aborda el estudio de 

nuevos casos de infección por patógenos eucariotas de los Órdenes Dermocystida y 

Eccrinida (Clase Ichthyosporea), en anfibios de Uruguay y sur de Brasil. A partir de 

estos hallazgos se realizó un análisis filogenético molecular de Dermocystida junto con 

una revisión taxonómica de las especies parásitas de anfibios. En la cuarta sección del 

manuscrito se describen otras enfermedades de la piel en anfibios nativos, causadas por 

macroparásitos y neoplasias. Finalmente, se discute la importancia de estos nuevos 

diagnósticos y se mencionan algunas perspectivas de investigación. Se provee además 

información anexa a los diferentes capítulos, incluyendo material de colecciones 

examinado, resultados de búsquedas bibliográficas, observaciones de campo y 

publicaciones. Las fotografías fueron tomadas por el autor, salvo indicación. 
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Enfermedades de la piel en anfibios de 
Uruguay y sureste de Brasil: nuevos 

diagnósticos y posibles efectos 
 

Resumen 
 

Las enfermedades de los anfibios ocupan un lugar destacado en estudios sobre conservación y 

manejo de especies en cautiverio. Existe actualmente un interés creciente por el estudio de 

enfermedades en poblaciones silvestres de anfibios, principalmente infectocontagiosas, 

debido al hallazgo de declinaciones poblacionales y extinción de especies asociadas a 

quitridiomicosis. Esta enfermedad cutánea es causada por dos especies de hongos del género 

Batrachochytrium (Rizophydiales). La más ampliamente distribuida es Batrachochytrium 

dendrobatidis (Bd), presente en zonas templadas y tropicales de todos los continentes. Este 

microorganismo es endémico en algunas regiones como el bioma Mata Atlántica en Brasil, y 

se ha comportado como un patógeno emergente en otras, por ejemplo algunas zonas de 

América Central, Australia y Norteamérica. El mercado internacional de anfibios ha 

contribuido a su diseminación a escala global, siendo dos de los vectores más importantes la 

Rana toro norteamericana (Lithobates catesbeianus) y la Rana de uñas africana (Xenopus 

laevis). Recientemente se han identificado varios linajes de Bd, entre ellos un linaje 

panzoótico global (BdGPL) y otro nativo de Sudamérica (Bd-Brazil). En Uruguay, este hongo 

patógeno fue detectado por primera vez en un criadero de Rana toro en el año 1999, y los 

diagnósticos más viejos en anfibios nativos corresponden a larvas de anfibios colectadas en 

2001 en el norte del país.  

Otras enfermedades debidas a microorganismos eucariotas potencialmente mortales para 

los anfibios son las producidas por patógenos pertenecientes a la Clase Ichthyosporea. Estos 

agentes infecciosos producen en vertebrados enfermedades granulomatosas y ulcerativas, 

principalmente en piel y mucosas. Se reconocen dos Órdenes, Dermocystida y Eccrinida, 

ambos con representantes que afectan anfibios y peces. Los dermocistidios son patógenos de 

hospedadores homeotermos incluido el hombre (Rhinosporidium seeberi), y también de peces 

(Dermocystidium, Sphaerothecum) y anfibios (Amphibiocystidium, Amphibiothecum). Una 

especie descripta en anfibios neotropicales en 1940 en São Paulo, Brasil (Dermosporidium 
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hylarum), es considerada actualmente un sinónimo de R. seeberi. Los Eccrinida parásitos de 

anfibios y peces se agrupan en el género Ichthyophonus, en el primer caso conocidos 

únicamente de Norteamérica. 

El principal objetivo de esta tesis es presentar nuevos diagnósticos de infección por Bd y 

especies de Ichthyosporea en anfibios silvestres de Uruguay y sureste de Brasil, discutiendo la 

importancia para su conservación. Se estudia la posible asociación de la quitridiomicosis con 

la declinación de las especies nativas de Uruguay, principalmente en Physalaemus henselii y 

Pleurodema bibroni. Se presenta además un análisis filogenético de Dermocystida incluyendo 

nuevos hallazgos de infección en anfibios de Brasil y Uruguay, junto con una revisión 

taxonómica de las especies parásitas de anfibios. Se revisa la información disponible sobre 

enfermedades de la piel causadas por microorganismos eucariotas en anfibios de la región, y 

se describen también nuevas dermopatías parasitarias y neoplásicas en especies nativas. 

Los diagnósticos de infección por Bd en especies nativas se realizaron mediante 

histología convencional con tinción de hematoxilina eosina, y también por PCR. Se 

obtuvieron muestras positivas correspondientes a 11 especies nativas (Dendropsophus 

sanborni, Hypsiboas pulchellus, Julianus uruguayus, Leptodactylus latrans, Limnomedusa 

macroglossa, Melanophryniscus sanmartini, Odontophrynus americanus, Physalaemus 

henselii, Pleurodema bibroni, Pseudis minutus y Scinax squalirostris), y ejemplares de 

anfibios introducidos pertenecientes a 3 especies (Ceratophrys ornata, Xenopus laevis y 

Lithobates catesbeianus). La prevalencia de infección en el total de la muestra fue 39 %, con 

una variación entre 10 y 88 % (muestras con n ≥ 10). No se registraron episodios de 

mortalidad natural debida a Bd, pero sí tres ejemplares de L. macroglossa mantenidos en 

cautiverio murieron con síntomas de quitridiomicosis. La infección por Bd presentó un 

comportamiento estacional en una población de H. pulchellus, siendo las prevalencias más 

altas en invierno y primavera temprana. Se observaron también altas prevalencias en Rana 

toro de criadero y silvestre. No se pudo detectar la infección por Bd en un muestreo 

histológico retrospectivo de ejemplares en colecciones colectados en Uruguay entre 1953 y 

1972. El estudio de secuencias de un fragmento de la región ITS de Bd permitió identificar 

tres haplotipos en anfibios nativos, uno de los cuales se encontró además en las especies 

introducidas antes mencionadas. Todos ellos pertenecen al linaje BdGPL. Esta mayor 

diversidad de haplotipos en especies nativas es coherente con estudios retrospectivos 

realizados recientemente en el bioma Mata Atlántica en Brasil, donde tanto BdGPL como Bd-

Brazil son endémicos, y su presencia es previa a la introducción de anfibios exóticos.  
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Los nuevos diagnósticos de infección por Ichthyosporea se realizaron en anuros hílidos 

de las especies Hypsiboas pulchellus y Scinax fuscovarius, de Uruguay y sureste de Brasil 

respectivamente. Algunos ejemplares de ambas especies presentaron lesiones cutáneas 

nodulares que al diagnóstico histopatológico evidenciaron esporangios capsulados ubicados 

en la dermis, repletos de pequeñas endosporas, característicos de infección por Dermocystida. 

La misma fue autolimitante en condiciones de laboratorio, y en la naturaleza las prevalencias 

más altas fueron registradas en otoño, invierno y primavera temprana; numerosos ejemplares 

presentaron coinfección con Bd. Un caso de infección en S. fuscovarius de São Paulo fue 

asignado a Dermosporidium hylarum. El análisis filogenético en base a secuencias del gen 

18S permitió revalidar esta especie e incluirla en el género Rhinosporidium e identificar otras 

dos. Una de ellas es parásita de H. pulchellus y se asignó a Rhinosporidium rwandae, 

recientemente descripto de África tropical, lo cual sugiere una posible dispersión 

transoceánica. La otra especie corresponde a una nueva forma de Sphaerothecum parásita de 

S. fuscovarius, género identificado aquí por primera en el hemisferio sur y en hospedadores 

anfibios. Se propone además la sinonimización de Amphibiocystidium con Rhinosporidium, 

ya que la especie tipo Amphibiocystidium ranae forma parte de un clado asignado a este 

último género.  

Entre los resultados obtenidos se destaca además el hallazgo de un ejemplar juvenil de 

Hypsiboas pulchellus del sur de Uruguay que presentó una tumoración lumbar, en la que se 

identificó mediante histopatología infección debida a Eccrinida (Ichthyophonus sp.). Este 

diagnóstico es el primero realizado en anfibios fuera de Norteamérica. Otras patologías 

relevantes de la piel halladas en anfibios de Uruguay fueron quistes parasitarios causados por 

larvas de cestodos del género Spirometra (esparganos) y por larvas de ácaros 

(Trombiculidae), y neoplasias. La esparganosis no había sido previamente observada en H. 

pulchellus, y la parasitosis por ácaros es novedosa en anfibios nativos. Las neoplasias 

descriptas son un caso de lipoma subcutáneo en Melanophryniscus sanmartini y dos hallazgos 

de melanoforomas en H. pulchellus. Ambas neoplasias son raras en anfibios.  

El presente trabajo provee una información de base para el futuro monitoreo de especies 

en declinación y el estudio de enfermedades de la piel potencialmente relevantes para su 

conservación. En este sentido, la especie ubicua Hypsiboas pulchellus se presenta como un 

interesante modelo para el estudio de enfermedades neoplásicas, infecciosas y parasitarias. 
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Skin diseases of amphibians from Uruguay  
and southeastern Brazil: new diagnoses 

and potential effects 
 

 

Abstract 
 

Amphibian diseases are a major issue in research concerning species conservation and 

management in captivity. Currently, there is an increasing interest on studies about diseases in 

wild amphibian populations, mainly infectious ones, due to the association of amphibian 

population declines and extinction with chytridiomycosis. This skin disease is caused by two 

fungal species of the genus Batrachochytrium (Rizophydiales). One of them, 

Batrachochytrium dendrobatidis (Bd), is distributed in temperate and tropical areas 

worldwide. It is endemic of some regions like the Atlantic Forest biome in Brazil and has 

become an emerging pathogen in others, for instance some areas in Middle America, 

Australia and North America. The international trade in amphibians has contributed to its 

global spread, being two of the most relevant vector species the American bullfrog 

(Lithobates catesbeianus) and the African clawed frog (Xenopus laevis). Different lineages of 

Bd were recently identified, including a global panzootic lineage (BdGPL) and one native 

from South America (Bd-Brazil). In Uruguay, this pathogenic fungus was detected for the first 

time in a bullfrog farm in 1999, and the oldest cases in native amphibians correspond to 

tadpoles collected in 2001 in the north.  

Other diseases caused by eukaryotic microbes potentially lethal to amphibians are those 

caused by fungal-like pathogens of the Class Ichthyosporea. These infectious agents produce 

granulomatous and ulcerative diseases in vertebrates, mainly of skin and mucosae. Two 

Orders are currently recognized, Dermocystida and Eccrinida, both affecting amphibians and 

fish. The dermocystids are pathogens of vertebrate hosts including man (Rhinosporidium 

seeberi), and also of fish (Dermocystidium, Sphaerothecum) and amphibians 

(Amphibiocystidium, Amphibiothecum). One species was described from Neotropical 

amphibians in 1940 from São Paulo, Brazil (Dermosporidium hylarum), now considered 
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under the synonymy of R. seeberi. The Eccrinida parasitic on amphibians and fish are 

grouped in the genus Ichthyophonus, being known in the first only from North America. 

The main objective of this thesis is to present new cases of infection by Bd and 

Ichthyosporea in wild amphibians from Uruguay, discussing their relevance for conservation. 

The possible association of chytridiomycosis with population declines of native species from 

Uruguay is studied, mainly Physalaemus henselii and Pleurodema bibroni. Besides, a 

phylogenetic analysis of Dermocystida is presented, including new cases from Brazil and 

Uruguay along with a taxonomic revision of species parasitic on amphibians. Parasitic and 

neoplasic skin diseases new to native amphibians are also described, and the available 

information on amphibian eukaryotic skin pathogens in the region is reviewed.  

The diagnoses of infection by Bd were histological, with conventional haematoxylin and 

eosin staining, and also using PCR. Positive results were obtained from samples of 11 native 

species (Dendropsophus sanborni, Hypsiboas pulchellus, Julianus uruguayus, Leptodactylus 

latrans, Limnomedusa macroglossa, Melanophryniscus sanmartini, Odontophrynus 

americanus, Physalaemus henselii, Pleurodema bibroni, Pseudis minutus and Scinax 

squalirostris), and introduced specimens belonging to 3 species (Ceratophrys ornata, 

Xenopus laevis and Lithobates catesbeianus). Overall prevalence in the sample was 39 %, 

ranging between 10 and 88 % (samples with n ≥ 10). Spontaneous mortality episodes due to 

Bd in nature were not recorded, but three specimens of L. macroglossa maintained in captivity 

died from chytridiomycosis. The infection by Bd presented seasonal variation in a population 

of H. pulchellus, with higher prevalence in winter and early spring. High prevalences were 

also observed in wild and farmed bullfrogs. The infection could not be detected through 

histological analysis of specimens in collections collected in Uruguay between 1953 and 

1972. The study of partial sequences of the ITS region of Bd allowed the identification of 

three haplotypes in native amphibians, one of which was also found in the abovementioned 

introduced species. All of them belong to the BdGPL lineage. This higher haplotype diversity 

in native species agrees with recent retrospective studies on the Atlantic Forest biome in 

Brazil, where both BdGPL and Bd-Brazil are endemic and its presence predates the 

introduction of alien amphibians.  

New diagnoses of infection by Ichthyosporea were done on the hylid species Hypsiboas 

pulchellus and Scinax fuscovarius, from Uruguay and southeastern Brazil respectively. Some 

specimens of both species presented nodular skin lesions which evidenced at histopathology 

capsulated cysts in the dermis full of small endospores, characteristic of Dermocystida. This 

condition was self-limiting under laboratory conditions, and prevalence in nature was higher 
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during autumn, winter and early spring; numerous specimens exhibited also coinfection with 

Bd. A case of infection detected in a specimen of S. fuscovarius from São Paulo was assigned 

to Dermosporidium hylarum. The phylogenetic analysis based on sequences of the 18S gene 

allowed revalidation of this species in the genus Rhinosporidium, and the identification of 

other two. One of them parasitizes H. pulchellus and was assigned to Rhinosporidium 

rwandae, recently described from amphibians of tropical Africa and for which a transoceanic 

dispersal event is suggested. The second corresponds to a new species of Sphaerothecum 

parasitic on S. fuscovarius, a genus found herein for the first time in the southern hemisphere 

and in amphibian hosts. Besides, the synonymyzation of Amphibiocystidium with 

Rhinosporidium is proposed as it was not recovered as monophyletic, being its type species A. 

ranae assigned to the latter, which takes precedence. 

Other relevant results are the finding of a juvenile specimen of Hypsiboas pulchellus 

from southern Uruguay bearing a swelling on its back, identified at histopathology as 

infection by Eccrinida (Ichthyophonus sp.). This diagnosis is the first on amphibians outside 

North America. Additional pathologic findings in amphibians from Uruguay worth of 

mention were larval parasitic cysts of tapeworms genus Spirometra (spargana) and mites 

(Trombiculidae), and neoplasms. Sparganosis was not previously reported in H. pulchellus, 

and the parasitism by mites is novel in native amphibians. The neoplasms are a case of 

subcutaneous lipoma in Melanophryniscus sanmartini and two findings of melanophoromas 

in H. pulchellus. Both neoplasms are rare in amphibians. 

The present study provides background information for future studies on declining native 

amphibians and skin diseases potentially relevant for their conservation. In this sense, the 

ubiquitous anuran Hypsiboas pulchellus seems to be an interesting model for the study of 

neoplasic, infectious and parasitic diseases. 
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Prefacio 
 

En esta tesis se presentan estudios sobre enfermedades infecciosas de la piel en anfibios 

de Uruguay y sureste de Brasil, que son una continuación de trabajos previos publicados 

en el año 2009. En uno de ellos se comunicaron los primeros diagnósticos de infección 

por el hongo Batrachochytrium dendrobatidis en larvas de anfibios nativos de Uruguay 

(Borteiro et al. 2009, Dis. Aquat. Organ. 84, 159‒162). Este patógeno es el agente 

causal de la quitridiomicosis, enfermedad  cutánea asociada a declinaciones de anfibios 

a escala global. En el otro trabajo se discute la existencia de declinaciones poblacionales 

en anfibios de Uruguay contemporáneas a las ocurridas en otros continentes durante los 

años 1970s, y que llamaron fuertemente la atención de la comunidad científica (Kolenc 

et al. 2009, Zootaxa 1969, 1‒35). Uno de los principales factores propuestos para estos 

fenómenos son las epidemias de quitridiomicosis. Con esta información disponible, me 

propuse en un principio estudiar su posible rol en declinaciones poblacionales de 

anfibios nativos. Durante el trabajo de campo identifiqué otras enfermedades que 

resultaron ser nuevas para el país o la región, por lo que decidí entonces incorporar 

dicha información. Ello requirió de la colaboración de numerosos colegas trabajando en 

herpetología, patología y parasitología veterinarias.  

El manuscrito se divide en varias secciones, en la primera es una introducción 

general a las enfermedades y conservación de los anfibios, y a la metodología empelada. 

La segunda presenta resultados sobre el hallazgo de Batrachochytrium dendrobatidis en 

anfibios nativos e introducidos, y discute el posible origen de este patógeno en Uruguay 

en base a los diferentes haplotipos identificados. La tercera parte aborda el estudio de 

nuevos casos de infección por patógenos eucariotas de los Órdenes Dermocystida y 

Eccrinida (Clase Ichthyosporea), en anfibios de Uruguay y sur de Brasil. A partir de 

estos hallazgos se realizó un análisis filogenético molecular de Dermocystida junto con 

una revisión taxonómica de las especies parásitas de anfibios. En la cuarta sección del 

manuscrito se describen otras enfermedades de la piel en anfibios nativos, causadas por 

macroparásitos y neoplasias. Finalmente, se discute la importancia de estos nuevos 

diagnósticos y se mencionan algunas perspectivas de investigación. Se provee además 

información anexa a los diferentes capítulos, incluyendo material de colecciones 

examinado, resultados de búsquedas bibliográficas, observaciones de campo y 

publicaciones. Las fotografías fueron tomadas por el autor, salvo indicación. 
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Enfermedades de la piel en anfibios de 
Uruguay y sureste de Brasil: nuevos 

diagnósticos y posibles efectos 
 

Resumen 
 

Las enfermedades de los anfibios ocupan un lugar destacado en estudios sobre conservación y 

manejo de especies en cautiverio. Existe actualmente un interés creciente por el estudio de 

enfermedades en poblaciones silvestres de anfibios, principalmente infectocontagiosas, 

debido al hallazgo de declinaciones poblacionales y extinción de especies asociadas a 

quitridiomicosis. Esta enfermedad cutánea es causada por dos especies de hongos del género 

Batrachochytrium (Rizophydiales). La más ampliamente distribuida es Batrachochytrium 

dendrobatidis (Bd), presente en zonas templadas y tropicales de todos los continentes. Este 

microorganismo es endémico en algunas regiones como el bioma Mata Atlántica en Brasil, y 

se ha comportado como un patógeno emergente en otras, por ejemplo algunas zonas de 

América Central, Australia y Norteamérica. El mercado internacional de anfibios ha 

contribuido a su diseminación a escala global, siendo dos de los vectores más importantes la 

Rana toro norteamericana (Lithobates catesbeianus) y la Rana de uñas africana (Xenopus 

laevis). Recientemente se han identificado varios linajes de Bd, entre ellos un linaje 

panzoótico global (BdGPL) y otro nativo de Sudamérica (Bd-Brazil). En Uruguay, este hongo 

patógeno fue detectado por primera vez en un criadero de Rana toro en el año 1999, y los 

diagnósticos más viejos en anfibios nativos corresponden a larvas de anfibios colectadas en 

2001 en el norte del país.  

Otras enfermedades debidas a microorganismos eucariotas potencialmente mortales para 

los anfibios son las producidas por patógenos pertenecientes a la Clase Ichthyosporea. Estos 

agentes infecciosos producen en vertebrados enfermedades granulomatosas y ulcerativas, 

principalmente en piel y mucosas. Se reconocen dos Órdenes, Dermocystida y Eccrinida, 

ambos con representantes que afectan anfibios y peces. Los dermocistidios son patógenos de 

hospedadores homeotermos incluido el hombre (Rhinosporidium seeberi), y también de peces 

(Dermocystidium, Sphaerothecum) y anfibios (Amphibiocystidium, Amphibiothecum). Una 

especie descripta en anfibios neotropicales en 1940 en São Paulo, Brasil (Dermosporidium 
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hylarum), es considerada actualmente un sinónimo de R. seeberi. Los Eccrinida parásitos de 

anfibios y peces se agrupan en el género Ichthyophonus, en el primer caso conocidos 

únicamente de Norteamérica. 

El principal objetivo de esta tesis es presentar nuevos diagnósticos de infección por Bd y 

especies de Ichthyosporea en anfibios silvestres de Uruguay y sureste de Brasil, discutiendo la 

importancia para su conservación. Se estudia la posible asociación de la quitridiomicosis con 

la declinación de las especies nativas de Uruguay, principalmente en Physalaemus henselii y 

Pleurodema bibroni. Se presenta además un análisis filogenético de Dermocystida incluyendo 

nuevos hallazgos de infección en anfibios de Brasil y Uruguay, junto con una revisión 

taxonómica de las especies parásitas de anfibios. Se revisa la información disponible sobre 

enfermedades de la piel causadas por microorganismos eucariotas en anfibios de la región, y 

se describen también nuevas dermopatías parasitarias y neoplásicas en especies nativas. 

Los diagnósticos de infección por Bd en especies nativas se realizaron mediante 

histología convencional con tinción de hematoxilina eosina, y también por PCR. Se 

obtuvieron muestras positivas correspondientes a 11 especies nativas (Dendropsophus 

sanborni, Hypsiboas pulchellus, Julianus uruguayus, Leptodactylus latrans, Limnomedusa 

macroglossa, Melanophryniscus sanmartini, Odontophrynus americanus, Physalaemus 

henselii, Pleurodema bibroni, Pseudis minutus y Scinax squalirostris), y ejemplares de 

anfibios introducidos pertenecientes a 3 especies (Ceratophrys ornata, Xenopus laevis y 

Lithobates catesbeianus). La prevalencia de infección en el total de la muestra fue 39 %, con 

una variación entre 10 y 88 % (muestras con n ≥ 10). No se registraron episodios de 

mortalidad natural debida a Bd, pero sí tres ejemplares de L. macroglossa mantenidos en 

cautiverio murieron con síntomas de quitridiomicosis. La infección por Bd presentó un 

comportamiento estacional en una población de H. pulchellus, siendo las prevalencias más 

altas en invierno y primavera temprana. Se observaron también altas prevalencias en Rana 

toro de criadero y silvestre. No se pudo detectar la infección por Bd en un muestreo 

histológico retrospectivo de ejemplares en colecciones colectados en Uruguay entre 1953 y 

1972. El estudio de secuencias de un fragmento de la región ITS de Bd permitió identificar 

tres haplotipos en anfibios nativos, uno de los cuales se encontró además en las especies 

introducidas antes mencionadas. Todos ellos pertenecen al linaje BdGPL. Esta mayor 

diversidad de haplotipos en especies nativas es coherente con estudios retrospectivos 

realizados recientemente en el bioma Mata Atlántica en Brasil, donde tanto BdGPL como Bd-

Brazil son endémicos, y su presencia es previa a la introducción de anfibios exóticos.  
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Los nuevos diagnósticos de infección por Ichthyosporea se realizaron en anuros hílidos 

de las especies Hypsiboas pulchellus y Scinax fuscovarius, de Uruguay y sureste de Brasil 

respectivamente. Algunos ejemplares de ambas especies presentaron lesiones cutáneas 

nodulares que al diagnóstico histopatológico evidenciaron esporangios capsulados ubicados 

en la dermis, repletos de pequeñas endosporas, característicos de infección por Dermocystida. 

La misma fue autolimitante en condiciones de laboratorio, y en la naturaleza las prevalencias 

más altas fueron registradas en otoño, invierno y primavera temprana; numerosos ejemplares 

presentaron coinfección con Bd. Un caso de infección en S. fuscovarius de São Paulo fue 

asignado a Dermosporidium hylarum. El análisis filogenético en base a secuencias del gen 

18S permitió revalidar esta especie e incluirla en el género Rhinosporidium e identificar otras 

dos. Una de ellas es parásita de H. pulchellus y se asignó a Rhinosporidium rwandae, 

recientemente descripto de África tropical, lo cual sugiere una posible dispersión 

transoceánica. La otra especie corresponde a una nueva forma de Sphaerothecum parásita de 

S. fuscovarius, género identificado aquí por primera en el hemisferio sur y en hospedadores 

anfibios. Se propone además la sinonimización de Amphibiocystidium con Rhinosporidium, 

ya que la especie tipo Amphibiocystidium ranae forma parte de un clado asignado a este 

último género.  

Entre los resultados obtenidos se destaca además el hallazgo de un ejemplar juvenil de 

Hypsiboas pulchellus del sur de Uruguay que presentó una tumoración lumbar, en la que se 

identificó mediante histopatología infección debida a Eccrinida (Ichthyophonus sp.). Este 

diagnóstico es el primero realizado en anfibios fuera de Norteamérica. Otras patologías 

relevantes de la piel halladas en anfibios de Uruguay fueron quistes parasitarios causados por 

larvas de cestodos del género Spirometra (esparganos) y por larvas de ácaros 

(Trombiculidae), y neoplasias. La esparganosis no había sido previamente observada en H. 

pulchellus, y la parasitosis por ácaros es novedosa en anfibios nativos. Las neoplasias 

descriptas son un caso de lipoma subcutáneo en Melanophryniscus sanmartini y dos hallazgos 

de melanoforomas en H. pulchellus. Ambas neoplasias son raras en anfibios.  

El presente trabajo provee una información de base para el futuro monitoreo de especies 

en declinación y el estudio de enfermedades de la piel potencialmente relevantes para su 

conservación. En este sentido, la especie ubicua Hypsiboas pulchellus se presenta como un 

interesante modelo para el estudio de enfermedades neoplásicas, infecciosas y parasitarias. 
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Skin diseases of amphibians from Uruguay  
and southeastern Brazil: new diagnoses 

and potential effects 
 

 

Abstract 
 

Amphibian diseases are a major issue in research concerning species conservation and 

management in captivity. Currently, there is an increasing interest on studies about diseases in 

wild amphibian populations, mainly infectious ones, due to the association of amphibian 

population declines and extinction with chytridiomycosis. This skin disease is caused by two 

fungal species of the genus Batrachochytrium (Rizophydiales). One of them, 

Batrachochytrium dendrobatidis (Bd), is distributed in temperate and tropical areas 

worldwide. It is endemic of some regions like the Atlantic Forest biome in Brazil and has 

become an emerging pathogen in others, for instance some areas in Middle America, 

Australia and North America. The international trade in amphibians has contributed to its 

global spread, being two of the most relevant vector species the American bullfrog 

(Lithobates catesbeianus) and the African clawed frog (Xenopus laevis). Different lineages of 

Bd were recently identified, including a global panzootic lineage (BdGPL) and one native 

from South America (Bd-Brazil). In Uruguay, this pathogenic fungus was detected for the first 

time in a bullfrog farm in 1999, and the oldest cases in native amphibians correspond to 

tadpoles collected in 2001 in the north.  

Other diseases caused by eukaryotic microbes potentially lethal to amphibians are those 

caused by fungal-like pathogens of the Class Ichthyosporea. These infectious agents produce 

granulomatous and ulcerative diseases in vertebrates, mainly of skin and mucosae. Two 

Orders are currently recognized, Dermocystida and Eccrinida, both affecting amphibians and 

fish. The dermocystids are pathogens of vertebrate hosts including man (Rhinosporidium 

seeberi), and also of fish (Dermocystidium, Sphaerothecum) and amphibians 

(Amphibiocystidium, Amphibiothecum). One species was described from Neotropical 

amphibians in 1940 from São Paulo, Brazil (Dermosporidium hylarum), now considered 
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under the synonymy of R. seeberi. The Eccrinida parasitic on amphibians and fish are 

grouped in the genus Ichthyophonus, being known in the first only from North America. 

The main objective of this thesis is to present new cases of infection by Bd and 

Ichthyosporea in wild amphibians from Uruguay, discussing their relevance for conservation. 

The possible association of chytridiomycosis with population declines of native species from 

Uruguay is studied, mainly Physalaemus henselii and Pleurodema bibroni. Besides, a 

phylogenetic analysis of Dermocystida is presented, including new cases from Brazil and 

Uruguay along with a taxonomic revision of species parasitic on amphibians. Parasitic and 

neoplasic skin diseases new to native amphibians are also described, and the available 

information on amphibian eukaryotic skin pathogens in the region is reviewed.  

The diagnoses of infection by Bd were histological, with conventional haematoxylin and 

eosin staining, and also using PCR. Positive results were obtained from samples of 11 native 

species (Dendropsophus sanborni, Hypsiboas pulchellus, Julianus uruguayus, Leptodactylus 

latrans, Limnomedusa macroglossa, Melanophryniscus sanmartini, Odontophrynus 

americanus, Physalaemus henselii, Pleurodema bibroni, Pseudis minutus and Scinax 

squalirostris), and introduced specimens belonging to 3 species (Ceratophrys ornata, 

Xenopus laevis and Lithobates catesbeianus). Overall prevalence in the sample was 39 %, 

ranging between 10 and 88 % (samples with n ≥ 10). Spontaneous mortality episodes due to 

Bd in nature were not recorded, but three specimens of L. macroglossa maintained in captivity 

died from chytridiomycosis. The infection by Bd presented seasonal variation in a population 

of H. pulchellus, with higher prevalence in winter and early spring. High prevalences were 

also observed in wild and farmed bullfrogs. The infection could not be detected through 

histological analysis of specimens in collections collected in Uruguay between 1953 and 

1972. The study of partial sequences of the ITS region of Bd allowed the identification of 

three haplotypes in native amphibians, one of which was also found in the abovementioned 

introduced species. All of them belong to the BdGPL lineage. This higher haplotype diversity 

in native species agrees with recent retrospective studies on the Atlantic Forest biome in 

Brazil, where both BdGPL and Bd-Brazil are endemic and its presence predates the 

introduction of alien amphibians.  

New diagnoses of infection by Ichthyosporea were done on the hylid species Hypsiboas 

pulchellus and Scinax fuscovarius, from Uruguay and southeastern Brazil respectively. Some 

specimens of both species presented nodular skin lesions which evidenced at histopathology 

capsulated cysts in the dermis full of small endospores, characteristic of Dermocystida. This 

condition was self-limiting under laboratory conditions, and prevalence in nature was higher 
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during autumn, winter and early spring; numerous specimens exhibited also coinfection with 

Bd. A case of infection detected in a specimen of S. fuscovarius from São Paulo was assigned 

to Dermosporidium hylarum. The phylogenetic analysis based on sequences of the 18S gene 

allowed revalidation of this species in the genus Rhinosporidium, and the identification of 

other two. One of them parasitizes H. pulchellus and was assigned to Rhinosporidium 

rwandae, recently described from amphibians of tropical Africa and for which a transoceanic 

dispersal event is suggested. The second corresponds to a new species of Sphaerothecum 

parasitic on S. fuscovarius, a genus found herein for the first time in the southern hemisphere 

and in amphibian hosts. Besides, the synonymyzation of Amphibiocystidium with 

Rhinosporidium is proposed as it was not recovered as monophyletic, being its type species A. 

ranae assigned to the latter, which takes precedence. 

Other relevant results are the finding of a juvenile specimen of Hypsiboas pulchellus 

from southern Uruguay bearing a swelling on its back, identified at histopathology as 

infection by Eccrinida (Ichthyophonus sp.). This diagnosis is the first on amphibians outside 

North America. Additional pathologic findings in amphibians from Uruguay worth of 

mention were larval parasitic cysts of tapeworms genus Spirometra (spargana) and mites 

(Trombiculidae), and neoplasms. Sparganosis was not previously reported in H. pulchellus, 

and the parasitism by mites is novel in native amphibians. The neoplasms are a case of 

subcutaneous lipoma in Melanophryniscus sanmartini and two findings of melanophoromas 

in H. pulchellus. Both neoplasms are rare in amphibians. 

The present study provides background information for future studies on declining native 

amphibians and skin diseases potentially relevant for their conservation. In this sense, the 

ubiquitous anuran Hypsiboas pulchellus seems to be an interesting model for the study of 

neoplasic, infectious and parasitic diseases. 
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Capítulo 1 
 

 

 

Introducción y objetivos 
 

 

 

Anfibios: generalidades y conservación 
 

La Clase Amphibia se encuentra ampliamente distribuida en regiones tropicales y templadas 

del globo. Su abundancia en muy variados tipos de ambientes le confiere un importante rol en 

las cadenas tróficas tanto de ambientes acuáticos como terrestres (Duellman & Trueb 1986). 

Estos vertebrados son además importantes para distintas culturas ya que han sido y son 

utilizados con muy diversos fines, como consumo de carne, aplicaciones médicas, estéticos y 

en experimentación (Noble 1931). Asociado a estos usos existe actualmente un importante 

comercio internacional de anfibios, tanto de criaderos como de poblaciones silvestres 

(Schlaepfer et al. 2005). Los anfibios actuales pertenecen a tres grandes grupos, el Orden 

Anura que agrupa a la mayoría de las especies, conocidas como ranas y sapos, Caudata 

integrado por tritones y salamandras, y Gymnophiona que incluye formas ápodas de vida 

fosorial (Frost 2016). 

Dos características notables de la mayoría de los anfibios son su ciclo de vida doble y la 

morfología de la piel. Los anuros y caudados tienen generalmente un ciclo de vida con una 

fase larval acuática en cuerpos de agua dulce, y hábitos terrestres o semiacuáticos luego de la 

metamorfosis (Duellman & Trueb 1986). Debido a este ciclo de vida complejo, los anfibios 

son vulnerables a condiciones ambientales adversas tanto en ecosistemas acuáticos como 

terrestres. Su piel es en general lisa, muchas veces de llamativos colores, está desprovista de 

anexos queratinizados protectores, es muy rica en glándulas y bastante permeable al agua lo 

cual hace que la mayoría de las especies no sean muy resistentes a la desecación. La capa más 

externa de la piel o epidermis es generalmente muy delgada, formada usualmente por unas 5 a 
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7 capas de células, e incluye el estrato córneo queratinizado (1 o 2 capas), el estrato 

granuloso, estrato espinoso y la capa basal; la dermis subyacente consiste en dos capas de 

tejido conectivo, en la más gruesa o estrato esponjoso son abundantes las células pigmentarias 

o cromatóforos, glándulas de tipo seroso o mucoso, capilares y nervios, y en el estrato 

compacto predomina colágeno denso y tejido conectivo (Fox 1994). Diversas patologías que 

asientan en este delicado órgano tienen importancia en medicina veterinaria y son relevantes 

para la conservación de los anfibios (Wright & Whitaker 2001; Pessier & Mendelson 2010). 

La anatomía microscópica de la piel en un anfibio tipo se indica en la figura I.1.  

El conocimiento sobre la diversidad de los anfibios se ha incrementado notablemente 

desde la segunda mitad del siglo pasado. Noble (1931) en su clásica obra The Biology of the 

Amphibia mencionan para ese entonces unas 1900 especies vivientes de anfibios, y poco más 

de medio siglo después Duellman y Trueb (1986) en The Biology of Amphibians indican la 

existencia de unas 3900 especies reconocidas. Actualmente, éstas son más de 7300, siendo 

Anura el grupo más numeroso mientras que Caudata está conformado por casi 700 especies 

principalmente del hemisferio norte, y Gymnophiona comprende unas 200 formas poco 

conocidas (Frost 2016). El descubrimiento de esta notable diversidad de anfibios en tiempos 

recientes contrasta con el creciente el número de publicaciones sobre declinación y extinción 

de numerosas especies (Gascon et al. 2007; Wake & Vredenburg 2008). Actualmente se 

considera que los anfibios son un grupo de vertebrados muy amenazado a escala global 

(Stuart et al. 2004). Esta crisis de biodiversidad es un fenómeno multifactorial (Blaustein & 

Wake 1995; Collins & Storfer 2003), cuyos efectos sobre los ecosistemas apenas comienzan a 

comprenderse (Whiles et al. 2006).  

Al igual que sucede con otros grupos de vertebrados, las amenazas más importantes que 

enfrentan los anfibios son la alteración, pérdida y fragmentación de hábitat, especies exóticas 

invasoras, enfermedades infectocontagiosas, cambio climático global y polución, todas ellas 

muy asociadas a actividades humanas (Alford & Richards 1999; Collins & Storfer 2003; 

Beebee & Griffiths 2005; Navas & Otani 2007; Hamer & McDonnell 2008). Sin embargo, la 

crisis de conservación de los anfibios ha captado fuertemente la atención de la comunidad 

científica durante los últimos 25 años. Esto se debe a la detección a escala global de episodios 

de declinación poblacional y extinción de especies, catalogados como “enigmáticos”, y que 

ocurrieron en cortos períodos de tiempo en hábitats aún prístinos y poco alterados por el 

hombre (Barinaga 1990; Blaustein & Wake 1990; Phillips 1990; Wake 1991, Collins & 

Storfer 2003). 



13 
 

FIGURA I.1. Hypsiboas pulchellus (Anura, Hylidae). A, ejemplar macho adulto vocalizando para 
atraer hembras hacia un sitio de reproducción (La Paloma, Dpto. de Rocha, Uruguay, 8/III/2008). B, 
corte histológico de piel dorsal de un ejemplar adulto (Sierra de Mahoma, Dpto. de San José, Uruguay, 
9/VII/2005), tinción H&E. Barra = 20 µm. Abreviaturas: D, dermis; E, epidermis; cb, capa basal de la 
epidermis; ce, conducto excretorio; ee, estrato esponjoso de la dermis; ec, estrato compacto de la 
dermis; gg, glándula granular; gm, glándula mucosa; i, iridóforos, m, melanóforos; vs, vaso sanguíneo; 
q, queratina. 
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Estos fenómenos contemporáneos de declinación poblacional comenzaron a escala global 

a partir de la década de los 1970s y afectaron numerosas especies (Carey 1993; Kagarise 

Sherman & Morton 1993; Laurance et al. 1996; 1997; Lips 1998; 1999; Green & Kagarise 

Sherman 2001; Ron et al. 2003; Burrowes et al. 2004; Stuart et al. 2004). Sus causas son 

difíciles de analizar por los efectos globales de las actividades humanas (Pechmann et al. 

1991), pero se ha señalado a epidemias de enfermedades infectocontagiosas y al cambio 

climático global como las más relevantes (Daszak et al. 1999; Alexander & Eischeid 2001; 

Daszak et al. 2003; Lips et al. 2006; Pounds et al. 2006; Wake 2007).  

El estudio de microorganismos patógenos como potencial causa de declinación y 

extinción de anfibios a escala global se incrementó considerablemente luego del 

descubrimiento de la quitridiomicosis. Esta enfermedad cutánea se detectó asociada a 

episodios de mortalidad masiva y severas declinaciones poblacionales en anfibios de América 

Central y Australia (Berger et al. 1998). La misma es causada por el hongo quitridiomiceto 

Batrachochytrium dendrobatidis (Chytridiomycota, Rhizophydiales), descripto por Longcore 

et al. (1999).  

Otras enfermedades infecciosas de los anfibios que pueden afectar severamente la piel 

han sido asociadas a episodios de morbilidad y mortalidad naturales, entre las más relevantes 

se encuentran la dermocistidiosis e ictiofonosis causadas por microorganismos de la Clase 

Ichthyosporea (Pascolini et al. 2003; Raffel et al. 2006; Raffel et al. 2008), la infección por 

Ranavirus (Gray et al. 2009; Geng et al. 2011), y diversas micosis e infecciones bacterianas 

(ver Apéndice 1). 

El estudio de patologías infecciosas y no infecciosas de los anfibios tiene actualmente un 

interés creciente debido al desarrollo de programas de conservación y manejo para 

conservación ex-situ, y mantenimiento de colonias en cautiverio con fines de investigación, 

docencia o comerciales (ej. Raverty & Reynolds 2001; Cullen & Owens 2002; Stacy & Parker 

2004; Densmore & Green 2007; Gilbert et al. 2013). La información sobre enfermedades 

emergentes o nuevas patologías de este grupo adquiere entonces un particular interés para 

profesionales en distintas áreas de la biología que trabajan con anfibios.  
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Estudio de las enfermedades de los anfibios 
 

Las enfermedades que afectan a los anfibios han sido tradicionalmente poco estudiadas en 

relación a las de otros grupos de vertebrados (Reichenbach-Klinke & Elkan 1965; Mader & 

Divers 2013). Incluso en el caso de aquellas enfermedades a las que se dedica un gran 

esfuerzo de investigación como la quitridiomicosis, los mecanismos patogénicos y la causa de 

muerte han sido propuestos muy recientemente (Van Rooij et al. 2012; Voyles et al. 2012). 

De todas formas, el estudio de las enfermedades de anfibios silvestres ocupa un lugar 

destacado en la literatura científica relacionada a declinaciones poblacionales y conservación 

de este grupo, particularmente las enfermedades infectocontagiosas. Esto se debe a episodios 

de mortalidad y declinaciones poblacionales en tiempos recientes atribuidas a la 

quitridiomicosis, enfermedad considerada como un importante factor en la crisis de diversidad 

de los anfibios a escala global (Daszak et al. 2003; Muths & Hero 2010; Vredenburg et al. 

2010).  

La detección de morbilidad y mortalidad masivas en poblaciones silvestres de anfibios 

enfrenta la dificultad de que las carcasas persisten poco tiempo en el ambiente (Berger 2001), 

son consumidas por carroñeros, o bien los individuos enfermos son más susceptibles de ser 

predados. En el caso de las dermopatías, la descomposición rápida de la piel en ejemplares 

recién muertos limita en gran medida el estudio de las enfermedades que afectan a este 

órgano. Por otra parte, la interpretación de hallazgos patológicos en anfibios no es sencilla, 

aún cuando puedan identificarse patógenos en carcasas o ejemplares moribundos, y se 

requiere entrenamiento y familiarización con la anatomía normal (Berger 2001). 

La valoración de los efectos deletéreos de patógenos requiere además de una definición 

del concepto de salud así como de la identificación de indicadores de enfermedad. Las 

definiciones explícitas del concepto de salud y enfermedad no son comunes en libros de texto 

sobre medicina veterinaria. Las más generalizadas en la literatura reciente fueron examinadas 

por Gunnarsson (2006) y corresponden a diferentes enfoques, algunos de los cuales son 

aplicables al estudio de anfibios silvestres como el de la salud asimilada a “normalidad” 

(anatómica, comportamental), a “función biológica normal”, y a “homeostasis” (que implica 

rangos de normalidad). Estas definiciones operacionales no son fácilmente aplicables a casos 

concretos. Si consideramos por ejemplo a la quitridiomicosis de los anfibios, podremos ver 

que además de las dificultades mencionadas en el párrafo anterior en relación a la detección 

de brotes en condiciones naturales, los síntomas de la enfermedad varían entre especies de 
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hospedadores (Berger et al. 1999; Rachowicz & Vredenburg 2004). Con el desarrollo de 

técnicas moleculares basadas en la técnica de PCR convencional o de punto final (Annis et al. 

2004) para la detección de la región ITS1 (Intergenic Transcriber Spacer 1) de 

Batrachochytrium dendrobatidis, la sensibilidad del diagnóstico mejoró notablemente con 

respecto de las técnicas histológicas. La posterior estandarización de protocolos de PCR en 

tiempo real aumentó aun más la sensibilidad de estos métodos, al punto de detectarse la 

presencia de tan solo una zoospora (Boyle et al. 2004; Kriger et al. 2006). Por este motivo, 

fueron sugeridos como la primera elección para el diagnóstico de quitridiomicosis (Kriger et 

al. 2006). Algunos autores indicaron luego que el umbral de consideración de un individuo 

como enfermo se situaría en un mínimo aproximado de 10.000 zoosporas (Vredenburg et al. 

2010; Kinney et al. 2011). Sin embargo, la correcta valoración de este tipo de cuantificaciones 

resultó ser más compleja de lo que se pensaba al descubrirse poco después la existencia de 

numerosas cepas de B. dendrobatidis con diferente virulencia (Farrer et al. 2011; Schloegel et 

al. 2012), y que tienen además un número de copias de la región ITS que varía entre 10 y 144 

(Longo et al. 2013). Por su parte, la histopatología aunque menos sensible, permite detectar 

lesiones diagnósticas de enfermedad y no simplemente la presencia del patógeno (ver 

discusión en Smith 2007). 

En suma, la evaluación del rol de las enfermedades en declinaciones poblacionales de 

anfibios requiere de la valoración de datos obtenidos a partir de diversas fuentes. Éstas 

incluyen además del diagnóstico molecular, la sintomatología clínica, patología macro y 

microscópica, y datos sobre la dinámica espacial y temporal del hospedador y el patógeno.  

 

Anfibios de Uruguay: estado de conservación 
 

En Uruguay hay 47 especies de anfibios anuros nativos, una especie nativa de Gymnophiona, 

y una especie de anuro exótica asilvestrada (Maneyro & Carreira 2012). Nuestras especies 

nativas tienen una rica variedad de patrones morfológicos, ritmos de actividad estacional, 

modos reproductivos y uso diferencial de hábitats (Barrio 1953; 1964; 1977; Cei 1980; de Sá 

& Gerhau 1983; Langone & Prigioni 1985; Langone et al. 1985; Kolenc 1988; Prigioni & 

Garrido 1989; Langone 1993; Camargo et al. 2005; Kolenc et al. 2007; Canavero et al. 2008). 

Nuestra mayor riqueza de anfibios se encuentra en ambientes costeros y de serranías, en 

donde se encuentran tanto especies propias de estos ambientes como aquellas ampliamente 

distribuidas (Núñez et al. 2004; Prigioni et al. 2011).  
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Para varias de estas especies distintos autores han sugerido un delicado estado de 

conservación a nivel local utilizando diversos criterios y metodologías, siendo las principales 

amenazas propuestas la alteración y destrucción de hábitats por urbanización y otras 

actividades humanas (Maneyro & Langone 2001; Langone et al. 2004; Stuart et al. 2008; 

Canavero et al. 2010; Langone 2011; Arrieta et al. 2013; Carreira & Maneyro 2015; IUCN 

2004”2015”). Otra amenaza potencial para nuestros anfibios es la presencia de poblaciones 

silvestres de la Rana toro norteamericana Lithobates catesbeianus (Laufer et al. 2008), una 

especie predadora de otros anuros e invasora (Navas & Otani 2007). Las enfermedades 

infecciosas asociadas a declinaciones en anfibios a escala global que se han diagnosticado en 

Uruguay son la quitridiomicosis, identificada en criaderos comerciales de Rana toro (Mazzoni 

et al. 2003) y en especies nativas (Borteiro et al. 2009; Bardier et al. 2011), y la infección por 

Ranavirus detectada en un criadero de Rana toro (Galli et al. 2006).  

El conocimiento de muchos aspectos de la historia natural de los anfibios de Uruguay es 

aún fragmentario, incluso muchos de ellos han sido descubiertos o descriptos recientemente, 

como por ejemplo Odontophrynus maisuma (Rosset 2008), Physalaemus cuvieri (Maneyro & 

Beheregaray 2007) y Scinax aromothyella (Prigioni et al. 2005). La consideración de distintas 

categorías de amenaza para los anfibios en regiones donde su biología ha sido poco estudiada, 

puede inducir a un sesgo hacia la sobreestimación del número de especies en peligro (Pimenta 

et al. 2005). Numerosas especies nativas de anfibios han sido consideradas como amenazadas 

(Canavero et al. 2010; Langone 2011; Arrieta et al. 2013; Carreira & Maneyro 2015), siendo 

el único estudio de caso disponible sobre declinación poblacional el de Pleurodema bibroni, 

figura I.2. La declinación poblacional en esta especie sería al parecer multifactorial, y habría 

ocurrido en forma concomitante a las de otros anuros como Ceratophrys ornata, Physalaemus 

fernandezae y Physalaemus henselii (Kolenc et al. 2009). 

En este trabajo se presentan resultados sobre el muestreo de enfermedades de anfibios 

nativos e introducidos en Uruguay, discutiendo el posible involucramiento de la 

quitridiomicosis en fenómenos de declinación poblacional ocurridos en especies nativas, 

principalmente Physalaemus henselii y Pleurodema bibroni. Se reportan además otros 

hallazgos patológicos en anfibios de Uruguay y sur de Brasil, principalmente enfermedades de 

la piel causadas por microorganismos eucariotas.  
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FIGURA I.2.  Pleurodema bibroni 

(Anura, Leptodactylidae). A, hábitat 
remanente en las márgenes del Arroyo 
Solís Grande, Jaureguiberry, Dpto. de 
Canelones, Uruguay (21/IX/2012). Se 
aprecian cuerpos de agua temproales y 
semi-permanentes con vegetación 
herbácea y Eryngium, rodeados de 
monte indígena y Eucalyptus. B, 
ejemplar macho vocalizando por la 
noche, misma localidad, 6/VI/2012). 

 

 

 

 

 

Objetivos 

 

Los objetivos generales de esta tesis fueron: 

 

1) Comunicar nuevos diagnósticos de enfermedades de la piel en anfibios, 

principalmente infecciosas, y valorar su importancia para la conservación del grupo. 

 

2) Realizar una revisión del conocimiento disponible sobre enfermedades infecciosas de 

la piel en anfibios de la región, causadas por microorganismos eucariotas. 
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Capítulo 2 
 

 

 

 

Materiales y métodos generales 

 

 

Área de estudio 
 

Los especímenes de anfibios estudiados, tanto aquellos obtenidos en colectas como los 

presentes en colecciones biológicas, provinieron mayoritariamente del sur y este de Uruguay, 

y del sureste de Brasil. Las localidades visitadas durante el trabajo de campo en Brasil 

correspondieron a ambientes de los biomas Cerrado y Mata Atlántica, y áreas de transición 

entre ambos. Las mismas presentan una estación seca y una estación más lluviosa que 

comienza en la primavera, con precipitación variable según la región. Las localidades de 

estudio en Uruguay se ubican en la Región biogeográfica Provincia Pampeana, caracterizada 

por paisajes de praderas, principalmente de llanuras, interrumpidas por serranías que no 

superan los 1200 m sobre el nivel del mar (Cabrera & Willink 1973; Morrone 2014). El clima 

en esta región es templado con cuatro estaciones bien definidas, una temperatura media anual 

de 18 ºC y precipitaciones que se sitúan entre los 1200 y 1400 mm acumulados anualmente, 

sin una estación seca o lluviosa bien definidas (Castaño et al. 2010). Las unidades de paisajes 

de Uruguay mencionadas en el texto siguen la propuesta de Evia & Gudynas (2000).  

 

Especímenes de estudio: colectas de anfibios y colecciones 
 

Las colectas de anfibios se realizaron mediante visitas no sistemáticas a diversas localidades, 

procurando en cada sitio la detección de ejemplares enfermos. En dos localidades próximas 

entre sí, La Paloma y Laguna de Rocha, Dpto. de Rocha, Uruguay, se realizaron muestreos 

estacionales para observar variaciones en la prevalencia de algunas enfermedades.  
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Se muestrearon variados cuerpos de agua naturales y artificiales, tanto temporales como 

permanentes, en los que se capturaron anfibios anuros adultos, subadultos, juveniles y 

ocasionalmente larvas. Los ejemplares postmetamórficos en general se capturaron 

manualmente principalmente mediante búsqueda activa durante la noche, utilizando una 

fuente de luz artificial. Las larvas de especies nativas se colectaron con redes de mano y las de 

Rana toro norteamericana (Lithobates catesbeianus) con redes de arrastre. Todos los 

ejemplares que fueron colectados se identificaron con un número de campo y se transportaron 

individualmente en bolsas de polietileno. Una vez en el laboratorio fueron sacrificados 

mediante aplicación cutánea de pasta de lidocaína 20 %, etiquetados individualmente, fijados 

en formalina 10 % y almacenados en etanol 70 % (v/v). El registro de la longitud hocico-

cloaca (LHC) de ejemplares postmetamórficos se realizó con un calibre de acero SOMMET®. 

La nomenclatura taxonómica sigue a Frost (2016), y los estadios larvales corresponden a la 

clasificación de Gosner (1960). Las colectas en Uruguay se realizaron con autorización de la 

División Fauna, Dirección General de Recursos Naturales Renovables, Ministerio de 

Ganadería, Agricultura y Pesca (permisos #1043/2001, 417/2003, 195/2006, 18/2009, 

01/2010 y 199/2013). El protocolo de campo para la toma de muestras en el estudio de la 

quitridiomicosis fue aprobado por el Comité de Ética en Experimentación Animal de la 

Facultad de Ciencias, Universidad de la República, Montevideo.  

Los especímenes colectados en Uruguay y Brasil se depositaron en la colección 

herpetológica del Museo Nacional de Historia Natural, Montevideo, Uruguay (MNHN), y en 

la Colección herpetológica Célio F. B. Haddad, del Departamento de Zoologia de la 

Universidad Estadual Paulista - UNESP, Campus de Rio Claro, São Paulo (CFBH), 

respectivamente. Adicionalmente se estudiaron ejemplares de las siguientes colecciones 

herpetológicas: ARGENTINA, Centro Nacional de Investigaciones Iológicas (CENAI), 

depositada en el Museo Argentino de Ciencias Naturales “Bernardino Rivadavia”, Buenos 

Aires, Argentina (MACN); BRASIL, colección de anfibios del Museu de Ciências Naturais, 

Fundação Zoobotânica, Porto Alegre, Rio Grande do Sul (MCN), colección herpetológica del 

Museu de Ciências e Tecnologia, Pontificia Universidade Católica do Rio Grande do Sul, 

Porto Alegre, Rio Grande do Sul (MCP), colección herpetológica de la Universidade Federal 

do Rio Grande do Sul, Porto Alegre, Rio Grande do Sul, Brasil (UFRGS); URUGUAY, 

Colección de Batracios del Departamento de Zoología Vertebrados, Facultad de Ciencias, 

Universidad de la República, Montevideo (ZVCB). El material de estudio se detalla en el 

Apéndice 2.  
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Registro de lesiones y diagnóstico anatomopatológico 
 

Para el diagnóstico macro y microscópico se consultaron diversas fuentes sobre patología 

general de anfibios (Berger 2001; Wright & Whitaker 2001; Pessier & Mendelson 2010; 

Berger & Green 2012), malformaciones (Meteyer 2000), y enfermedades cutáneas de diversa 

etiología que se listan en el Apéndice 1. El registro de lesiones macroscópicas incluyó en un 

examen a simple vista, toma de fotografías, observación con una lupa binocular NIKON C-

LEDS® a 10–50X, y fotografía bajo la lupa con una cámara y programa Micrometrics LE®. 

El examen post-mortem de algunos ejemplares incluyó la disección de la cavidad 

celómica (Nichols 2001), y se realizó con la ayuda de una lupa binocular. Las muestras de 

tejidos para estudios histopatológicos se tomaron mediante disección con lupa, y se 

mantuvieron en el mismo líquido fijador de los especímenes. Las mismas fueron procesadas 

rutinariamente para examen histológico, incluidas en parafina líquida, seccionadas a 5 µm, 

montadas en láminas de vidrio, y teñidas mayoritariamente con hematoxilina y eosina (H&E). 

Para ello los cortes montados en las láminas se desparafinaron con xilol 20 min y se 

hidrataron por pasajes en tres alcoholes decrecientes (100, 80, 50 % v/v, 10 min cada uno) y 

finalmente agua corriente 5 min. Se trataron luego con hematoxilina 10 min, se realizó un 

virado con agua corriente 10 min, y luego se aplicó eosina 3–4 min. Posteriormente las 

muestras se deshidrataron por pasajes en alcohol 96 y 100 % v/v, luego se realizó un baño con 

xilol de 10 min y se montaron en cubreobjetos con bálsamo de Canadá. En algunas rutinas se 

utilizó la tinción de Gram (modificación de Hücker) y PAS (ácido periódico de Schiff), con 

kits comerciales Biopack®. La primera se realizó coloreando las muestras desparafinadas 

montadas en portaobjetos en solución de cristal violeta 1 min, lavándolas luego con agua 

corriente, coloreando con solución lugol 1 min, y lavando nuevamente. Luego se decoloraron 

por arrastre con el decolorante durante 5 s, se lavó con agua corriente, y posteriormente se 

realizó coloración de contraste con solución de safranina por 1 min, con un lavado final en 

agua corriente y montaje de cubreobjetos. La tinción PAS se realizó también sobre muestras 

montadas desparafinadas, aplicando ácido periódico 0,5% durante 5 min, luego reactivo de 

Schiff 20 min, se lavó con agua corriente y luego se aplicó coloración de contraste con 

hematoxilina por 1 min y un último lavado con agua corriente previo al montaje con 

cubreobjetos. En algunos casos se realizaron frotis que se colorearon con “tinción 15” 

utilizando un kit comercial Biopur®; las muestras se fijaron con calor, se aplicó fijador 15 s, 

luego solución de colorantes tiazínicos 15 s, y solución de colorantes xanténicos 15 s. 
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Las preparaciones histológicas se observaron a 50‒1000X con un microscopio binocular 

NIKON E100®, y se fotografiaron con una cámara y programa Micrometrics LE®. Las 

mediciones se realizaron sobre imágenes digitales con el programa Image J 1.45® (Abràmoff 

et al. 2004; disponible en http://imagej.nih.gov/ij/download.html). A los efectos comparativos 

se hicieron preparaciones histológicas de piel de individuos en apariencia sanos o en su 

defecto de zonas libres de lesiones. En algunas muestras de piel con lesiones debidas a 

infección se realizaron estudios adicionales de microscopía electrónica, para estudiar la 

estructura de los microorganismos involucrados. 

 

Técnicas moleculares y secuencias de ADN 
 

Muestras y extracción de ADN. La identificación de microorganismos patógenos se realizó en 

muestras obtenidas mediante hisopados de piel, y pequeños trozos de piel o del disco oral de 

larvas extraídos por disección. Los hisopados para la detección de Batrachochytrium 

dendrobatidis se realizaron frotando 5 veces el abdomen y la superficie ventral de cada 

miembro y fueron conservados en tubos secos (Hyatt et al. 2007; Van Sluys et al. 2008). Las 

muestras de tejidos obtenidas mediante disección se fijaron en etanol 95 % v/v. Todas las 

muestras se almacenaron a -20 ºC hasta su procesamiento. 

Las extracciones de ADN se realizaron con el kit comercial DNeasy Blood & Tissue Kit 

QIAGEN®. En el caso de muestras conservadas en etanol, éste fue removido en un roto-

evaporador de vacío. El procedimiento de extracción siguió las instrucciones del fabricante 

con modificaciones menores (indicadas entre paréntesis). A cada muestra, incluyendo el 

hisopo según el caso, se le agregaron 20 µl de proteinasa K y 180 µl del buffer 

correspondiente. Los tubos se agitaron para mezclar el contenido, se incubaron durante 3‒4 

horas a 56 ºC, agitándose regularmente durante la incubación. Posteriormente cada lisado se 

agitó 15 s y se agregaron 200 µl de etanol absoluto y 200 µl de buffer de lisis “AL”. Se agitó 

nuevamente para un correcto mezclado y se colocó cada muestra en una columna de 

extracción (incluido el hisopo si lo hubiere). Se centrifugó luego en una microcentrífuga 

Eppendorf® a 6.000 g 1 min (se repitió este paso una vez más), descartándose el eluido y 

eventualmente el hisopo. Se adicionó a cada muestra 500 µl de buffer de lavado “AW1” y se 

centrifugó a 6.000 g 1 min descartándose el eluido. Seguidamente se agregaron 500 µl de 

buffer de lavado “AW2”, y se centrifugó a 20.000 g 3 min, nuevamente eliminando el eluido. 

Las columnas se transfirieron luego a un tubo de tipo Eppendorf de 1,5 ml, agregando a cada 
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una 50 µl de buffer de elución “AE” (o agua purificada en sistemas Milli-Q®), y se centrifugó 

a 6.000 g 1 min conservando el eluido final que contiene el ADN de la muestra (este último 

paso se repitió obteniéndose un eluido final de aproximadamente 100 µl). 

 

PCR. Se utilizó la técnica convencional de punto final con kits comerciales de ADN 

polimerasa PfU SBS Genetech®. Las reacciones se realizaron en un volumen total de 25 µl 

con una concentración 1 µM de cada primer, 1X de buffer, 0,2 mM de dNTPs, 0,8 U de la 

enzima y 10 µl de muestra (conteniendo aproximadamente 10 ng de ADN). Las mismas 

fueron analizadas por electroforesis en geles de poliacrilamida 12 %, utilizando buffer TBE 

(Trizma® 89 mM, ácido bórico 89 mM, EDTA 2 mM). Los geles se tiñeron con sales de plata 

siguiendo a Sanguinetti et al. (1994), fueron fijados por 5 min en una solución de etanol 95 % 

v/v (10 %) y ácido acético (5 %), luego se aplicó un baño de nitrato de plata (0,23 %) durante 

8 min y se revelaron en una solución de hidróxido de sodio (3 %) y formaldehído (0,5 % de 

solución 37 % v/v). Los cebadores y controles correspondientes se detallan en cada caso. 

  

Secuenciación. Algunos productos de PCR fueron purificados utilizando el Quiaquick PCR 

Purification kit, Qiagen®, siguiendo las instrucciones del fabricante con modificaciones 

menores. A cada muestra se agregó 5 veces el volumen de reacción de PCR del buffer de 

lavado inicial “PB”, y se centrifugó en microcentrífuga a 17000 g 1 min. Luego se 

adicionaron 750 µl del segundo buffer de lavado “PE” y se centrifugó nuevamente. Se 

realizaron dos eluciones, cada una con 50 µl de agua purificada en sistemas Milli-Q®, y 

finalmente se concentró el eluido en un roto-evaporador de vacío hasta alcanzar un volumen 

final de 15 µl.  

 

Manejo de secuencias. Los productos de PCR purificados se secuenciaron en ambos sentidos 

en el Institut Pasteur, Montevideo, Uruguay. En el caso de individuos pertenecientes al Orden 

Dermocystida se obtuvieron secuencias por duplicado en Macrogen Inc., Seúl, Corea. Las 

secuencias crudas en forma de cromatogramas fueron editadas a ojo con el programa Chromas 

Lite 2.1.1® (Technelysium Pty. Ltd., Australia; http://technelysium.com.au/). Para confirmar 

su identidad se realizaron búsquedas en la base de datos GenBank mediante algoritmos 

BLAST (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi; Basic BLAST, nucleotide blast, nucleotide 

collection, megablast, optimize for highly similar sequences, “default” parameters). La 

calidad de los cromatogramas se controló realizando alineamientos con las secuencias 

FJ010548 de Batrachochytrium dendrobatidis (Federici et al. 2008) y EF493028 de 
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Amphibiocystidium viridescens (Raffel et al. 2008), empleando el programa CLUSTALX 

2.0.11 (Larkin et al. 2007; http://www.clustal.org/clustal2/). Posteriormente se eliminaron las 

zonas correspondientes a los cebadores utilizados.  

 

 

Algunas abreviaturas y símbolos utilizados 

 

º, ' , ' ' (grados, minutos, segundos; coordenadas 

geográficas) 

ºC (grados Celsius) 

# (número) 

µl (microlitros) 

µm (micrómetros) 

�̅ (media aritmética) 

ADN (ácido desoxirribonucleico) 

BLAST (Basic Local Alignment Search Tool) 

cm (centímetros) 

com. pers. (comunicación personal) 

c.s.p. (cantidad suficiente para) 

dNTPs (deoxinucleótidos trifosfatos) 

Dpto. (Departamento) 

DS (desvío estándar) 

E (este) 

EDTA (ácido etilendiaminotetraacético)  

g (gramos) 

H&E (tinción de hematoxilina y eosina) 

IC (intervalo de confianza) 

ITS1 (Intergenic Transcriber Spacer 1) 

IUCN (= UICN, International Union for the 

Conservation of Nature) 

km (kilómetros) 

LHC (longitud hocico-cloaca) 

m (metros) 

min (minutos) 

ml (mililitros) 

mm (milímetros) 

mM (milimolar) 

n (número de muestra) 

N (norte) 

NE (noreste) 

ng (nanogramos) 

nm (nanómetros) 

obs. pers. (observación personal) 

p (probabilidad estadística) 

P (proporción de la muestra) 

PAS (ácido periódico de Schiff) 

pb (pares de bases de ADN) 

PCR (reacción en cadena de la polimerasa) 

pg (picogramos) 

s (segundos) 

S (sur) 

SE (sureste) 

s.n.m (sobre el nivel del mar) 

U (unidades enzimáticas) 

UV (radiación ultravioleta) 

v/v (relación volumen/volumen) 

W (oeste) 

X (factor de magnificación, microscopía) 
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QUITRIDIOMICOSIS 
 

 

 

 

Our  expanding  knowledge  of  B. dendrobatidis  as  an  emerging  disease  of 

amphibians  is  exposing  a  complex  interplay  of  variables,  especially  of 

temperature,  phylogeny  of  species,  and  life  history  characteristics 

 

J. R. Longcore  et  al., 2007 

 

 

 

Introducción 

 
La quitridiomicosis de los anfibios es una enfermedad cutánea potencialmente letal luego de 

la metamorfosis, causada por hongos del género Batrachochytrium (Berger et al. 1998). Las 

dos especies descriptas son los únicos representantes del Phyllum Chytridiomycota parásitos 

de vertebrados (James et al. 2006). Una de ellas, Batrachochytrium dendrobatidis (Bd), se 

encuentra globalmente distribuida en África continental, Asia, Australia, Centroamérica, 
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Europa, Norteamérica, Nueva Zelandia, Sudamérica, y recientemente se ha encontrado en 

anfibios provenientes de Madagascar (Berger et al. 1998; Berger et al. 1999; Morell 1999; 

Mutschmann et al. 2000; Ron & Merino 2000; Bosch et al. 2001; Waldman et al. 2001; Olson 

et al. 2013; Kolby 2014; James et al. 2015). Durante el transcurso de este estudio una segunda 

especie patógena de anfibios originaria de Asia fue identificada, Batrachochytrium 

salamandrivorans, causante de mortalidad y declinación poblacional en salamandras de 

Europa (Martel et al. 2013; Martel et al. 2014).  

Las dos especies de Batrachochytrium son muy similares, su ciclo de vida es en 

apariencia simple, tienen zoosporas móviles y flageladas que alcanzan los hospedadores a 

través del medio acuático; una vez que comienzan su fase parasitaria dan origen a un 

esporangio que produce zoosporas, liberadas por un tubo de descarga (Berger et al. 2005; 

Martel et al. 2013). Las zoosporas carecen de pared celular resistente y son sensibles a la 

desecación, calor y agentes químicos a concentraciones usuales de desinfección (Longcore et 

al. 1999; Johnson et al. 2003). No se han descripto esporangios resistentes en el ambiente 

como ocurre con otros hongos (Di Rosa et al. 2007; Morgan et al. 2007).  

Estos quitridiomicetos parásitos crecen en tejidos queratinizados por lo que su detección 

puede realizarse con facilidad en muestras de piel de anfibios adultos y en el epitelio 

adyacente a estructuras orales queratinizadas de las larvas (Berger et al. 1999a; Hyatt et al. 

2007; Martel et al. 2013). Las larvas de anfibios anuros infectadas presentan pérdida variable 

de queratina no letal que es característica de la presencia de Bd aunque no exclusiva de la 

quitridiomicosis (Knapp & Morgan 2006; Symonds et al. 2007), figura II‒1. La infección 

puede ser transmitida al metamorfo, etapa del desarrollo en la cual ya se registra mortalidad 

(Rachowicz & Vredenburg 2004). Los ejemplares post-metamórficos pueden contraer la 

infección al estar en contacto con un medio acuático conteniendo zoosporas, o bien en forma 

indirecta a través de superficies contaminadas por individuos infectados (Kolby et al. 2015). 

En anfibios adultos afectados clínicamente se observa excesiva ecdisis, eritema y 

decoloración de piel en abdomen y muslos, con hiperqueratosis, hiperplasia e hipertrofia 

(Rachowicz & Vredenburg 2004).  

En adultos puede ocurrir invasión de las capas profundas de la epidermis mediante el 

desarrollo de un tubo germinal que penetra en las células epiteliales (Van Rooij et al. 2012). 

La afección severa de la piel en ejemplares post-metamórficos puede conducir a la muerte a 

consecuencia de una alteración de la función de osmorregulación de la piel, que cursa con 

hiponatremia e hipocaliemia, acompañadas de una capacidad de rehidratación disminuida 

(Voyles et al. 2007; Voyles et al. 2009; Carver et al. 2010; Voyles et al. 2012). 
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FIGURA II.1.  Infección por Batrachochytrium dendrobatidis en larvas de anuros de Uruguay. 
Izquierda: disco oral normal de Pleurodema bibroni. Barra = 0,5 mm. Derecha, arriba: corte 
histológico sagital de un disco oral de una larva de Physalaemus henselii. El suprarrostrodonte 
presenta escasa queratina (color oscuro), el infrarrostrodonte ha desaparecido y hay numerosos 
esporangios (flechas), tinción H&E. Barra = 50 µm. Derecha abajo: corte histológico transversal de un 
disco oral de Hypsiboas pulchellus. El tejido entre los dentículos córneos presenta numerosos 
esporangios maduros (flechas), tinción H&E. Barra = 20 µm. 

 

 

La piel de los anfibios postmetamórficos es entonces el único órgano requerido para el 

diagnóstico de infección por Bd, que tiene predilección por zonas ventrales del tronco y 

miembros (Berger et al. 1999a). A la histopatología son diagnósticas la presencia de 

esporangios esféricos en el estrato córneo de la epidermis (y epitelio del disco oral de las 

larvas) que miden entre 6 y 15 µm, con un contenido homogéneo basofílico que da origen a 

4‒10 esporas de 1‒2 µm en estadios más maduros, y pueden observarse tubos de descarga 

(2‒4 µm) y septos internos en esporangios vacíos (Berger et al. 1999a). 

La infección puede presentar una marcada estacionalidad en zonas templadas, siendo 

menor su incidencia en épocas cálidas (Berger et al. 2004; Kriger & Hero 2006). 

Temperaturas medias (17‒23 ºC) parecen aumentar la virulencia de Bd y disminuir la 

respuesta inmune de algunos hospedadores (Ribas et al. 2009). Temperaturas más altas 
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favorecerían la inmunidad, así como también la curación y eliminación del patógeno 

(Woodhams et al. 2003; Chatfield & Richards-Zawacki 2011; Forrest & Schlaepfer 2011). Bd 

es capaz de persistir en el ambiente en sedimentos húmedos y eventualmente podría ser 

transportado en plumas de aves (Johnson & Speare 2005) y hospedadores no anfibios como 

crustáceos y reptiles (Kilburn et al. 2011; McMahon et al. 2013). Recientemente se ha 

comprobado también que puede ser dispersado por la lluvia y el viento (Kolby et al. 2015a). 

 

Quitridiomicosis y declinaciones poblacionales  
 

Desde poco después de su descubrimiento, la quitridiomicosis debida a Bd ha sido 

considerada como una enfermedad emergente debido a los numerosos reportes sobre la 

aparente expansión de su rango de distribución y/o incremento de su impacto sobre 

poblaciones silvestres de anfibios (ej. Daszak et al. 1999; Bradley et al. 2002; Daszak et al. 

2003; Muths et al. 2003; Rachowicz et al. 2006; Schloegel et al. 2006; Ryan et al. 2008; 

Fisher et al. 2009; Kriger & Hero 2009; Lötters et al. 2009; Todd-Thompson et al. 2009; 

Vredenburg et al. 2010; Mendelson III et al. 2014). Esta enfermedad se ha encontrado 

asociada a episodios de morbilidad y mortalidad masiva que han derivado en declinaciones 

poblacionales y extinción de numerosas especies a escala global, por ejemplo en América 

Central y norte de Sudamérica, principalmente en hábitats montañosos (Berger et al. 1998; 

Lips et al. 2003; Lips et al. 2004; La Marca et al. 2005; Whitfield et al. 2005; Lips et al. 

2006; Pounds et al. 2006; Skerratt et al. 2007).  

El origen de las epidemias de quitridiomicosis ha sido motivo de debate. Se han 

propuesto dos hipótesis sobre el origen de las declinaciones asociadas a esta enfermedad. Una 

es la “hipótesis de epidemia”, según la cual Bd sería endémico de las regiones donde han 

ocurrido declinaciones debidas a quitridiomicosis, y la “hipótesis del patógeno nuevo” sugiere 

que Bd habría ingresado recientemente en estos lugares (Rachowicz et al. 2005). En el primer 

caso factores naturales o antropogénicos habrían desencadenado las epidemias en nuevos 

hospedadores susceptibles (Carey 1993). El cambio climático global se ha sugerido como un 

factor importante para el desarrollo de las mismas (Pounds et al. 2006; Alford et al. 2007, 

Pounds et al. 2007), sin embargo esto ha sido cuestionado por otros autores  (Lips et al. 2008; 

Kriger 2009). Por otra parte, la escasa variabilidad genética de Bd conocida hasta no hace 

mucho tiempo se consideró como una fuerte evidencia a favor de la hipótesis del patógeno 

nuevo (Morgan et al. 2007; James et al. 2009). La principal vía de diseminación de Bd 
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entonces propuesta fue el tráfico internacional de anfibios vivos, siendo los vectores 

potenciales más importantes las ranas africanas del género Xenopus muy utilizadas en 

investigación y aplicaciones biomédicas (Weldon et al. 2004; Fisher & Garner 2007), y la 

Rana toro norteamericana Lithobates catesbeianus criada para consumo humano (Daszak et 

al. 2004; Hanselmann et al. 2004; Rachowicz et al. 2005; Garner et al. 2006; Fisher & Garner 

2007; Schloegel et al. 2009).  

Estudios más recientes en base a variabilidad de marcadores moleculares en Bd 

sugirieron que el origen de este patógeno podría ser Japón (Goka et al. 2009). Sin embargo, 

un reciente estudio de Rodriguez et al. (2014) en anfibios de la Región Neotropical se 

encontró en el bioma Mata Atlántica la mayor la variación genética de Bd conocida hasta el 

momento. Este trabajo planteó un nuevo escenario sobre la historia evolutiva de Bd, 

desafiando las hipótesis sobre sus orígenes asiático y africano. Los autores encontraron 

prevalencias estables (~ 20 %) por más de 100 años en diferentes familias de anfibios de la 

Mata Atlántica, para cepas pertenecientes al linaje patogénico global y cepas nativas de 

Sudamérica. Si bien las especies exóticas de anfibios pueden haber contribuido al ingreso de 

cepas de Bd a la región, este hongo ha estado presente en anfibios neotropicales mucho antes 

de su introducción. La importancia de la quitridiomicosis en declinaciones poblacionales de 

anfibios de Brasil ya había sido cuestionada por de Brito-Gitirana et al. (2009), dado los 

numerosos registros de infección por Bd en una amplia región geográfica sin la observación 

de eventos de mortalidad como los ocurridos en otros continentes (ver Carnaval et al. 2006; 

Toledo et al. 2006; Toledo et al. 2006a). El origen Neotropical de Bd debe investigarse más a 

fondo ya que Talley et al. (2015) publican también el hallazgo de viejos casos de infección en 

anfibios de Norteamérica, el más lejano correspondiente a 1888, y recientemente Fong et al. 

(2015) reportan casos de infección en Corea del Norte en 1911. Otras posibles formas 

naturales de transmisión del patógeno, diferentes al mercado internacional de anfibios, 

también deben tenerse en cuenta (Lips 2014). La posiblemente larga coexistencia en 

Sudamérica de distintos linajes de Bd con una gran diversidad de hospedadores (Rodriguez et 

al. 2014), provee de un enorme campo para el estudio de los factores involucrados en la 

tolerancia al patógeno (Lips 2014). 

En esta sección se aborda el estudio de algunos aspectos básicos de la infección por Bd en 

anfibios de Uruguay. El Capítulo 3 presenta un muestreo primario sobre este patógeno en 

especies nativas, con el hallazgo de nuevas localidades y hospedadores, y variación estacional 

de su prevalencia. En el Capítulo 4 se estudia la infección en especies introducidas, y en el 

Capítulo 5 se realiza una caracterización molecular de las cepas de Bd existentes en Uruguay. 
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Capítulo 3 
 

 

 

 

Quitridiomicosis en anfibios nativos 
 

 

 

 

Resumen 
 

Se presenta en esta sección un muestreo sobre la ocurrencia de infección por 

Batrachochytrium dendrobatidis (Bd) en especies de anfibios nativas de Uruguay. Este 

patógeno se detectó en numerosas localidades del centro-sur y este del país, en distintos tipos 

de ambientes, en los anuros Dendropsophus sanborni, Hypsiboas pulchellus, Julianus 

uruguayus, Leptodactylus latrans, Limnomedusa macroglossa, Melanophryniscus sanmartini, 

Odontophrynus americanus, Physalaemus henselii, Pleurodema bibroni, Pseudis minutus, 

Rhinella arenarum y Scinax squalirostris. En las especies mejor representadas la frecuencia 

de infección fue alta, entre 10 y 88 %. Ésta presentó una marcada estacionalidad en H. 

pulchellus, con valores más altos en invierno y primavera temprana, siendo más baja en otoño 

y primavera avanzada, no detectándose en verano. Los resultados sugieren que Bd se 

encuentra en equilibrio con los hospedadores, y su presencia no se asoció a episodios 

espontáneos de morbilidad o mortalidad masiva en poblaciones silvestres. Sin embargo, tres 

ejemplares de L. macroglossa positivos a Bd evidenciaron síntomas de quitridiomicosis 

clínica en el laboratorio, muriendo poco después. 
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Introducción 
 

En la región centro-este de Sudamérica, la quitridiomicosis debida a Batrachochytrium 

dendrobatidis (Bd) se ha considerado como una de las causas de extinción poblacional en 

anfibios andinos del género Telmatobius (Barrionuevo & Mangione 2006). En otras regiones 

templadas del continente, la relación de esta enfermedad con declinaciones de anfibios no es 

evidente. En Uruguay, numerosas especies nativas se consideran en delicado estado de 

conservación, y al igual que en muchas otras regiones, la destrucción de hábitat es una de las 

principales amenazas (Maneyro & Langone 2001; Langone et al. 2004; Stuart et al. 2008; 

Kolenc et al. 2009). Sin embargo, el conocimiento sobre aspectos básicos de la biología de la 

mayoría de las especies nativas es aún incipiente, y el único estudio de caso sobre declinación 

poblacional es el realizado sobre Pleurodema bibroni. Este anuro ha sufrido una significativa 

retracción de su rango de distribución en Uruguay, al parecer de naturaleza multifactorial 

(Kolenc et al. 2009). Otras especies de anfibios nativos presentan un patrón de declinación 

similar en el sur del país, como es el caso de Ceratophrys ornata, Melanophryniscus 

montevidensis y Physalaemus henselii, entre otros (Kolenc et al. 2009; ver Apéndice 3). 

La relación de estos episodios de declinación poblacional en anuros nativos de Uruguay 

con la quitridiomicosis no es clara (Borteiro et al. 2009; Kolenc et al. 2009). Esta micosis fue 

detectada por primera vez en el país en criaderos de Rana toro norteamericana (Mazzoni et al. 

2003; Garner et al. 2006). Poco después la infección por Bd fue identificada en ejemplares de 

especies nativas en estado silvestre provenientes del norte y varias localidades costeras 

(Borteiro et al. 2009; Bardier et al. 2011).  

En este Capítulo se investiga la presencia actual e histórica de infección por Bd en 

especies nativas de Uruguay, con énfasis en las especies en declinación Physalaemus henselii 

y Pleurodema bibroni. Se reportan nuevos hospedadores de Bd y datos sobre prevalencia, 

estacionalidad y distribución geográfica.  
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Objetivos 
 

Objetivo general 

 

Estudiar aspectos epidemiológicos básicos sobre la infección por Bd en anfibios nativos. 

 

Objetivos específicos 

 

1) Investigar la presencia de Bd en anfibios nativos, principalmente en hábitats costeros y 

serranías, con énfasis en especies en declinación. 

 

2) Obtener estimaciones primarias de la prevalencia de Bd en anfibios nativos. 

 

3) Estudiar el comportamiento estacional de la infección. 

 

4) Analizar retrospectivamente la infección por Bd en especies que han sufrido 

declinaciones poblacionales. 

 

 

 

Materiales y métodos 
 

Sitios de estudio, especies y muestreo 

 

Los estudios se realizaron principalmente sobre ejemplares de anuros postmetamórficos 

pertenecientes a 14 especies (n = 129), colectados en numerosas localidades principalmente 

del sur y este de Uruguay. Se estudiaron también dos lotes de larvas de Hypsiboas pulchellus 

(n = 8). En muestras con n ≥ 10 se calculó el IC de la prevalencia de infección por Bd a un 

nivel del 95 % utilizando el método de Wilson (Wilson 1927; Newcombe 1998). Para estudiar 

la variación estacional de la infección se estudió la especie Hypsiboas pulchellus, que puede 

encontrarse durante todo el año. A estos efectos se pudieron realizar seis muestreos en los 

alrededores de La Paloma y Laguna de Rocha, Dpto. de Rocha, entre setiembre de 2012 y 
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abril de 2014, período en el cual no se registraron fenómenos climáticos excepcionales. Se 

capturaron 137 ejemplares adultos, principalmente machos que se encontraban vocalizando en 

cuerpos de agua utilizados para la reproducción. Las prevalencias se compararon mediante el 

test exacto de Fisher para pequeñas muestras; en algunas muestras de las más numerosas la 

frecuencia de infección fue baja (< 5) como para utilizar la prueba de Chi cuadrado (Siegel 

1956). Se consideró un nivel de significación de 0,05 para rechazar la hipótesis nula de que la 

prevalencia en las distintas estaciones no difiere. Para los análisis se utilizó el programa 

STATISTICA 6.0®. 

Los acrónimos de los ejemplares utilizados corresponden a los indicados en el Capítulo 2, 

y los ejemplares estudiados y sus respectivas localidades se listan en el Apéndice 2.  

 

Diagnóstico molecular 

 

Toma de muestras. La mayoría de las muestras utilizadas fueron hisopados de piel realizados 

con hisopos comerciales de mango de polietileno y cabeza de polivinilo Puritan® (n = 288). 

Los hisopos se frotaron en cada ejemplar 5 veces sobre la superficie ventral del cuerpo, manos 

y miembros, y en las larvas 5 veces sobre el disco oral. En algunos casos se utilizaron 

pequeños trozos de disco oral de aproximadamente 1 mm3, obtenidos mediante disección bajo 

lupa binocular, inmediatamente después de practicada la eutanasia. Las muestras se rotularon 

con un número de campo precedido del acrónimo BKT. La conservación de las muestras y 

extracciones de ADN se detallan en el Capítulo 2. La concentración de los extractos de ADN 

fue medida en un espectrofotómetro NanoDrop ND-1000®, teniendo en cuenta la relación de 

absorbancias 280/260 nm para evaluar la calidad de los mismos. 

 

PCR. El protocolo se realizó de acuerdo a lo descripto por Annis et al. (2004) en las 

siguientes condiciones: desnaturalización inicial a 93 ºC 10 min, 30 ciclos de 93 ºC 45 s, 61 

ºC 45 s y 72 ºC 1 min, con una extensión final de 72 ºC 10 min. Se utilizaron los cebadores 

sugeridos por dichos autores, Bd1a (5’-CAGTGTGCCATATGTCACG-3’) y Bd2a (5’-

CATGGTTCATATCTGTCCAG-3’), que permiten amplificar un fragmento del gen 18S 

RNA de aproximadamente 300 pares de bases (pb), específico de Bd. Se trabajó con 10 µl de 

muestra conteniendo aproximadamente 10 ng de ADN (Annis et al. 2004), en un volumen de 

reacción de 25 µl. Algunas muestras de tejidos que presentaron concentraciones de ADN 
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relativamente altas fueron diluidas con agua purificada en sistemas Milli-Q®. Los productos 

de amplificación por PCR fueron analizados en geles de poliacrilamida 12 %.  

 

Control negativo. Se utilizaron dos controles negativos, uno de ellos consistió en ADN del 

anuro Melanophryniscus montevidensis (MNHN 9522) extraído de tejido hepático, dado que 

los hisopados incorporan a la reacción de PCR ADN de anfibio. Este control se utilizó en 

varias reacciones de PCR previas al procesamiento de muestras de campo, siendo los 

resultados consistentemente negativos. El otro control negativo fue un control absoluto en el 

que la muestra de ADN se sustituyó por agua purificada en sistemas Milli-Q®, tratada 

adicionalmente con radiación UV, incluido en todas las rutinas de diagnóstico. 

 

Control positivo. El control positivo fue ADN de una muestra de la cepa de Bd JEL423, 

obtenida a partir de un cultivo puro y fijada en alcohol 95 % v/v (gentileza de Joyce E. 

Longcore, School of Biology & Ecology, University of Maine, Orono, Maine). El mismo fue 

incluido en todas las rutinas de PCR. 

 

Control mediante secuenciación. Algunos productos de amplificación que produjeron el 

fragmento esperado de aproximadamente 300 pb (Annis et al. 2004), fueron purificados según 

se indica en el Capítulo 2, y secuenciados en secuenciadores del Institut Pasteur de 

Montevideo. La identidad de las secuencias obtenidas se investigó en la base de datos de 

GenBank mediante búsquedas con algoritmos BLAST.  

 

Sensibilidad. La sensibilidad del PCR se estudió con diluciones seriadas del control positivo 

(cepa JEL423). Partiendo de una solución de 1 ng/µl de ADN se realizaron tres diluciones, 

1/100, 1/1000 y 1/10000, logrando concentraciones de 10, 0,1 y 0,001 pg/µl de 

respectivamente. Cantidades variables de estas diluciones se analizaron por triplicado en 

reacciones de PCR, incorporando entre 0,001 y 100 pg de ADN molde en un volumen total de 

muestra de 10 µl. El límite inferior de detección alcanzado fueron 10 pg de ADN, lo cual está 

de acuerdo a lo descripto para la técnica utilizada (Annis et al. 2004), ver tabla 3.1. 
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TABLA  3.1. Sensibilidad de la técnica de PCR utilizando muestras con cantidades 
variables de ADN molde de Bd (cepa JEL423). 

Dilución de la 
solución 1 ng/µl 

Volumen 
utilizado  

(µl) 

H2O 
adicional 

(c.s.p. 10 µl) 

Cantidad de 
ADN  
(pg) 

Resultado 

1/10000 

1 9 0,001 - - - 
2 8 0,002 - - - 
5 5 0,005 - - - 
10 0 0,01 - - - 

1/1000 

1 9 0,1 - - - 
2 8 0,2 - - - 
5 5 0,5 - - - 
10 0 1 - - - 

1/100 

1 9 10 - + + 
2 8 20 + + + 
5 5 50 + + + 
10 0 100 - + + 

 

 

Diagnóstico histológico 

 

Se utilizaron muestras de piel de anfibios adultos y de disco oral de larvas, que fueron 

procesadas para análisis histológicos de rutina. En adultos se utilizaron muestras de piel 

ventral (parche pélvico), donde hay mayores probabilidades de detectar la infección por Bd 

(Berger et al. 2005). En ejemplares de colecciones utilizados para el estudio retrospectivo que 

ya presentaban disecciones, las muestras se tomaron en la piel contigua a éstas y cerca del 

parche pélvico, para no causar más daño. Las preparaciones fueron analizadas y fotografiadas 

a 1000X en el microscopio óptico. La eficiencia del diagnóstico histológico se evaluó en 

muestras de parche pélvico de Physalaemus henselii y Pleurodema bibroni, ya que la mayoría 

de los ejemplares del estudio retrospectivo correspondieron a estas especies; se utilizaron 10 

ejemplares de ambas positivos al PCR, preparándose 2 o 3 láminas por ejemplar conteniendo 

en promedio 17 cortes de piel de 0,8 a 4,6 mm (�̅ = 2,6; DS 0,8). Para evitar casos dudosos se 

consideró como diagnóstica la presencia de esporangios esporulados. Para cuantificar la 

presencia de esporangios de Bd, las preparaciones histológicas se fotografiaron bajo lupa 

binocular y la longitud de los cortes de piel fue medida sobre imágenes utilizando el programa 

Image J 1.45®. Los detalles de los procedimientos se indican en el Capítulo 2.  
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Resultados 

 

Distribución geográfica, hospedadores, hábitat y prevalencia 
 

En la mayoría de las localidades se realizaron diagnósticos positivos, en ejemplares de 

Dendropsophus sanborni, Hypsiboas pulchellus, Julianus uruguayus, Pseudis minutus, Scinax 

squalirostris (Hylidae), Leptodactylus latrans (Leptodactylidae), Limnomedusa macroglossa 

(Alsodidae), Melanophryniscus sanmartini, Rhinella arenarum (Bufonidae), Physalaemus 

henselii y Pleurodema bibroni (Leptodactylidae), figura 3.1.  

 

FIGURA 3.1. Distribución geográfica de los diagnósticos de infección por Batrachochytrium 

dendrobatidis realizados en anfibios nativos. Localidades: 1, Pueblo Madera; 2, Aceguá; 3, Río 
Tacuarí; 4, Quebrada de los Cuervos; 5, Valentines; 6, Ruta 7 km 139; 7, Libertad; 8, Delta del Tigre; 
9, Jaureguiberry; 10, Salto del Penitente; 11, Sierra de las Ánimas, 12, La Paloma/Laguna de Rocha; 
13, Oceanía del Polonio; 14, Barra de Valizas. 
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Las reacciones de PCR positivas amplificaron fragmentos de unas 300 y 330 pb, de 

acuerdo a lo descripto para la técnica (Annis et al. 2004), figura 3.2. La frecuencia de 

infección en hisopados de piel de adultos analizados mediante PCR fue alta, 38,6 % 

(102/264). Las especies mejor representadas en el muestreo fueron Hypsiboas pulchellus (n = 

147), Physalaemus henselii (n = 30), Pleurodema bibroni (n = 47) y Julianus uruguayus (n = 

25). En H. pulchellus se detectó la infección en la mayoría de las poblaciones, tanto de 

ambientes serranos como costeros. La frecuencia de infección en la muestra total de esta 

especie fue 38,8 % (57/147).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURA 3.2. Diagnósticos de infección por Batrachochytrium dendrobatidis en 
anfibios nativos. Se muestra una corrida electroforética de productos de PCR en gel 
de poliacrilamida. Carriles, 1‒3, Limnomedusa macroglossa BKT 2727 juvenil, 2765 
♀ y 3480 ♂, negativos (-); 4, 5, Odontophrynus americanus BKT 2745 ♂ (-), BKT 
2746 ♂, positivo (+); 6, Odontophrynus maisuma BKT 425 metamorfo (-); 7, 8, 
Rhinella arenarum BKT 656_1 metamorfos (+), 656_2 (+); 9, control positivo (cepa 
JEL423); 10, Lithobates catesbeianus de criadero BKT 3086, larva (+); 11‒14, 
Hypsiboas pulchellus BKT 3087_1‒4, larvas (3087_2 y 3 +); 15, marcador de 
tamaños (pares de bases). La flecha señala la amplificación de dos fragmentos, de 
aproximadamente 300 y 330 pb (ver texto). 
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Los diagnósticos positivos realizados en Physalaemus henselii correspondieron a 

poblaciones remanentes en serranías del centro-este y la costa atlántica, la frecuencia de 

infección en la muestra total de esta especie fue 33,3 % (10/30). El diagnóstico histológico en 

un ejemplar positivo al PCR se muestra en la figura 3.3. No se evaluaron diferencias en la 

prevalencia por sexos dado el bajo número de hembras estudiado. 

 

 

FIGURA 3.3. Infección por Batrachochytrium dendrobatidis en Physalaemus henselii, cercanías de 
Cerro Colorado, Dpto. de Florida, Uruguay (5/IX/2009). Se observan esporangios maduros repletos de 
esporas y con tubos de descarga (flechas grises), esporangios inmaduros de menor tamaño (flechas 
blancas), y esporangios vacíos con septos característicos (flechas negras). Barra = 20 µm.  

 

 

Para Pleurodema bibroni se obtuvieron muestras positivas de las poblaciones 

muestreadas en Valentines, Jaureguiberry y Oceanía del Polonio, siendo la frecuencia de 

infección de 53,2 % (25/47). Las dos poblaciones de Julianus uruguayus en serranías de la 

Quebrada de los Cuervos y La Paloma sobre la costa atlántica fueron positivas. En esta última 

localidad, también fueron positivos hisopados de Dendropsophus sanborni, Leptodactylus 
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latrans y Pseudis minutus. En serranías, la infección por Bd se detectó también en larvas de P. 

minutus y Scinax squalirostris (Aceguá), y en adultos de Odontophrynus americanus, 

Melanophryniscus sanmartini y Limnomedusa macroglossa. En la tabla 3.2 se resumen todos 

los resultados obtenidos. 

Los tres ejemplares de Limnomedusa macroglossa positivos fueron afectados por la 

quitridiomicosis. Estando en apariencia sanos, con buen estado corporal y comportamiento 

normal, murieron súbitamente pocos días después de estar en el laboratorio. Presentaron 

eritema de piel en zonas ventrales, principalmente en miembros posteriores. Los cortes 

histológicos de piel ventral evidenciaron infección intensa por Bd, ver figura 3.4. 

 

 

 

 
 

 
 
 
FIGURA 3.4. Quitridiomicosis en 
un ejemplar adulto de Limnomedusa 
macroglossa de Sierra de las 
Ánimas, Dpto. de Maldonado, 
Uruguay (11/IX/2005). A, vista 
ventral de ejemplar adulto muerto en 
cautiverio, nótese el eritema, 
principalmente en miembros 
posteriores. Foto: Francisco Kolenc. 
B, corte histológico de parche 
pélvico. Se observa esfacelación de 
la epidermis superficial y numerosos 
esporangios de Batrachochytrium 
dendrobatidis (flechas), tinción 
H&E. Barra = 50 µm. 
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TABLA  3.2. Infección por Batrachochytrium dendrobatidis en anfibios nativos. Los diagnósticos corresponden a PCR de hisopados, salvo indicación. Para muestras 
con n ≥ 10 se indica IC 95 %. 

Especie Localidad Fecha Ambiente 
Espécimen/número de la  

muestra (diagnóstico) 
Positivos/n 

% (IC) 

Dendropsophus sanborni La Paloma, Dpto. de Rocha 9/XI/2013 Charco temporal BKT 3691 ♂ 1/1 

Hypsiboas pulchellus* 

Valentines, Dpto.de Treinta y Tres 5/VII/2009 Charco temporal 
MNHN 9477 ♂ 

(histología) 
1/1 

Delta del Tigre, Dpto.de San José 8/X/2010 Charco temporal 
BKT 3084, larvas 
(PCR disco oral) 

1/4 

Libertad, Dpto. de San José 27/X/2010 
Laguna artificial 

permanente 
BKT 3087, larvas 
(PCR disco oral) 

2/4 

Sierra del Tigre, Dpto. de Treinta y Tres 10/VI/2011 Charco temporal BKT 3267 ♂ 0/1 

La Paloma, Dpto. de Rocha 11/VIII/2011 Laguna permanente 
MNHN 9478 ♂ 

(histología) 
1/1 

Aceguá, Dpto. de Cerro Largo 9/XI/2011 Tajamar permanente BKT 3371 ♀ 0/1 

Jaureguiberry, Dpto. de Canelones 16/VI/2012 Laguna semipermanente BKT 3449, 3450 ♂♂ 1/2 

Río Tacuarí, Dpto. de Cerro Largo 23/VIII/2012 Charco temporal 
MNHN 9479/BKT 3481, 3483 ♂♂ 

(histología/PCR)  
2/3 

Quebrada de los Cuervos, Dpto. de Treinta y Tres 9/X/2012 Charco temporal BKT 3513‒3515 ♂♂ 3/3 

Julianus uruguayus 
Quebrada de los Cuervos, Dpto. de Treinta y 

Tres 
      6/IX/2009   Charco temporal BKT 2772‒2776, 2778‒2795 ♂♂ 

4/23 
17 (7‒40) 

La Paloma, Dpto. de Rocha       9/XI/2013 Charco temporal BKT 3689 ♀, 3690 ♂ 2/2 
Leptodactylus latrans Laguna de Rocha, Dpto. de Rocha 17/IV/2013 Tajamar permanente BKT 3576 ♂ 1/1 

Limnomedusa macroglossa 

Sierra de las Ánimas, Dpto. de Maldonado 11/IX/2005 

Bajo piedras 

BKT 260‒262, sexo indeterminado 
(histología) 

3/3 

Cuchilla de Mangrullo, Dpto. de Cerro Largo 6/VII/2009 BKT 2727 juvenil 0/1 

Lago Andresito, Dpto. de Soriano 13/VIII/2009 BKT 2765 hembra (PCR piel) 0/1 

Río Tacuarí, Dpto. de Cerro Largo 23/VIII/2012 Pajonal BKT 3480 macho 0/1 

Melanophryniscus sanmartini Salto del Penitente, Dpto. de Lavalleja 29/VI/2009 Charco temporal BKT 2709‒2713 ♂♂ 3/5 

Odontophrynus americanus Curticeras, Dpto. de Rivera 7/VII/2009 Charco temporal BKT 2745, 2746 ♂♂ 1/2 

*  Se excluyen ejemplares utilizados para estudiar variación estacional de la infección en La Paloma/Laguna de Rocha. 
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TABLA  3.2. Continuación. 

Odontophrynus maisuma Cabo Polonio, Dpto. de Rocha 14/XI/2004 Charco temporal BKT 425 metamorfo (PCR piel) 0/1 

Physalaemus henselii 

Ruta 10, km 253, Dpto. de Rocha 21/VI/2009 Charco temporal BKT 2680 ♂ 0/1 

Ruta 10, km 255, Oceanía del Polonio, Dpto. 
de Rocha 

20‒21/VI/2009 Charco temporal 
BKT 2654‒2656 ♂♂, 2657 ♀, 2658 ♂, 

2670 ♂, 2674 ♂, 2675 ♀, 2681 ♀, 
2682‒2684 ♂♂, 2686 ♂, 2687 ♀ 

8/15 
53 (30‒75) 

Ruta 5, km 463, Dpto. de Rivera 7/VII/2009 Charco temporal BKT 2718‒2719 ♂♂ 0/2 

Sierra del Tigre, Dpto. de Treinta y Tres 5/IX/2009 Charco temporal BKT 2797 ♂ 0/1 

Ruta 7, km 138, Dpto. de Florida 15/VI/2012 Charco temporal BKT 3439 ♂ 0/1 

Ruta 7, km 139 (3 km S de Cerro Colorado), 
Dpto. de Florida 

5/VII/2009 Charco temporal BKT 2721 ♂ 1/1 

10/VI/2011 Charco temporal BKT 3268 ♂ 1/1 

15/VI/2012 Charco temporal BKT 3438, 3440 ♂♂ 0/2 

Ruta 7, km 154 (12 km N Cerro Colorado), 
Dpto. de Florida 

5/VII/2009 Charco temporal BKT 2720 ♂ 0/1 
10/VI/2011 Charco temporal BKT 3270 ♀ 0/1 
15/VI/2012 Charco temporal BKT 3435‒3437 ♂♂ 0/3 

Sierra del Tigre, Dpto. de Treinta y Tres 10/VI/2011 Charco temporal BKT 3269 ♂ 0/1 

Pleurodema bibroni 

Valentines, Dpto. de Treinta y Tres 
5/VII/2009 Charco temporal BKT 2729‒2730 ♂♂ 2/2 
15/VI/2012 Charco temporal BKT 3434 ♂ 1/1 

Ruta 10, km 255, Oceanía del Polonio, Dpto. 
de Rocha 

20‒21/VI/2009 Charco temporal 
BKT 2666 ♂, 2671‒2672 ♂♂, 2676‒2679 
♂♂, 2699 ♂, 2700 ♀, 2701 ♂, 2702 ♂, 

2703 ♀, 2704 ♂, 2705 ♂, 2706‒2708 ♀♀ 

15/17 
88 (66‒97) 

Jaureguiberry, Dpto. de Canelones 
20/VI/2011 

Charco 
semipermanente 

BKT 3278 ♂, 3280 ♂, 3281 ♂, 3283 ♂, 
3286‒3290 ♂♂, 3530 ♂ 

1/10 
10 (2‒40) 

16/VI/2012 
Charco 

semipermanente 
BKT 3446 ♀, 3447 ♂, 3465 ♂♂ (n = 15) 

6/17 
35 (17‒59) 

Pseudis minutus La Paloma, Dpto. de Rocha 11/IV/2014 Charco temporal BKT 3802‒3804 ♂♂ 2/3 
Pseudopaludicola falcipes La Paloma, Dpto. de Rocha 9/XI/2013 Charco temporal BKT 3692 ♀, 3693 ♂ 0/2 

Rhinella arenarum 
Villa del Cerro, Dpto. de Montevideo 7/X/2013 Vivienda humana BKT 3655 ♀ 0/1 

Barra de Valizas, Dpto. de Rocha 8/I/2006 Peridomiciliario 
BKT 656 metamorfos 

(PCR piel) 
2/2 

Scinax granulatus Río Tacuarí, Dpto. de Cerro Largo 23/VIII/2012 Charco temporal BKT 3490 ♂ 0/1 
Scinax squalirostris La Paloma, Dpto. de Rocha 2/VIII/2013 Charco temporal BKT 3610 ♂ 1/1 
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Comparación PCR - histología 

 

La eficiencia de la técnica histológica como método de diagnóstico fue alta ya que resultaron 

positivos el 75 % de los ejemplares analizados (15/20). En promedio se requirió de 2 cortes 

histológicos para detectar la infección en un ejemplar dado, y el 45 % de todos los cortes 

fueron positivos (156/346). Los resultados se resumen en la tabla 3.3. Teniendo en cuenta la 

prevalencia observada (P = 0,45), el número de muestra mínimo estimado para detectar Bd a 

un nivel de confianza del 90 y 95 %, es de 4 y 6 cortes histológicos respectivamente.  

 

TABL A 3.3. Diagnóstico histológico de infección por Batrachochytrium dendrobatidis en ejemplares de 
Physalaemus henselii (Ph) y Pleurodema bibroni (Plb) positivos al PCR. EE, esporangios esporulados. 

Especie Muestra 
Láminas 
(mm piel) 

Diagnóstico 
cortes + / 
total (%) 

Primer 
corte + 1 

mm piel  

corte + 2 

EE 
total   

EE/ 

corte 3 

EE/ 

mm 4 

Ph BKT 2654 2 (51,3) + 9/22 (40,9) 1 2,4 16 0,7 0,3 

 BKT 2656 2 (16,1) - 0/7 (0) ----- ----- ----- ----- ----- 

 BKT 2670 3 (29,8) + 11/11 (100) 1 2,9 79 7,2 2,7 

 BKT 2674 2 (33,9) + 11/22 (50,0) 1 1,4 3 0,1 0,1 

 BKT 2683 2 (45,6) - 0/25 (0) ----- ----- ----- ----- ----- 

 BKT 2684 2 (52,5) + 13/23 (56,5) 1 1,9 26 1,2 0,5 

 BKT 2685 3 (73,1) + 13/24 (54,2) 3 9,0 35 1,5 0,5 

 BKT 2686 2 (57,7) - 0/24 (0) ----- ----- ----- ----- ----- 

 BKT 2721 3 (24,8) + 11/11 (100) 1 2,3 447 40,6 18,0 

 BKT 3268 2 (39,2) + 19/25 (76,0) 1 2,2 96 3,8 2,4 

 N = 10 24 (424) 7/10 (0,70) 87/193 (45,1)   �̅ = 1,3           �̅ = 3,2        -----    -----       �̅ = 2,3 

Plb BKT 2666 2 (85,8) + 19/24 (79,2) 2 8,1 79 3,3 0,9 

 BKT 2671 3 (39,2) + 1/10 (10,0) 6 22,3 4 0,4 0,1 

 BKT 2672 3 (39,1) + 10/10 (100) 2 6,9 37 3,7 0,9 

 BKT 2676 2 (56,6) + 7/21 (33,3) 1 2,8 19 0,8 0,3 

 BKT 2677 3 (40,1) - 0/12 (0) ----- ----- ----- ----- ----- 

 BKT 2679 3 (32,2) + 8/12 (66,7) 1 2,7 10 0,8 0,3 

 BKT 2699 3 (37,4) + 3/10 (33,3) 4 14,0 3 0,3 0,1 

 BKT 2700 2 (68,8) + 9/29 (31,0) 4 9,7 22 0,8 0,3 

 BKT 2703 3 (39,5) + 12/12 (100) 1 3,2 215 17,9 5,4 

 BKT 2707 3 (39,8) - 0/11 (0) ----- ----- ----- ----- ----- 

 N = 10        27 (478,5) 8/10 (0,80) 69/151 (45,7) �̅ = 2,6 �̅ = 8,7 ----- -----       �̅ = 1,0 

TOTAL         N = 20      51 
(902,5) 

15/20 (0,75) 
IC (95 %)  

= 0,51‒0,91 
156/344 (45,3) �̅ = 2 �̅ = 6,1 ----- -----      �̅ = 0,8 

1 Se refiere al número de cortes histológicos analizados al momento de detectar el primer esporangio esporulado.  
2 Indica los mm de piel analizados al momento de detectar el primer esporangio esporulado. 
3 Total de esporangios esporulados/total de cortes histológicos. 
4 Total de esporangios esporulados/total de mm de piel. 
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Estudio retrospectivo de infección por Batrachochytrium 

dendrobatidis 

 

Se estudiaron cortes histológicos de piel abdominal y parche pélvico de ejemplares en 

colecciones, principalmente de las especies Ceratophrys ornata (n = 4), Physalaemus 

fernandezae (n = 20), P. henselii (n = 23) y Pleurodema bibroni (n = 44), figura 3.5. 

Adicionalmente se procesaron muestras de ejemplares de Physalaemus gracilis (n = 2) 

pertenecientes a poblaciones sintópicas. La muestra de especímenes estudiados corresponde a 

colectas realizadas entre los años 1953 y 1972, en poblaciones uruguayas hoy extintas (salvo 

por P. gracilis, obs. pers.). Se estudiaron 174 láminas conteniendo un total de 590 cortes 

histológicos, observados a 1000X. Todos los cortes analizados fueron negativos a la infección 

por Bd. En algunos casos las preparaciones a partir de viejos ejemplares no tuvieron calidad 

diagnóstica por el estado de conservación y no fueron tenidas en cuenta para el análisis (P. 

fernandezae CENAI 122/3; P. henselii CENAI 598, 599, 605‒610; Pl. bibroni CENAI 8059, 

8060, 8062, 8063, 8064‒8066). 

 

 

 

 

FIGURA 3.5. Anfibios de la 
colección herpetológica CENAI-
MACN procedentes de la Barra del 
Río Santa Lucía, Uruguay, 
obtenidos por el herpetólogo 
argentino Avelino Barrio. A, 
Physalaemus henselii, lote CENAI 
598‒618 (1960s). B, Pleurodema 
bibroni, lote CENAI sin número 
(30/IX/1969). C, Ceratophrys 
ornata, ejemplar adulto CENAI 
4478 (23/XI/1970). D, Physalaemus 
fernandezae, lote CENAI 122 
(IX/1962). 
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  TABLA 3.4. Muestreo histológico retrospectivo de infección por Batrachochytrium dendrobatidis en 
ejemplares de colecciones. 

Especie Localidad/colector Fecha Acrónimos Láminas Cortes Resultado 

Physalaemus 

fernandezae 

(n = 20) 

Santiago Vázquez, 
Dpto. Montevideo 
(Avelino Barrio) 

IX/1962 
CENAI 122(5, 9, 12, 
15, 17, 20, 22, 26, 27, 
29‒31, 33, 35‒39, 41) 

59 246 - 

Arroyo Solís, Camino 
Pando-Punta del Este 

(A. Barrio) 
VIII/1960 

CENAI 156(1) 1 6 - 

Physalaemus 

henselii 

(n = 23) 

CENAI 156(2) 3 24 - 

Treinta y Tres  
(A. Barrio) 

(1960s?) CENAI 169 1 2 - 

Barra del Río Santa 
Lucía, límite Dptos. 
de Montevideo-San 

José (A. Barrio) 

(1960s?) 
CENAI 600‒604, 611, 

612, 614‒617 
8 58 - 

II/1969 CENAI 3261, 3262 3 18 - 

Arroyo La Tuna, 
Dpto. de Canelones 

(A. Barrio) 
VII/1968 CENAI 3069 1 4 - 

Sierra de las Ánimas, 
Dpto. de Maldonado 
(Pablo San Martín) 

III/1953 
ZVCB 191 

(P. fernandezae n = 2;  
P. henselii n = 2) 

2 9 - 

Physalaemus 

gracilis 

(n = 2) 
2 4 - 

Pleurodema 

bibroni 

(n = 44) 

La Pedrera, Dpto. de 
Rocha (A. Barrio) 

III/1968 CENAI 8054, 8055 6 12 - 

10‒14/II/1969 CENAI 4939‒4941 7 20 - 

Arroyo Tropa Vieja, 
Dpto. de Canelones 

(José Eduardo García) 
14/X/1970 

CENAI 4951, 
4954‒4961, 4963, 

4964 
33 59 - 

Playa Pascual, Dpto. 
de San José 

(J. E. García) 
(1970s?) CENAI 4176‒4178 3 6 - 

Barra del Río Santa 
Lucía, límite Dptos. 
de Montevideo-San 

José (A. Barrio) 

30/IX/1969 
CENAI s/nro. 

(n = 8) 
8 42 - 

Ibid. 

(Gilberto Dewailly) 
 
 

IV/1970 CENAI 3974 1 2 - 

16/VI/1972 

CENAI 6252‒6253, 
6255, 6258, 6259, 

6262, 6265, 
6267‒6269, 

14 34 - 

17/VII/1972 
CENAI 6339, 6382, 

6408‒6415, 
6480‒6483 

9 18 - 

VII/1972 CENAI 8061 1 2 - 

Ceratophrys 

ornata 
(n = 4) 

23/XI/1970 CENAI 4478‒4481 12 24 - 

TOTAL (n = 95) 1953‒1972 ----- 174 590 - 
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Estacionalidad de la infección en Hypsiboas pulchellus 

 

La prevalencia de la infección por Bd en el total de la muestra de Hypsiboas pulchellus de La 

Paloma/Laguna de Rocha fue elevada, de los 137 ejemplares adultos estudiados, 56 estaban 

infectados (41 %). La infección presentó una marcada variación estacional, registrándose las 

prevalencias más altas en la primavera temprana (setiembre de 2012) e invierno (agosto de 

2013). Los resultados crudos se muestran en la figura 3.6. 

 

 

FIGURA 3.6. Variación estacional en la infección por Batrachochytrium dendrobatidis en 
Hypsiboas pulchellus, La Paloma/Laguna de Rocha, Dpto. de Rocha. En las barras se 
indica el número de ejemplares estudiado. 

 

 

La frecuencia de infección fue significativamente más baja en otoño (abril de 2013 y 

2014), primavera avanzada (noviembre 2013) y verano, época esta última en la cual no se 

detectaron casos (0/31; febrero 2014). No se evaluaron diferencias por sexos ya que la 

muestra se compuso casi en su totalidad por machos. Las prevalencias correspondientes y las 

respectivas comparaciones se presentan en las tablas 3.5 y 3.6 respectivamente. 
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TABLA  3.5. Prevalencia de infección por Batrachochytrium 
dendrobatidis en Hypsiboas pulchellus en distintas épocas del año, 
y sus correspondientes IC 95 %.  

 Positivos/n Prevalencia IC 

Setiembre 2012 18/19 0,95 0,75 ‒ 0,99 

Abril 2013 12/28 0,43 0,27 ‒ 0,61 

Agosto 2013 14/18 0,78 0,55 ‒ 0,91 

Noviembre 2013 5/32 0,16 0,07 ‒ 0,32 

Febrero 2014 0/31 0 0 ‒ 0,11 

Abril 2014 2/9 0,22 0,06 ‒ 0,55 

 

 

TABLA  3.6. Comparación de las prevalencias de infección por Batrachochytrium dendrobatidis en 
Hypsiboas pulchellus. Se muestran valores de p para comparaciones utilizando el test exacto de 
Fisher. En negrita se indica p < 0,05. 

 Setiembre 2012 Abril 2013 Agosto 2013 Noviembre 2013 Febrero 2014 

Abril 2013 < 0,001 -----    

Agosto 2013 0,153 0,201 -----   

Noviembre 2013 < 0,001 0,199 < 0,001 -----  

Febrero 2014 < 0,001 < 0,001 < 0,001 0,286 ----- 

Abril 2014 < 0,001 0,241 0,009 0,485 0,046 

 

 

Discusión 
 

La detección de Bd en numerosas localidades pertenecientes a ambientes de serranías y 

costeros, amplían considerablemente la distribución conocida de este patógeno en Uruguay. 

Reportes previos de infección por Bd en anfibios nativos incluyen algunas de las localidades 

muestreadas en este estudio como Delta del Tigre y Laguna de Rocha (Borteiro et al. 2009). 

La información disponible sugiere que Bd estaría presente en todo el país, lo cual es coherente 

con los registros previos en zonas cercanas de Argentina y Brasil, en ambientes similares a los 

estudiados (Ghirardi 2011; Herrera et al. 2005; Toledo et al. 2006). La aptitud para la 

ocurrencia del patógeno en una amplia región del centro de Sudamérica incluyendo Uruguay, 

sureste de Brasil, este de Argentina y Paraguay había sido indicada previamente (Ron 2005).  

Las especies nativas en las que se ha diagnosticado previamente la infección por Bd en 

Uruguay son Hypsiboas pulchellus, Odontophrynus maisuma, Physalaemus henselii, 

Pleurodema bibroni y Scinax squalirostris (Borteiro et al. 2009; Bardier et al. 2011). Los 
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nuevos hospedadores identificados para Uruguay en este Capítulo son Dendropsophus 

sanborni, Julianus uruguayus, Limnomedusa macroglossa, Melanophryniscus sanmartini y 

Pseudis minutus. Estas especies tienen distintos requerimientos ecológicos ya que están 

asociadas a diferentes tipos de ambientes, sus patrones de actividad también difieren, y 

reproducen en variados cuerpos de agua temporales y permanentes. Cuatro especies, Pl. 

bibroni, P. henselii, H. pulchellus y J. uruguayus, presentaron poblaciones positivas a la 

infección por Bd tanto en ambientes serranos como planicies costeras. Las dos primeras tienen 

una mayor actividad en las épocas más frías del año, habitan el pastizal y utilizan charcos 

temporales para su reproducción (Barrio 1953; 1964; 1977; Kolenc et al. 2009). Por su parte, 

J. uruguayus, especie muy común en serranías, puede detectarse con facilidad durante 

episodios de reproducción explosiva en épocas cálidas desde fines del invierno y hasta fines 

del verano (Kolenc et al. 2003). Esta especie habita zonas de praderas en torno a charcas 

temporales y semipermanentes. El pequeño sapo M. sanmartini también habita ambientes 

serranos y tiene una marcada actividad invernal (C. Borteiro & F. Kolenc, obs. pers.). En el 

caso de este género la infección por Bd fue solamente indicada para Melanophryniscus 

moreirae, especie de ambientes montañosos del sureste de Brasil (Van Sluys et al. 2007). Los 

restantes diagnósticos positivos en especies nativas de Uruguay incluyeron anfibios 

ampliamente distribuidos en praderas y la costa, con marcada actividad en épocas cálidas del 

año, como Leptodactylus latrans y P. minutus. Si bien L. latrans es común y está 

ampliamente distribuida en el centro-este de Sudamérica, existen escasos registros de 

infección por Bd en esta especie, todos de Argentina (Herrera et al. 2005 y Ghirardi et al. 

2009, como Leptodactylus ocellatus; Ghirardi 2011; Agostini & Burrowes 2015). 

Las altas prevalencias observadas en ejemplares postmetamórficos (~ 39 %), es similar a 

las de anfibios de Australia en la fase enzoótica de la infección por Bd luego de varios años de 

ocurridas las declinaciones poblacionales por quitridiomicosis (18‒28 %, Retallick et al. 

2004). Las altas prevalencias en especies con actividad invernal en ausencia de declinaciones 

aparentes, como por ejemplo en las poblaciones de Physalaemus henselii (53 %) y 

Pleurodema bibroni (88 %) de Oceanía del Polonio, podrían explicarse por un efecto 

favorable de las bajas temperaturas sobre la persistencia y actividad del patógeno. Bd crece y 

se reproduce satisfactoriamente in vitro entre 4 y 25 ºC, con un rango óptimo de 17 a 25 ºC 

(Piotrowsky et al. 2004). Gründler et al. (2012) encuentran que la prevalencia en la infección 

por Bd varía según la altitud y hábitat de reproducción en numerosas especies de anfibios de 

la Mata Atlántica, siendo de hasta un 92 % sin observarse declinaciones poblacionales. En un 

reciente estudio a gran escala en dicho bioma se encontró una prevalencia general de 23,9 % 
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sobre un total de 2799 especímenes estudiados, obtenidos en colectas realizadas entre los años 

1894 y 2010 (Rodriguez et al. 2014). En zonas donde las condiciones ambientales para la 

presencia del patógeno no son tan favorables como la cuenca amazónica, las prevalencias 

observadas parecen ser bastante menores (Becker et al. 2016). 

La variación estacional de la infección por Bd en Hypsiboas pulchellus con altas 

prevalencias en épocas frías del año está de acuerdo estudios previos, en los que se han 

reportado mayores prevalenciaes durante el invierno y primavera temprana (Berger et al. 

2004; Woodhams & Alford 2005; Kriger & Hero 2007). En épocas cálidas más desfavorables 

Bd seguramente persiste con baja prevalencia.  

No se observaron episodios de moratlidad masiva de anfibios a campo asociados a la 

infección por Bd (ver Apéndice 4). Sin embargo, algunos ejemplares de Limnomedusa 

macroglossa murieron en cautiverio con síntomas de quitridiomciosis severa. Ésta usualmente 

se presenta con letargia, inapetencia, signos neurológicos variados, poca respuesta a 

estímulos, síntomas variables en piel como decoloración, palidez, hiperemia, oscurecimiento, 

muda excesiva, erosiones y úlceras, y la muerte sobreviene en pocos días (Berger et al. 1999; 

Berger 2001; Rachowicz & Vredenburg 2004). Limnomedusa macroglossa se encuentra 

asociada a ambientes pedregosos y tiene una amplia distribución en Uruguay (Gudynas & 

Gerhau 1981), donde se considera no presenta mayores problemas de conservación (Carreira 

& Maneyro 2015). Su susceptibilidad a la quitridiomicosis amerita estudios más detallados. 

La sensibilidad del diagnóstico histológico sobre material extraído de ejemplares 

positivos al PCR fue muy buena, algo superior a datos encontrados en la literatura (Boyle et 

al. 2004; Kriger et al. 2006; Hyatt et al. 2007). Las preparaciones histológicas realizadas 

sobre material fijado varias décadas atrás fueron en general de menor calidad, y no se pudo 

detectar en ellas la presencia de Bd. La aparente ausencia de infección en poblaciones hoy 

extintas de Physalaemus fernandezae, P. henselii y Pleurodema bibroni puede deberse a que 

la prevalencia de infección en la muestra es muy baja, y el número de ejemplares resultó 

entonces insuficiente. Cuando la prevalencia en la población es < 5 %, la detección de al 

menos un individuo portador requiere un n ≥ 45 y n ≥ 59 a un nivel de confianza de 90 y 95 % 

respectivamente (ej. ver DiGiacomo & Koepsell 1986). Si la desaparición de las poblaciones 

estudiadas fue debida a epidemias, éstas pueden haber sido afectadas por cepas patógenas de 

Bd luego de que se realizaran las últimas colectas sobre las mismas (hipótesis del patógeno 

nuevo). En poblaciones de hospedadores remanentes que sobrevivieron a la epidemia, la 

frecuencia de infección se encontraría en equilibrio. La discusión de este punto se retoma en 

el Capítulo 5, con la caracterización de las cepas de Bd presentes en el país. 
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Capítulo 4 
 

 

 

 

 

Quitridiomicosis en anfibios introducidos 
 

 

 

 

Resumen 
 

En este Capítulo se investiga la ocurrencia de infección por Batrachochytrium dendrobatidis 

(Bd) en anfibios introducidos a Uruguay. Los diagnósticos se realizaron mediante 

histopatología y PCR, estos últimos a partir de hisopados y muestras de piel. Se estudiaron 97 

especímenes pertenecientes a 16 especies. Tres de ellas fueron positivas a la infección, dos de 

las cuales, Ceratophrys ornata (1/1) y Xenopus laevis (1/15), son comunes en el mercado 

internacional de anfibios vivos. La tercera especie, la Rana toro norteamericana Lithobates 

catesbeianus, se ha introducido en numerosas regiones principalmente para consumo humano. 

En ésta se detectó la infección en ejemplares de criadero (adultos 20/20, larvas 1/2) y 

silvestres (adultos 8/12, larvas 4/5). La introducción de estas especies de anfibios en Uruguay 

ocurrió a partir de los años 1980s, siendo L. catesbeianus la más importante como vector de 

Bd, debido a la dispersión alcanzada y al establecimiento de poblaciones silvestres. La falta de 

controles sanitarios adecuados constituye un riesgo potencial creciente para las especies 

nativas de anfibios de Uruguay. Asimismo debería implementarse un plan de control de Rana 

toro silvestre en el norte del país.  
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Introducción 
 

El comercio internacional de anfibios es uno de los factores que han contribuido a la 

propagación de Batrachochytrium dendrobatidis (Bd) a escala global. Dos especies 

consideradas vectores relevantes de este patógenos son de la Rana toro norteamericana 

Lithobates catesbeianus, y la rana de uñas africana, Xenopus laevis (Weldon et al. 2004; 

Daszak et al. 2004). Ambas son portadores asintomáticos de la infección. La primera fue 

comercializada intensamente a partir de los años 1930s, exportándose colonias desde EEUU 

con el fin de establecer criaderos productores de carne para consumo humano (ej. Vizotto 

1984). A consecuencia de ello ha establecido poblaciones invasoras en muchas regiones 

(Ficetola et al. 2007), incluido Uruguay (Laufer et al. 2008). En Uruguay, la presencia de Bd 

fue detectada inicialmente en criaderos de L. catesbeianus (Mazzoni et al. (2003; Garner et al. 

(2006). Más tarde, la infección es detectada en ejemplares silvestres de especies nativas 

provenientes del norte del país y localidades costeras (Borteiro et al. 2009; Bardier et al. 

2011).  

Las ranas acuáticas africanas del género Xenopus fueron exportadas desde el sur de 

África al hemisferio norte desde fines del siglo XIX para ser utilizadas como animal de 

investigación y compañía, principalmente X. laevis (Gurdon & Hopwood 2000). El desarrollo 

de pruebas biológicas de embarazo en humanos (Shapiro & Zwarenstein 1934) llevó a la su 

comercialización masiva internacionalmente a partir de mediados de los años 1930s (Weldon 

et al. 2004; Fisher & Garner 2007). Actualmente, X. laevis se cría como animal de compañía 

y experimentación (Fisher & Garner 2007). Esta especie es potencialmente invasora, con 

poblaciones silvestres conocidas en Francia, Italia, Portugal, Reino Unido, California, Chile y 

Japón (Measey et al. 2012).  

El rol de especies de anfibios introducidas en la dispersión de patógenos ha sido 

investigado recientemente, principalmente en relación a la presencia de Bd (Gilbert et al. 

2013; Kolby et al. 2014). En este Capítulo se investiga la ocurrencia de infección por Bd en 

especies de anfibios introducidas, con énfasis en L. catesbeianus. Se procuró además recabar 

información sobre el origen y uso de las especies de anfibios exóticas en el país, para valorar 

su importancia como vectores de Bd. 

___________________________________________________________________________ 

Parte de los resultados presentados en esta sección fueron generados en el marco del Proyecto de Doctorado de 

Gabriel Laufer “Invasión de rana toro (Lithobates catesbeianus) en Uruguay: influencia de la quitridiomicosis”, 

PEDECIBA – BIOLOGÍA, Facultad de Ciencias, Universidad de la República. 
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Objetivos 

 

Objetivo general 

 

Investigar la ocurrencia de infección por Bd en especies de anfibios introducidas a 

Uruguay. 

 

Objetivos específicos 

 

1) Estudiar la presencia de infección por Bd en criaderos y ejemplares silvestres de Rana 

toro norteamericana, Lithobates catesbeianus. 

 

2) Estudiar la presencia de infección por Bd en Xenopus laevis y otras especies de 

anfibios en cautiverio, introducidas al país para su cría como animales de compañía. 

 

 

Materiales y métodos 
 

Muestreo y diagnóstico 

 

Se analizaron muestras de 97 ejemplares pertenecientes a 16 especies de anfibios introducidas 

en Uruguay, la mayoría de ellos mantenidos en cautiverio en colecciones privadas. Un total de 

38 muestras correspondieron a la Rana toro norteamericana (Lithobates catesbeianus), 

provenientes principalmente del criadero comercial “Ña Ramona” situado 5 km al SE de la 

ciudad de Libertad, Dpto. de San José (34º41' S, 56º35' W). Se estudiaron además larvas 

capturadas en instalaciones de criaderos de la misma especie abandonados, en Rincón de 

Pando (34º44' S, 55º55' W; ver Laufer et al. 2008), Dpto. de Canelones, y en el Arroyo 

Bizcocho (33º27' S, 58º10' W), 7 km al NE de la ciudad de Dolores, Dpto. de Soriano. 

Muestras adicionales fueron obtenidas de una población silvestre en las instalaciones 

abandonadas de un criadero 2 km al S de Aceguá (31º53' S, 54º09' W), Dpto. de Cerro Largo, 

figura 4.1.  
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Se analizaron también muestras de 15 especímenes de Xenopus laevis adquiridos en el 

mercado de animales de compañía. Algunos de ellos provinieron de un criadero situado en 

Rincón del Cerro, Montevideo (MNHN 9524), que comenzó con la cría comercial de esta 

especie en el país y que al momento de culminar este estudio ya no existía. Adicionalmente se 

muestrearon 45 ejemplares de otras 14 especies exóticas en colecciones privadas, incluyendo 

especímenes capturados en la naturaleza. 

Los diagnósticos se realizaron mediante PCR e histología convencional, según se 

describe en los capítulos 2 y 3. Las muestras para PCR de Xenopus laevis y la población 

silvestre de Lithobates catesbeianus fueron trozos de piel del parche pélvico de 

aproximadamente 1 mm3 obtenidos mediante disección inmediatamente después de practicada 

la eutanasia. Las muestras del resto de los ejemplares consistieron en hisopados de piel.  

 

 

FIGURA 4.1. Población silvestre de Lithobates catesbeianus en Aceguá, Dpto. de Cerro Largo, 
Uruguay. A, hábitat, tajamar utilizado como abrevadero para ganado. B, ejemplar juvenil (V/2012). C, 
vista parcial de una puesta en un tajamar (XI/2011). D, larvas capturadas con red de arrastre, estadio 
31, tamaño aproximado 15 cm (XI/2011). 
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Resultados 
 

La infección por Bd se detectó en un ejemplar de Ceratophrys ornata introducido al país 

proveniente de Argentina, y en las especies exóticas Lithobates catesbeianus y Xenopus 

laevis. La localización geográfica de estos diagnósticos se indica en la figura 4.2.  

 

 

FIGURA 4.2. Infección por Batrachochytrium dendrobatidis en anfibios introducidos a 
Uruguay. Localidades: 1, Aceguá; 2, Arroyo Bizcocho; 3, Libertad; 4, Rincón de Pando; 5, 
Montevideo. 

 

 

Lithobates catesbeianus  

 

Esta especie fue introducida ilegalmente a Uruguay en 1984 desde Brasil por parte de 

productores rurales que realizaron intentos de cría infructuosos (C. Prigioni, com. pers.). En 
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1986 es introducida nuevamente desde aquel país por organizaciones gubernamentales, que 

difundieron la implementación de sistemas de producción de carne intensivos (Amestoy et al. 

1998; Mazzoni 2001). A principios de los 1990s numerosos establecimientos estaban activos 

(Mazzoni & Carnevia 1996; Mazzoni 2001; Spinetti 2003), pero en una década la mayoría 

cerraron. Ejemplares de criaderos en abandono establecieron poblaciones silvestres, de las que 

al momento parecen persistir una en Aceguá en el Dpto. de Cerro Largo y otra en San Carlos, 

Dpto. de Maldonado (Laufer et al. 2008; Lombardo et al. 2016; G. Laufer, datos no publ.). El 

criadero aquí muestreado era el único de su tipo en el país al momento de realizarse este 

estudio, presentando muy baja producción. En todos los sitios Lithobates catesbeianus fue 

portadora de Bd, con alta frecuencia de infección. Los resultados se indican en la tabla 4.1, e 

imágenes de los diagnósticos se muestran en las figuras 4.3 y 4.4.  

 

 

TABLA 4.1. Infección por Batrachochytrium dendrobatidis en Rana toro norteamericana (Lithobates 
catesbeianus) de Uruguay. 

Estadio Origen Fecha 
Diagnóstico 

(número de la muestra) 
Positivos/n, % 

(IC) 

Larva 

Criadero activo, próximo a 
Libertad, Dpto. de San José  

16/X/2010 
PCR*   

(BKT 3086) 
1/2  

Larva 16/X/2010 
Histología  

(BKT 3086) 
1/1 

Adulto 16/X/2010 
PCR 

(BKT 3088, sexo 
indeterminado) 

20/20, 100 % 
(IC 83,9‒100) 

Larva 
Criadero abandonado, 

Arroyo Bizcocho, Dolores, 
Dpto. de Soriano 

2009 Histología 1/1 

Larva 
Criadero abandonado, 

Rincón de Pando, Dpto. de 
Canelones 

IV/2005 Histología 1/1 

Adultos/ 
sub adultos 

Población silvestre, 
Aceguá, Dpto. de Cerro 

Largo 

8‒9/IX/ 
2011 

PCR, muestras de piel 
(BKT 3353‒3355 ♀♀, 3356 

juvenil, 3647–3654) 

8/12, 67 %  
(IC 0,39‒0,86) 

Larva 8/IX/2011 Histología 1/1 

TOTAL    33/38, 86,8 % 

*  Ver Capítulo 3, figura 3.1. 
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FIGURA 4.3. Infección por Batrachochytrium dendrobatidis en larvas Rana toro 
norteamericana (Lithobates catesbeianus) de Uruguay. A y B, discos orales de ejemplares de 
Rincón de Pando, Dpto. de Canelones, y Arroyo Bizcocho, Dpto. de Soriano. En ambos casos se 
observa notoria falta de queratina (coloración oscura). Barras = 2 mm. C y D, cortes 
histológicos respectivos donde se observan numerosos esporangios vacíos (1), con septos (2), 
endosporas (3), esporangios maduros con tubos de descarga (4), y esporangios vacíos con tubos 
de descarga (5); tinción H&E. Barras = 20 µm. 

 

 

Xenopus laevis y otras especies 

 

Xenopus laevis se cría actualmente en Uruguay para el mercado local de animales de 

compañía, y no se conocen en el país poblaciones silvestres. La mayoría de los ejemplares 

comercializados, son descendientes de una pequeña colonia de reproductores ingresados a un 

criadero en Montevideo desde Argentina en 1993 (M. Martínez, com pers.). El mismo 

comercializó la especie localmente desde 1995 hasta fines del 2011, y exportó miles de 

individuos ilegalmente a Rio Grande do Sul, desde 1997 a 2000 (M. Martínez, com. pers.). 

Previo a su cierre se adquirieron en el mismo 11 ejemplares (lote MNHN 9524), uno de los 

cuales resultó positivo al PCR (muestra BKT 3291), siendo la prevalencia 0,09 (1/15). 
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FIGURA 4.4. Diagnóstico de infección por Batrachochytrium dendrobatidis en 
adultos de Rana toro norteamericana (Lithobates catesbeianus) de Uruguay. Se 
muestra una corrida electroforética de productos de PCR en gel de poliacrilamida. 
Carriles 1‒8, ejemplares de criadero positivos; 9, control negativo, ADN molde de 
hígado de anfibio (Melanophryniscus montevidensis MNHN 9522); 10, control 
negativo sin ADN molde; 11, control positivo, cepa JEL423; 12, marcador de tamaño 
(pares de bases). La flecha señala la amplificación de dos fragmentos, de 
aproximadamente 300 y 330 pb (ver Capítulo 3). 

 

 

El ejemplar de Ceratophrys ornata también resultó positivo a Bd. Originario de 

Argentina, fue colectado en la naturaleza e introducido junto a otros de la misma especie en 

1986, y mantenido desde entonces en un terrario individual. Las restantes muestras 

correspondientes a anuros del género Bombina y urodelos de los géneros Hypsilotriton, 

Ichthyosaura, Lissotriton, Neurergus, Pleurodeles, Triturus y Tylotriton, fueron negativas. 

Una síntesis de los resultados se muestra en la tabla 4.2. 
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TABLA 4.2. Anfibios del mercado de animales de compañía y colecciones privadas en Uruguay 
estudiados mediante PCR para la detección de Batrachochytrium dendrobatidis.  

Especie 
Origen 

(número del hisopo) 
Fecha de 
muestreo 

Positivos/n 

ANURA    
Bombina orientalis Criadero XI/2013 0/4 

Ceratophrys ornata 
Silvestre, Argentina 

(BKT 3656) 
IX/2013 1/1 

Xenopus laevis (var. albino) 

Criadero, Atlántida  
(MNHN 9523) 

29/I/2011 0/4 

Criadero, Montevideo 
(MNHN 9524) 

13/VII/2011 1/11 

URODELA    
Hypselotriton cyanurus cyanurus Criadero, Montevideo XI/2013 0/4 
Hypselotriton orientalis Criadero, Montevideo XI/2013 0/1 
Ichthyosaura alpestris apuanus Criadero, Montevideo XI/2013 0/3 
Lissotriton italicus Criadero, Montevideo XI/2013 0/2 
Neurergus sp. Criadero, Montevideo XI/2013 0/3 
Neurergus crocatus Población silvestre, Turquía XI/2013 0/4 
Neurergus strauchii strauchii Criadero, Montevideo XI/2013 0/1 

Pleurodeles waltl 
Criadero, Montevideo XI/2013 0/1 

Acuario comercial, Montevideo 
(BKT 3834, 3835) 

XII/2013 0/5 

Triturus dobrogicus Criadero, Montevideo XI/2013 0/4 
Triturus marmoratus Criadero, Montevideo XI/2013 0/8 
Tylotriton verrucosus shanjing Población silvestre, China XI/2013 0/1 
Tylotriton verrucosus verrucosus Criadero, Montevideo XI/2013 0/3 

TOTAL   
2/55  

(9,1 %) 

 

 

Discusión 

 

La infección por Bd en anfibios introducidos a Uruguay se detectó en tres especies 

ampliamente comercializadas internacionalmente, Ceratophrys ornata, Xenopus laevis y 

Lithobates catesbeianus. La primera, a pesar de ser muy popular como animal de compañía y 

ornamental (Prestridge et al. 2011; Winters et al. 2014), no es comúnmente criada o 

comercializada en el país por lo que su ingreso al parecer no presenta actualmente relevancia 

epidemiológica como vector de Bd. La infección asintomática por Bd en esta especie en 

cautiverio fue previamente reportada por Une et al. (2008) y Goka et al. (2009) para Japón, y 

se conoce un caso de mortalidad aparentemente debida a quitridiomicosis en los Estados 

Unidos (Nichols et al. 1998). Resulta particularmente interesante que el ejemplar estudiado 

presentó infección por Bd luego de ser mantenido aislado en un acua-terrario. Esto tiene 
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implicancias epidemiológicas, ya que un ejemplar aislado en cautiverio puede ser un vector 

potencial de Bd, aún décadas después de haber adquirido la infección. 

Los resultados obtenidos muestran además por primera vez la presencia de Bd en 

ejemplares de anfibios exóticos asilvestrados en Uruguay. El hallazgo de varias poblaciones 

de Lithobates catesbeianus positivas a Bd es coherente con reportes previos de esta infección 

en varios establecimientos de cría de esta especie en el país (Mazzoni et al. 2003; Garner et 

al. 2006) y en poblaciones de la región (Schloegel et al. 2009; Girhardi et al. 2011). La 

elevada prevalencia en la muestra estudiada sugiere que esta especie invasora ha sido un 

importante vector para la dispersión de dicho patógeno en Uruguay. La transmisión de 

patógenos a poblaciones silvestres de anfibios seguramente se vio favorecida por varios 

factores, entre ellos el vertido de efluentes desde los sistemas de producción sin tratamiento 

previo y los escapes de individuos. Además, los sistemas de cría de ranas implementados en 

el país permiten el ingreso de anfibios nativos a los encierros, principalmente hílidos 

(Mazzoni et al. 2003; obs. pers.).  

El establecimiento de poblaciones silvestres de Lithobates catesbeianus fuera de su rango 

de distribución natural es un serio problema ecológico a escala global, poblaciones invasoras 

son conocidas en numerosos países de Asia, Europa y las Américas (Ficetola et al. 2007). La 

cuenca del Río de la Plata, incluido nuestro país, es potencialmente muy apta para el 

establecimiento de poblaciones silvestres de esta especie (Giovanelli et al. 2008; Ficetola et 

al. 2007; Nori et al. 2011). Numerosas poblaciones invasoras son conocidas en Argentina y el 

sureste de Brasil (Both et al. 2011; Nori et al. 2011). A la introducción potencial de patógenos 

con L. catesbeianus, se suma el efecto deletéreo que tiene esta especie sobre anfibios nativos 

(Kiesecker et al. 2001; da Silva et al. 2011; Boelter et al. 2012). En Uruguay deberían 

tomarse medidas urgentes para planificar el control y eventual erradicación de la población 

silvestre conocida. 

El ingreso de Xenopus laevis a Uruguay fue mucho más reciente que en el hemisferio 

norte, posiblemente debido al uso local de especies nativas con fines biomédicos. 

Alternativamente a la utilización de Xenopus, las pruebas biológicas de embarazo se 

realizaron en Uruguay siguiendo la técnica de Galli Mainini (1947) con machos del sapo 

nativo Rhinella arenarum, hasta que métodos bioquímicos estuvieron disponibles a mediados 

de los años 1970s (Klappenbach & Orejas-Miranda 1969; D. Carnevia, com. pers.). Si bien no 

se han detectado poblaciones silvestres de X. laevis en Uruguay, su comercio creciente y la 

detección de Bd en individuos criados a partir del stock de cría original son un potencial 

problema de conservación para especies nativas.  
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La muestra de Xenopus laevis analizada en este estudio es pequeña, pero podemos decir 

que la prevalencia de infección por Bd observada (6,7 %) es intermedia con respecto a lo 

reportado en la literatura. En poblaciones silvestres del continente africano ésta se sitúa en 

2,7‒2,8 % en ejemplares de museo (Weldon et al. 2004; Vredenburg et al. 2013). Por otra 

parte, en estudios sobre poblaciones silvestres de EEUU y Chile, las prevalencias fueron de 

13 y 24 % respectivamente (Solís et al. 2010; Vredenburg et al. 2013). 

Ejemplares de otras especies de anfibios exóticas no incluidas en este estudio, 

provenientes de poblaciones silvestres, han sido importados ocasionalmente en forma ilegal 

desde Argentina principalmente a partir de la década de 1980s (obs. pers.): Ceratophrys 

cranwelli, Hypsiboas faber, Lepidobatrachus sp., Leptodactylus laticeps y Phyllomedusa 

sauvagii. También ingresan esporádicamente desde dicho país de especímenes criados en 

cautiverio de C. cranwelli (albino), Bombina orientalis, Dendrobates auratus, Litoria 

caerulea y diversas especies de tritones y salamandras como Cynops pyrrhogaster, 

Notophthalmus viridescens, Paramesotriton hongkonensis, Pleurodeles waltl y Taricha 

torosa (obs. pers.). Algunas de estas especies son actualmente criadas y vendidas en el 

mercado local, por ejemplo P. waltl. 

En suma, existe en Uruguay desde hace ya varias décadas un incremento en la 

introducción de especies foráneas de anfibios comercializados vivos con fines productivos, 

ornamentales, como animales de compañía y por parte de coleccionistas. Esta tendencia 

acompaña un fenómeno global de aumento en el comercio de estas especies (Schlaepfer et al. 

2005), cuya práctica lleva asociado un alto riesgo de establecimiento de poblaciones invasoras 

(Keller & Lodge 2007), con la consecuente de dispersión de parásitos y microorganismos 

patógenos como Bd (Schloegel et al. 2010; Rodgers et al. 2011). La importación de anfibios 

vivos en nuestro país, su cría y comercialización habrían contribuido a la introducción y 

dispersión de Bd en amplias zonas del territorio, principalmente con la Rana toro como 

vector. Sería deseable la implementación de protocolos sanitarios para el ingreso de 

ejemplares vivos y el monitoreo de criaderos con el fin de minimizar el riesgo de dispersión 

de patógenos (ver Murray et al. 2011). Esto debería acompañarse de información dirigida para 

el público general, que usualmente desconoce los potenciales efectos nocivos de la 

introducción, cría y liberación accidental o intencional de ciertas especies. 
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Capítulo 5 
 

 

 

 

Haplotipos de Batrachochytrium dendrobatidis 
 

 

 

 

Resumen 
 

Se estudió la diversidad de haplotipos para un fragmento de la región ITS de 

Batrachochytrium dendrobatidis (Bd), en poblaciones de anfibios nativas y exóticas. Se 

encontraron tres haplotipos pertenecientes a la cepa patogénica global BdGPL, y no se 

identificaron cepas nativas. Los tres haplotipos se obtuvieron a partir de especies nativas de 

anfibios, y uno solo de ellos se identificó en tres especies introducidas, la Rana toro 

norteamericana Lithobates catesbeianus, Xenopus laevis y Ceratophrys ornata. La mayor 

diversidad de haplotipos en especies nativas se contrapone a la hipótesis de introducción de 

Bd por L. catesbeianus, especie introducida en numerosas regiones por el mercado 

internacional de anfibios. Estos hallazgos están de acuerdo con muestreos retrospectivos 

realizados en la costa Atlántica de Brasil, donde es endémica la presencia del linaje nativo Bd-

Brazil y de BdGPL. 
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Introducción 

 

Los primeros trabajos sobre genética de Batrachochytrium dendrobatidis (Bd) encontraron 

poca variabilidad, lo cual resultaba compatible con un patógeno emergente experimentando 

una reciente expansión en su rango de distribución (Morehouse et al. 2003; Morgan et al. 

2007). El hallazgo hace poco más de una década de Bd en un ejemplar del anuro Xenopus 

laevis colectado en Sudáfrica en 1938 hacía pensar que el origen de este patógeno en otros 

continentes podría ser a partir de anfibios exportados desde el sur del continente africano 

(Weldon et al. 2004). Esta dispersión global podía llegar a explicarse por el hecho de que X. 

laevis fue intensamente comercializado internacionalmente desde fines del siglo XIX (ver 

Introducción del Capítulo 4). Los hallazgos más viejos de infección por Bd en ejemplares de 

museo de otras partes del mundo eran hasta hace poco mucho más recientes, por ejemplo 

1961 EEUU, 1978 Australia, 1983 Centroamérica, 1980 Sudamérica, 1997 Europa (Bosch et 

al. 2001; Bonaccorso et al. 2003; Weldon et al. 2004).  

Otros hallazgos de infección por Bd en África en un ejemplares de museo de varias 

especies del género Xenopus colectados durante los años 1930s y 1940s (Soto-Azat et al. 

2009; Vredenburg et al. 2013), reforzaban la idea del origen africano de Bd. Sin embargo, 

Goka et al. (2009) publican el hallazgo en Japón de numerosos haplotipos correspondientes a 

una región del gen 18S de ARNr de Bd, y en base a esta mayor variabilidad genética sugieren 

a Japón como posible origen del patógeno. Los autores citan además la observación de Bd en 

un ejemplar de la salamandra Andrias japonicus colectado en 1902.  

Estudios recientes sobre genética de Bd basados en secuencias del genoma completo 

encontraron la existencia de una mayor variabilidad, y una compleja historia evolutiva de este 

patógeno. Se ha sugerido que Bd sería endémico de algunas áreas y un patógeno nuevo en 

otras, y se han identificaron varios linajes principales, el panzoótico global “BdGPL”, del 

Cabo “BdCape”, Suizo “BdCH”, de Corea “Bd-Korea” y “Bd-Brazil” (Farrer et al. 2011; 

Schloegel et al. 2012; Bataille et al. 2013; Rosenblum et al. 2013). Rodriguez et al. (2014) 

estudiaron la dinámica espacio-temporal de Bd en anfibios de la Mata Atlántica, encontrando 

casos de infección a partir desde 1894 y que BdGPL y Bd-Brazil han estado presentes en 

anfibios de Brasil al menos desde 1897 y 1916 respectivamente, previo a la introducción de 

anfibios exóticos en dicho país. Al momento, los datos disponibles sobre caracterización 

genética de Bd en Brasil son los únicos para Sudamérica.  
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En Uruguay, los casos más viejos de infección por Bd se detectaron en un criadero 

comercial de Rana toro del sur del país durante un episodio de mortalidad de metamorfos en 

1999 (Mazzoni et al. 2003). En especies nativas los casos más viejos corresponden a larvas de 

Physalaemus henselii colectadas el año 2001 en Pueblo Madera, norte de Uruguay (Borteiro 

et al. 2009). En esta sección se investiga la diversidad de haplotipos de Bd presentes en el país 

tanto en ejemplares de especies nativas como introducidas, con el fin de testar la hipótesis del 

patógeno nuevo.  

 

 

Objetivos 
 

Objetivo general 

 

Testar la hipótesis del patógeno nuevo en especies nativas de anfibios de Uruguay. 

 

 

Objetivos específicos 

 

1) Identificar los haplotipos correspondientes a un fragmento de la región ITS de Bd 

presentes en especies nativas de anfibios, tanto de hallazgo común como especies en 

declinación. 

 

2) Identificar los correspondientes haplotipos en especies de anfibios introducidos 

mantenidos en cautiverio y asilvestrados. 

 

 

Materiales y métodos 
 

Se estudiaron 34 productos de PCR que resultaron positivos a la amplificación de un 

fragmento de la región ITS de Bd, obtenidos en los estudios de los Capítulos precedentes 4 y 

5. Las muestras utilizadas correspondieron a piel conservada en etanol 95 % v/v e hisopados 

de especies nativas de anfibios e introducidas, tabla 5.1. Dichas muestras fueron purificadas, 
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secuenciadas en ambos sentidos, y los cromatogramas editados y procesados según se 

describe en el Capítulo 2.  

 

 

Resultados 

 

Las 36 muestras analizadas permitieron obtener 39 secuencias, ya que tres productos de PCR 

correspondientes a hisopados de un ejemplar de Physalaemus henselii (BKT 2670) y dos de 

Pleurodema bibroni (BKT 2700, 3434) produjeron dos secuencias diferentes, una con cada 

primer. Se identificaron tres haplotipos, indicados como UYI, UYII y UYIII, de 247, 253 y 

257 pb respectivamente. Éstos difirieron en una región de 15 pb, situada a partir de la base 56 

del fragmento estudiado en sentido 5'‒3', figura 5.1  

 

 

FIGURA 5.1. Representación esquemática de las diferencias entre los tres haplotipos de 
Batrachochytrium dendrobatidis identificados en Uruguay. De arriba a abajo UYI, UYII y UYIII. 

 

 

La mayoría de las secuencias pertenecieron a los haplotipos UYIII (22/36, 61 %) y UYI 

(13/36, 36 %), ampliamente distribuidos en el país. Este último fue obtenido a partir de 

muestras de Hypsiboas pulchellus, Physalaemus henselii, Pleurodema bibroni, Rhinella 

arenarum, Melanophryniscus sanmartini, Julianus uruguayus y Odontophrynus americanus. 

El haplotipo UYII se identificó solamente en un ejemplar de Pl. bibroni de Valentines en el 

centro-este del país. Por su parte, el haplotipo UYIII se identificó en una larva de H. 

pulchellus y en adultos de P. henselii, Pl. bibroni y S. uruguayus. Éste fue además el único 

haplotipo identificado en las tres especies introducidas estudiadas, Ceratophrys ornata, 

Xenopus laevis y Lithobates catesbeianus, tanto de criadero como silvestre. Los resultados se 

resumen en la tabla 5.1, y la distribución geográfica de los haplotipos y sus respectivos 

hospedadores se indica en la figura 5.2. 
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TABLA 5.1. Origen de las secuencias de la región ITS de Batrachochytrium dendrobatidis obtenidas de 
anfibios de Uruguay. Las muestras corresponden a ejemplares adultos salvo indicación. 

Especie Procedencia Fecha Muestra secuencias Haplotipo 

Ceratophrys ornata Argentina X/2013 BKT 3656 1 UyIII  

Hypsiboas pulchellus 

La Paloma, Dpto. 
de Rocha 

17/IV/2013 BKT 3553 1 UyI 

Delta del Tigre, 
Dpto. de San José 

8/X/2010 
BKT 3084 

(larva) 
1 UyIII  

Quebrada de los 
Cuervos, Dpto. de 

Treinta y Tres 
9/X/2012 BKT 3513 1 UyI 

Julianus uruguayus 

Quebrada de los 
Cuervos, Dpto. de 

Treinta y Tres 
6/IX/2009 

BKT 2773, 
2782, 2792 

3 UyIII  

Lithobates catesbeianus 

Libertad 
(criadero), Dpto. de 

San José  
16/X/2010 

BKT 3088 
(n = 7) 

7 UyIII  

Aceguá, Dpto. de 
Cerro Largo 

8/XI/2011 
BKT 3647, 
3649, 3650, 

3654 
4 UyIII  

Melanophryniscus sanmartini 
Salto del Penitente, 
Dpto. de Lavalleja 

26/IX/2009 BKT 2710 1 UyI 

Odontophrynus americanus 
Curticeras, Dpto. 

de Rivera 
7/VII/2009 BKT 2746 1 UyI 

Physalaemus henselii 

Oceanía del 
Polonio, Dpto. de 

Rocha 

20/VI/2009 
BKT 2654, 

2656 
2 UyI 

20/VI/2009 BKT 2670 2 UyI, UyIII  

Ruta 7, km 139 
5/VII/2009 BKT 2721 1 UyIII  
10/VI/2011 BKT 3268 1 UyIII  

Pleurodema bibroni 

Ruta 10 km 253 21/VI/2009 BKT 2666 1 UyIII  

Oceanía del 
Polonio, Dpto. de 

Rocha 

21/VI/2009 
BKT 2677, 
2678, 2706 

3 UyI 

21/VI/2009 BKT 2700 2 UyI, UyIII  

Valentines, Dpto. 
de Treinta y Tres 

15/VI/2012 BKT 3434 2 UyI, UyII  

Jaureguiberry, 
Dpto. de Canelones 

16/VI/2012 
BKT 

3465_1, _3, 
_14 

3 UyIII  

Rhinella arenarum 
Barra de Valizas, 
Dpto. de Rocha 

8/I/2006 BKT 656 1 UyI 

Xenopus laevis 

Montevideo 
(acuario), Dpto. de 

Montevideo 
13/VII/2011 BKT 3291 1 UyIII  
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FIGURA 5.2. Distribución geográfica y hospedadores de los haplotipos de Batrachochytrium 

dendrobatidis identificados en Uruguay en este estudio (I-III, ver texto). En rojo se indican 
hospedadores introducidos. Localidades: 1, Curticeras; 2, Aceguá; 3, Quebrada de los Cuervos; 
4, Valentines; 5, Ruta 7 km 139; 6, Salto del Penitente; 7, Libertad; 8, Delta del Tigre; 9, 
Montevideo; 10, Jaureguiberry; 11, La Paloma; 12, Oceanía del Polonio; 13, Barra de Valizas. 

 

 

 Discusión 
 

El nivel de resolución del presente estudio permite establecer correspondencias de los tres 

haplotipos de Bd identificados en Uruguay con los distintos linajes de este hongo 

caracterizados previamente, pero no es posible identificar con exactitud la cepa. Los tres 

haplotipos (UYI-III) pertenecen al linaje patogénico global BdGLP, y no se detectaron cepas 

nativas de Sudamérica como las presentes en Mata Atlántica (Bd-Brazil). 

La secuencia del haplotipo UYI fue idéntica a la de las regiones homólogas de los 

haplotipos E de Goka et al. (2009; # acceso a GenBank AB435214), CN12 de Bai et al. 
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(2012; #JN870743), y el haplotipo D reportado por Schloegel et al. (2012; #JQ582906) 

correspondiente a la cepa CW34 aislada a partir de Xenopus laevis de Sudáfrica. El primero 

fue identificado en Lithobates catesbeianus silvestre de Japón y ejemplares de anfibios 

introducidos al mercado de animales de compañía de dicho país (Ceratophrys cranwelli, 

Glandirana rugosa y Litoria caerulea). En forma similar, el haplotipo CN12 de Bai et al. 

(2012) fue encontrado en anfibios nativos de China y en las especies introducidas L. 

catesbeianus y X. laevis. 

La secuencia del haplotipo UYII se corresponde exactamente con las regiones homólogas 

del haplotipo L de Goka et al. (2009; #AB435221) identificado en Lithobates catesbeianus de 

Japón, de los haplotipos A, B, N, O y S de la cepa CW34 (Schloegel et al. 2012; #JQ582924, 

JQ582926, JQ582929, JQ582928 y JQ582920 respectivamente) y del haplotipo E de la cepa 

JEL423 (ver material suplementario de Schloegel et al. 2012). Por su parte la secuencia de 

UYIII fue idéntica a la de regiones homólogas de numerosas secuencias disponibles en 

GenBank: EU779863, FJ373884, FJ232008, FJ232010‒FJ232013, FJ232015-FJ232018 

(Gaertner et al., no publicado), AY997031 (cepa JEL197, James et al. 2006), FJ010547-

FJ010560 (Federici et al. 2008), AB435211 (haplotipo JAPAN-A, Goka et al. 2009), 

FJ229469, FJ229470 (Rodriguez et al. 2009), HQ176491, HQ176492 (Tupper et al. 2011), 

JQ582942, haplotipos G, J, T y P de la cepa CW34, A, B, C, F, H, J y L de la cepa JAM81, y 

A, B, F e I de la cepa JEL423 (ver material suplementario de Schloegel et al. 2012). Si bien 

los tres haplotipos de Uruguay pertenecen al linaje BdGPL, solamente UYIII fue identificado 

en las especies introducidas Ceratophrys ornata, Lithobates catesbeianus y Xenopus laevis, 

que presentan una dispersión global debida al tráfico internacional de anfibios. 

Los posibles orígenes africano y asiático de las cepas de Bd (Weldon et al. 2004; Goka et 

al. 2009) son cuestionados recientemente por Rodriguez et al. (2014). Estos autores 

encuentran que tanto BdGPL como cepas nativas del linaje Bd-Brazil estaban presentes en el 

bioma Mata Atlántica desde hace más de 100 años. Indican además que el caso más viejo de 

infección por Bd en anfibios nativos corresponde a un ejemplar de Hypsiboas pulchellus 

colectado en 1894 en el estado de Rio Grande do Sul, cerca de Uruguay. Esto hace suponer de 

la existencia de Bd en anfibios nativos de Uruguay mucho antes de la introducción de 

Lithobates catesbeianus y Xenopus laevis a la región. Recientemente Becker et al. (2016) 

publican casos de infección por Bd en la cuenca amazónica, registrados en ejemplares 

colectados a partir del año 1895.  

En el presente estudio, si bien el número de secuencias obtenidas a partir de anuros 

introducidos fue menor con respecto a especies nativas, la mayor diversidad de haplotipos 
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observada en estas últimas es coherente con la hipótesis del patógeno endémico para explicar 

la dinámica de infección por Bd, como se ha propuesto para la Mata Atlántica (Rodriguez et 

al. 2014). De todas formas, el nivel de discriminación de la diversidad genética de Bd aquí 

alcanzado no permite descartar la introducción de nuevas cepas de Bd por parte de Rana toro 

y otras especies (ej. JAM81). 

La Rana toro es considerada un portador asintomático de Bd (Daszak et al. 2004), con 

una susceptibilidad variable a distintas cepas lo cual puede influir en su respuesta al patógeno 

y en su rol como vector (Gervasi et al. 2013). El criadero activo muestreado sufrió en 1999 la 

pérdida de 28000 metamorfos en menos de un mes (> 90 %), que estaban afectados por 

quitridiomicosis (Mazzoni et al. 2003). Rodriguez et al. (2014) plantearon que esta elevada 

mortalidad podría deberse a cepas nativas de Bd. Mazzoni et al. (2003) mencionan que 

especies nativas (“tree frogs”; probablemente Scinax granulatus e Hypsiboas pulchellus) se 

observaron en las instalaciones del criadero. Sin embargo, en el presente estudio no se 

detectaron cepas nativas. Como señalan Mazzoni et al. (2003), el episodio de mortalidad pudo 

tener origen en factores ambientales ya que ocurrió a principios del invierno (mayo), con el 

comienzo de bajas temperaturas, en un rango óptimo para el desarrollo de Bd (~ 17 ºC).  
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III  
 

 

 

ENFERMEDADES CAUSADAS 

POR ICHTHYOSPOREA 
 

 

 

And  the  method  by  which  the  parasite  succeeds  in  infecting  fresh  hosts  

must  remain  for  the  present  a  complete  mystery. 

 

E.A. Minchin & H.B. Fantham, 1905 

 

 

 

 

 
Parte de los resultados de esta sección fueron publicados en el transcurso de este estudio (ver 
Apéndice 9): 

 
Borteiro, C., Cruz, J.C., Kolenc, F., Verdes, J.M., Moraña, A., Martínez Debat, C., Kun, A., Ubilla, M. & Okada, 

K. (2014) Dermocystid-chytrid coinfection in the Neotropical frog Hypsiboas pulchellus (Anura: 

Hylidae). Journal of Wildlife Diseases, 50(1), 150‒153. 

 

Borteiro, C., Verdes, J.M., Cruz, J.C., Sabalsagaray, M.J., Kolenc, F., Martínez Debat, C. & Ubilla, M. (2015) 

Ichthyophonus sp. (Ichthyophonae, Ichthyophonida) infection in a South American amphibian, the hylid 

frog Hypsiboas pulchellus. Journal Wildlife Diseases, 51(2), 530‒533. 
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Los organismos pertenecientes a la Clase Ichthyosporea son eucariotas unicelulares que 

producen endosporas, cuya taxonomía y relaciones filogenéticas han sido controversiales 

desde su descubrimiento hace más de un siglo. Históricamente se los ha relacionado con 

diversos grupos de eucariotas, principalmente hongos, y también procariotas (ver Vilela & 

Mendoza 2012). Las especies conocidas son parásitos, mutualistas o simbiontes de 

vertebrados e invertebrados, fundamentalmente acuáticos (Mendoza et al. 2002; Glockling et 

al. 2013). En vertebrados terrestres la parasitosis se asocia al contacto directo con cuerpos de 

agua dulce (Arseculeratne & Mendoza 2005).  

La monofilia de Ichthyosporea fue propuesta inicialmente por Ragan et al. (1996) para un 

pequeño grupo de estos microorganismos denominado “DRIPs”, sigla que hace referencia al 

género Dermocystidium, el “rosette agent” patógeno de peces (actualmente Sphaerothecum 

destruens, Arkush et al. 2003), Ichthyophonus y Psorospermium. Dado que el DRIP incluía 

numerosos parásitos de peces, se le asignó a una nueva Clase llamada Ichthyosporea 

(Cavalier-Smith 1998). La afinidad entre patógenos de peces del género Dermocystidium y 

Rhinosporidium parásito de aves y mamíferos había sido sugerida tempranamente por 

Dunkerly (1914). Herr et al. (1999) son quienes confirman más tarde una cercana relación 

filogenética entre Rhinosporidium y el DRIP basándose en caracteres moleculares.  

La Clase Ichthyosporea, incluye dos Órdenes, Dermocystida y Eccrinida (Ruggiero et al. 

2015), con numerosos taxones parásitos de anfibios y peces (ej. Anurofeca, Ichthyophonus; 

ver Glockling et al. 2013). Estos organismos fueron llamados también Mesomycetozoea 

debido a su cercana relación con los hongos y los animales (Herr et al. 1999; Mendoza et al. 

2001). Sus relaciones filogenéticas se muestran en la figura III‒1. 

El conocimiento sobre la ecología de este grupo es aún muy incompleto, y los ciclos 

biológicos de la gran mayoría de las especies parásitas son insuficientemente conocidos 

(Mendoza et al. 2002). Éstas se asocian generalmente a una sola especie de hospedador, 

desconociéndose los mecanismos de propagación en un mismo organismo hospedador y la 

transmisión a hospedadores no infectados (Glockling et al. 2013). Todas las formas parásitas 

descriptas producen endosporas y algunas además esporas flageladas o “amebas” (Mendoza et 

al. 2002). 
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FIGURA III.1.  Representación esquemática parcial de las relaciones filogenéticas del DRIP 

(Ichthyosporea), adaptado de Fredericks et al. (2000). 
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Capítulo 6 
 

 

 

Dermocistidiosis en anfibios de Uruguay y 

sur de Brasil: nuevos casos y revisión 

taxonómica de Dermocystida 
 

Resumen 
 

Los microorganismos del Orden Dermocystida (Ichthyosporea) son parásitos de vertebrados, 

conocidos inicialmente por Rhinosporidium seeberi, patógeno de aves y mamíferos. 

Numerosos géneros parásitos de anfibios y peces se conocen de Europa y Norteamérica 

(Amphibiocystidium, Amphibiothecum, Dermocystidium, Hepatosphera, Sphaerothecum), y 

solamente se ha descripto una forma parásita de anfibios neotropicales (Dermosporidium 

hylarum). Esta última es considerada actualmente como un sinónimo de R. seeberi. En este 

Capítulo se presentan nuevos casos en anuros de Uruguay y sureste de Brasil, y un análisis 

filogenético de Dermocystida utilizando secuencias del gen 18S. Se observó que las especies 

parásitas de anfibios no conforman un grupo natural, y el salto entre hospedadores anfibios y 

peces parece haber ocurrido más de una vez en la historia evolutiva de Dermocystida. Se 

propone un nuevo ordenamiento taxonómico en Dermocystida, sinonimizando  

Amphibiocystidium con Rhinosporidium, y proponiendo como válido el género 

Dermocystidium. La forma Dermosporidium hylarum es redescubierta, y revalidada en 

Rhinosporidium. Otras dos especies son identificadas, parásitos de Hypsiboas pulchellus en 

Uruguay y Scinax fuscovarius en São Paulo, Brasil. La primera corresponde a 

Rhinosporidium rwandae recientemente descripto de África tropical. La segunda es una nueva 

especie del género Sphaerothecum, bien diferenciada de Sphaerothecum destruens, 

previamente conocido del hemisferio norte. El hallazgo de R. rwandae en H. pulchellus 

parece corresponder a un caso de dispersión natural transoceánica.  
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Introducción 
 

Los parásitos unicelulares del Orden Dermocystida (Ichthyosporea) provocan usualmente una 

enfermedad nodular granulomatosa de piel y mucosas en vertebrados acuáticos o que tienen 

contacto con el medio acuático (Vilela & Mendoza 2012). Estos parásitos son patógenos de 

importancia tanto en medicina humana como veterinaria por causar una enfermedad crónica, 

potencialmente letal (Arseculeratne & Mendoza 2005; Rowley et al. 2013). Entre las especies 

más relevantes se encuentra Rhinosporidium seeberi que afecta aves y otros mamíferos, 

incluido el hombre (Ramachandra Rao et al. 1975; Kennedy et al. 1995; Arseculeratne & 

Mendoza 2005), figura 6.1. La rinosporidiosis humana fue la primera enfermedad identificada 

entre las causadas por Dermocystida (Seeber 1900).  

 

 

FIGURA 6.1. Infección por Rhinosporidium seeberi en humanos. A, granuloma obstruyendo 
las narinas, foto gentileza de Sarath N. Arseculeratne y Leonel Mendoza. B, corte histológico de 
un granuloma causado con numerosos esporangios en desarrollo (flecha negras) y un esporangio 
maduro con endosporas (flecha blanca), foto gentileza de Leonel Mendoza. 

 

 

Poco tiempo después de los primeros diagnósticos en humanos se describen 

enfermedades similares en anfibios y peces, en los que la infección se presenta como una 

afección nodular y ulcerativa de la piel y branquias (Pérez 1907; 1913; Dunkerly 1914), figura 

6.2. En estos vertebrados acuáticos los dermocistidios pueden tener fuerte impacto a nivel 

poblacional, con elevadas tasas de morbilidad y mortalidad (Raffel et al. 2008; Rowley et al. 

2013).  
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FIGURA 6.2. Infección por Dermocystidium pusula, adaptado de Pérez (1913). A, corte histológico 
de un nódulo en piel con un esporangio subcutáneo repleto de endosporas. B, ilustración de la 
endospora donde se señala una gran inclusión excéntrica (r), el núcleo (n) y pequeñas inclusiones (i). 

 

 

Los trabajos sobre dermocistidios de anfibios continuaron en años sucesivos 

principalmente en Europa, con el reporte de nuevos casos de infección y la descripción de 

especies parásitas de anfibios que son asignadas a los géneros Dermocystidium y 

Dermomycoides (Moral 1913; De Beauchamp 1914; Granata 1919; Guyénot & Naville 1922; 

Poisson 1937). Posteriormente Carini (1940) crea un nuevo género para una especie parásita 

de anuros hílidos pertenecientes al grupo ruber del género Scinax (“Hyla rubra”), hallados en 

la zona de Tietê, en el sureste de Brasil. El autor llama a este patógeno Dermosporidium 

hylarum, y lo relaciona con Rhinosporidium y Dermocystidium, siendo al momento el único 

reporte de parasitosis por Dermocystida en anfibios neotropicales (Carini 1940). Nuevas 

especies son luego asignadas a Dermosporidium, identificadas en anuros europeos del género 

Rana (Brož & Přívora 1952; Brož & Kulda 1954) y en sapos del género Anaxyrus 

(Bufonidae) de América del Norte (Jay & Pohley 1981).  

Al igual que en el caso de los anfibios, numerosas especies de Dermocystida parásitas de 

peces fueron descriptas del hemisferio norte, fundamentalmente en base a caracteres 

morfológicos y a su ocurrencia en distintos hospedadores. La gran mayoría de ellas fueron 

incluidas en el género Dermocystidium (Léger 1914; Hoshina & Sahara 1950; Elkan 1962; 
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Červinka & Vítovek 1974; Dykova & Lom 1992; Pekkarinen et al. 2003; Feist et al. 2004; 

Hassan et al. 2014), y una al género monotípico Sphaerothecum (Arkush et al. 2003). 

En una reciente revisión Pascolini et al. (2003) reúnen a las especies parásitas de anfibios 

en un nuevo género llamado Amphibiocystidium. Posteriormente, varios autores realizan 

estudios filogenéticos en base a caracteres moleculares en los que se confirma el cercano 

parentesco entre Amphibiocystidium, Dermocystidium y Rhinosporidium, y se propone el 

género Amphibiothecum para Dermosporidium penneri de América del Norte (Feldman et al. 

2005; Pereira et al. 2005). Más recientemente Raffel et al. (2008) describen una nueva especie 

de América del Norte llamada Amphibiocystidium viridescens, encontrada en tritones de la 

especie Notophthalmus viridescens. La última especie descripta en anfibios es 

Rhinosporidium rwandae, descubierto en anuros africanos del género Hyperolius (Scheid et 

al. 2015). En éstos y otros estudios que utilizan caracteres moleculares Dermocystidium y 

Amphibiocystidium no resultan ser taxones monofiléticos (Feldman et al. 2005; Pereira et al. 

2005; Raffel et al. 2008; Vilela & Mendoza 2012; Scheid et al. 2015), figura 6.3. 

En este Capítulo se presentan nuevos casos de infección por Dermocystida en anfibios de 

Uruguay y Brasil, junto con una revisión bibliográfica de los dermocistidios parásitos de 

anfibios. Se realiza además un análisis filogenético molecular de Dermocystida, incluyendo 

secuencias obtenidas a partir del nuevo material colectado. En base a este análisis se reevalúa 

el estatus de Dermosporidium hylarum y se propone un nuevo ordenamiento taxonómico en 

Dermocystida.  
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FIGURA 6.3. Árboles más inclusivos en análisis filogenéticos previos del Orden Dermocystida. Adaptado de las ilustraciones originales.  
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Objetivos 
 

Objetivo general 

 

Realizar una revisión taxonómica del Orden Dermocystida en base a un análisis 

filogenético molecular. 

 

Objetivos específicos 

 

1) Presentar nuevos casos de infección por Dermocystida en anfibios de Uruguay y 

sureste de Brasil, y estudiar la identidad de los microorganismos involucrados. 

 

2) Obtener una aproximación a las relaciones evolutivas en Dermocystida utilizando 

secuencias del gen 18S, incluyendo nuevos casos en anfibios neotropicales. 

 

3) Revisar la clasificación taxonómica de Dermocystida en base al análisis filogenético, 

principalmente de las especies parásitas de anfibios. 

 

4) Reevaluar el estatus taxonómico de Dermosporidium hylarum Carini. 

 

 

Materiales y Métodos 
 

Sitios de estudio y colecta de ejemplares 

 

Uruguay. Entre setiembre de 2009 y agosto de 2012 se realizaron colectas de anfibios no 

sistemáticas en numerosas localidades del centro-este del país. Los sitios de estudio se 

situaron principalmente en ambientes de serranías de la Cuchilla Grande, y en zonas de 

arenales costeros del Río de la Plata y costa Atlántica.  

 

Brasil. Durante el período comprendido entre el 29 de octubre y el 4 de noviembre de 2014 se 

realizaron colectas de anfibios en el estado de São Paulo, en la ciudad de Tietê y alrededores, 



101 
 

localidad tipo de Dermosporidium hylarum. Se muestrearon también algunas localidades 

cercanas en los Municipios de São Carlos y Rio Claro. Los hábitats muestreados 

correspondieron al bioma Cerrado (Tietê y alrededores) y a mosaicos de Cerrado y Mata 

Atlántica. Carini (1940) indica como hospedadores de D. hylarum a ejemplares del anuro 

hílido “Hyla rubra”, actualmente un complejo de especies en el grupo ruber del género 

Scinax (ver Frost 2016). Por este motivo se procuró principalmente la colecta de estos hílidos.  

Todos los ejemplares colectados (ver Apéndice 2) fueron transportados al laboratorio, 

sacrificados mediante anestésicos y procesados según se detalla en el Capítulo 2.  

 

Registro de lesiones y diagnóstico  

 

Todos los especímenes fueron examinados bajo lupa binocular a 10X en busca de lesiones 

cutáneas compatibles con infección por Dermocystida. En aquellos que presentaron infección 

cutánea se realizó un examen post-mortem para observar la presencia de lesiones, sin 

extracción de las vísceras. Los hallazgos patológicos fueron fotografiados con magnificación, 

y el diagnóstico histopatológico se realizó según procedimientos descriptos en el Capítulo 2. 

 

Técnicas moleculares 

 

Se utilizaron muestras de esporangios de nódulos cutáneos, disecados bajo lupa binocular, 

fijados en etanol 95 % v/v y almacenados a -20 ºC hasta su procesamiento. Las mismas se 

obtuvieron de siete ejemplares adultos de Hypsiboas pulchellus del sur de Uruguay, 

provenientes de Valentines (MNHN 9477), Dpto. de Treinta y Tres, y de los alrededores de 

La Paloma (BKT 3478, 3494, 3553, 3558, MNHN 9478, 9507), Dpto. de Rocha, y dos 

ejemplares adultos de Scinax fuscovarius (Hylidae) de los alrededores de Rio Claro, estado de 

São Paulo, Brasil (CFBH 39120, 39121). La técnica de extracción de ADN se indicó 

previamente en el Capítulo 2. Las reacciones de PCR se realizaron en base a dos protocolos. 

El primero incluyó una desnaturalización inicial de 2 min a 94° C, seguida de 10 ciclos con 

desnaturalización de 2 min a 94° C, 30 s de “annealing” a 60° C (disminuyendo 1° C en cada 

ciclo) y 45 s de extensión a 72° C, y luego 30 ciclos con una temperatura de annealing de 50° 

C y una extensión final de 5 min a 72° C, los cebadores utilizados, específicos de los 

Ichthyosporea, permiten amplificar un fragmento de aproximadamente 800 pb del gen 18S 

ARNr: 18S-EUK581L-F (5'-ATCAACTTTCGRTGGTAAGGTA-3') y 18S-EUK1134-R (5'-
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TTTAARKTTCAGCCTTGSG-3') (Raffel et al. 2008). El segundo protocolo utilizado 

consistió de una incubación inicial de 2 min a 94° C, 40 ciclos de 1 min a 94° C, 1 min a 55° 

C y 3 min a 72° C, con 7 min finales a 72° C; las secuencias de los cebadores en este caso 

fueron las siguientes: 5'-TAAGCCATGCATGTCAAGTATAA-3' y 5’-

ACTAGGAATTCCTCGTBAAGATS-3’, que producen un fragmento de aproximadamente 

1400 pb (Feldman et al. 2005). Los resultados de ambas rutinas se analizaron por 

electroforesis en poliacrilamida (12 %), y algunos productos de PCR se purificaron y 

secuenciaron en ambos sentidos según se describe en el Capítulo 2. Las secuencias obtenidas 

se depositaron en GenBank. 

 

Análisis genéticos y filogenéticos 

 

Las secuencias en forma de cromatogramas fueron editadas a ojo con el programa Chromas®. 

Su calidad fue controlada en el programa CLUSTAL X realizando alineamientos con la 

secuencia EF493028 de Amphibiocystidium viridescens (Raffel et al. 2008) y eliminando las 

zonas correspondientes a las secuencias de los cebadores. Para el análisis filogenético se 

utilizaron secuencias disponibles en GenBank, incluyendo las distintas cepas conocidas de 

Rhinosporidium seeberi. Se utilizaron como grupo externo secuencias de Capsaspora 

owczarzaki (AF436886, Hertel et al. 2002) e Ichthyophonus hoferi (U43712, Spanggaard et 

al. 1996), y el árbol se enraizó con el hongo Aspergillus fumigatus (M60300, Barns et al. 

1991). El muestreo de Dermocystida se presenta en la tabla 6.1.  

El análisis empleó una aproximación de homologías estáticas, con alineamiento apriori de 

las secuencias con el programa MAFFT v7 (Katoh & Standley 2013; disponible en: 

http://mafft.cbrc.jp/alignment/software/). Los análisis fueron hechos con programa TNT 

(Goloboff et al. 2008; disponible en: http://www.cladistics.com/Downloads.html), que utiliza 

parsimonia como criterio de optimalidad. Los “gaps” no fueron considerados como un quinto 

estadio. La estrategia de búsqueda de árboles consistió de 1000 rondas de RAS (“random 

addition sequence”) + TBR (“tree bisection and reattachment”) guardando hasta 100 árboles 

por réplica. Como medidas de soporte se emplearon el índice de Boostrap y la técnica de 

Jackknife utilizando las rutinas “default” del programa para matrices de datos pequeñas, en el 

primer caso con búsquedas estándar (sin reemplazo) de 100 réplicas colapsando los árboles 

por debajo de 1, y en el segundo consideran una probabilidad de remoción para cada caracter 

de 0,36 y calculando las frecuencias absolutas de cada grupo (Goloboff et al. 2008). 
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 TABLA 6.1. Muestreo de secuencias del gen 18S obtenidas de GenBank para el análisis 
filogenético de Dermocystida. 

Taxón 
Número de acceso en 

GenBank 
Fuente 

Amphibiocystidium sp. EU650666 Di Rosa & Fagotti (no publicado) 

Amphibiocystidium sp. GU232541‒GU232543 González-Hernández et al. (2010) 

Amphibiocystidium ranae AY550245, AY692319 Pereira et al. (2005) 

Amphibiocystidium viridescens EF493028‒EF493030 Raffel et al. (2008) 

Amphibiothecum penneri AY772000, AY772001 Feldman et al. (2005) 

Dermocystidium sp. U21336 Ragan et al. (1996) 

Dermocystidium fennicum AF533950 Pekkarinen et al. (2003) 

Dermocystidium percae AF533941‒AF533949 Pekkarinen et al. (2003) 

Dermocystidium salmonis U21337 Ragan et al. (1996) 

Rhinosporidium rwandae KP172222 Scheid et al. (2015) 

Rhinosporidium seeberi 

AF118851 Herr et al. (1999) 

AF158369 Fredericks et al. (2000) 

AY372365 
Silva et al. (2005) 

AF399715 

JQ231220 Burgess et al. (2012) 

Sphaerothecum destruens 
L29455 Kerk et al. (1995) 

AY267344‒AY267346 Arkush et al. (2003) 

 

Resultados 
 

Revisión taxonómica 

 

Rhinosporidium. La rinosporidiosis fue descripta por Seeber (1900) en un trabajo de tesis 

para acceder al título de Doctor en Medicina en Buenos Aires, Argentina, bajo la dirección del 

Prof. R. Wernicke. En el mismo se estudiaron dos casos de afección nasal en humanos, uno de 

ellos identificado por el Dr. Malbrán en 1892, pero sin adjudicar un nombre al 

microorganismo. Éste se describe como un patógeno del tejido conjuntivo y aparentemente de 

reproducción asexuada, con esporangios de hasta 230 µm que cuyas esporas maduras miden  

7‒9 µm. La primera denominación recibida es “Coccidium seeberia. ‒ Wernicke, 1900” en el 

libro Tratado de Parasitología Animal de Belou (1903, p. 62), publicado también en Buenos 

Aires. El mismo es una sugerencia de Wernicke en honor a su alumno (Ashworth 1924), hcha 

en 1900 y recogida por Belou (1903). Las publicaciones de Seeber (1900) y Belou (1903) 

pasan varios años inadvertidas para autores del viejo mundo. Minchin y Fantham (1905), 
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describen entonces casos en humanos de la India, y nombran al microorganismo responsable 

Rhinosporidium kinealyi. La validez de este nombre es cuestionada poco después por Seeber 

(1912, fide Ashworth 1924), quien indica la prioridad de seeberi. 

Las relaciones taxonómicas de Rhinosporidium seeberi fueron durante mucho tiempo 

inciertas y controversiales hasta tiempos recientes, siendo considerado un protista cercano a 

diversos grupos de eucariotas e incluso de procariotas. Seeber (1900) lo relaciona a 

Coccidioides immitis causante de la coccidiomicosis, una micosis sistémica de zonas secas de 

América descubierta en 1892 por Posadas y Wernicke (Negroni 2011). Beattie (1906) lo 

asocia con los Neosporidia, al igual que Minchin & Fantham (1905) y Ridewood & Fantham 

(1907) quienes a su vez lo consideran parte de los Haplosporidia, un grupo que incluyó 

históricamente diversos taxones que se pensaba afines a hongos inferiores (Ashworth 1924). 

Awerinzew (1910) no incluye a Haplosporidia en Neosporidia y lo relaciona a Mycetozoa y 

Amoebina. En concordancia con autores previos, Laveran & Pettit (1910) proponen un 

parentesco con los haplosporidios. Autores posteriores asocian Halposporidia con Rhizopoda, 

y también a Rhinosporidium con Phycomycota como Chytridinae (Ashworth 1924). 

Un siglo después del descubrimiento de Rhinosporidium seeberi, dos trabajos confirman 

independientemente con caracteres moleculares su cercano parentesco con el DRIP (Herr et 

al. 1999; Fredericks et al. 2000), nombre utilizado por Ragan et al. (1996) para un clado 

formado por parásitos de peces de los géneros Dermocystidium, Ichthyophonus y el “Rosette 

agent” (Sphaerothecum). Con este grupo de patógenos se constituye la Clase Ichthyosporea 

(Cavalier-Smith 1998). Sin embargo, la polémica sobre la posición taxonómica de R. seeberi 

continuó ya que algunos trabajos asignaron a este patógeno secuencias de ADN que 

correspondían a hongos (Thankamani & Lipin Dev 2012) y cianobacterias (Ahluwalia et al. 

1997; Ahluwalia 2001; ver también Mendoza et al. 2001a). A pesar de este prolongado debate 

en la comunidad científica, se considera actualmente a R. seeberi como un miembro de la 

Clase Ichthyosporea (ver Mendoza et al. 2001, Mendoza et al. 2002, Vilela & Mendoza 2012 

y Glockling et al. 2013). La afinidad entre Rhinosporidium y parásitos del género 

Dermocystidium hallados en peces fue sugerida tempranamente por Dunkerly (1914) y 

también por Carini (1940), quien señala además un cercano parentesco entre éstos y la especie 

parásita de anfibios por él descripta Dermosporidium hylarum.  

Desde su descripción, Rhinosporidium seeberi ha sido utilizado casi exclusivamente para 

nombrar patógenos de homeotermos. Algunos microorganismos asignados a Rhinosporidium 

identificados en el hombre y en aves y mamíferos domésticos en varios continentes, son 

consideradas hoy día sinónimos de R. seeberi (Rhinosporidium amazonicum, Rhinosporidium 
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ayyari, Rhinosporidium canis, Rhinosporidium cygnus, Rhinosporidium equi; Vilela & 

Mendoza 2012). Silva et al. (2005) encontraron que secuencias del gen 18S obtenidas de 

humanos de la India y Sri Lanka, y de aves y caninos de Norteamérica presentaron escasa 

variación, considerando entonces que la rinosporidiosis en estos hospedadores es causada por 

diferentes cepas de R. seeberi. Más recientemente Burgess et al. (2012) estudian un caso de 

rinosporidiosis en un equino exportado desde Argentina hacia Canadá y obtienen un 

fragmento de 358 pb del gen 18S (# acceso a GenBank JQ231220). El mismo presentó 100% 

de identidad con secuencias de R. seeberi publicadas previamente por Herr et al. (1999) y 

Fredericks et al. (2000), obtenidas a partir de infecciones en humanos de Sri Lanka y en un 

canino de EEUU respectivamente (incluyendo las secuencias AF118851 y AF158369 

utilizadas en este estudio). Resultados similares son reportados por Leeming et al. (2007) 

quienes estudian casos de rinosporidiosis en equinos importados al Reino Unido también 

desde Argentina, indicando que la amplificación de un fragmento de 369 pb del gen 18S 

presentó una coincidencia exacta con las mismas secuencias de referencia mencionadas.  

La evidencia disponible apoya la hipótesis de que Rhinosporidium seeberi, descripto 

originalmente en Argentina, es un patógeno cosmopolita adaptado a diferentes hospedadores 

aves y mamíferos. Una excepción es la consideración de Vilela y Mendoza (2012) de incluir 

en su sinonimia al parásito de anfibios Dermosporidium hylarum. Por último cabe mencionar 

que Scheid et al. (2015) describen durante el transcurso de este estudio a Rhinosporidium 

rwandae, parásito de anfibios africanos del género Hyperolius. En su análisis filogenético este 

nuevo patógeno resultó ser la especie hermana de R. seeberi (ver figura 6.3). 

Dermocystidium. Poco después del descubrimiento de Rhinosporidium seeberi, Pérez 

(1907) describe a Dermocystis pusula parásito de la piel del tritón Triturus marmoratus en 

Francia, causante de una enfermedad nodular quística (ver figura 6.2). El género Dermocystis 

ya había sido utilizado por Stafford (1905) para trematodos parásitos de peces, y por este 

motivo Pérez (1908) propone para su especie la combinación Dermocystidium pusula. Pérez 

(1907) reconoce la dificultad de establecer sus afinidades con otros protistas, y plantea una 

posible relación con hongos Entomophthorales. Posteriormente sugiere que por el aspecto del 

núcleo se trata de un hongo (Pérez 1913). Alexeieff (1911) por su parte lo relaciona con 

Blastocystis perteneciente a los Ascomycota, y De Beauchamp (1914) indica un posible 

parentesco con Chytridiomycota debido a la observación de zoosporas.  

Guyénot & Naville (1922) poco tiempo después describen una nueva especie en la piel de 

anfibios anuros en Europa (Rana temporaria), Dermocystidium ranae. Numerosas especies 

parásitas de peces son descriptas en este género, de las cuales solamente unas pocas han sido 
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incluidas en estudios moleculares, resultando el mismo polifilético (Feldman et al. 2005; 

Pereira et al. 2005; Raffel et al. 2008; Vilela & Mendoza 2012).  

Dermomycoides. Este género es propuesto por Granata (1919) para un parásito de la piel 

de Lissotriton vulgaris (como Triturus vulgaris) al que denomina Dermomycoides beccarii, y 

señala su semejanza con Dermocystidium pusula. Por su parte Poisson (1937) describe una 

segunda especie del género, Dermomycoides armoriacus, parásito de la piel en Lissotriton 

helveticus (como Triturus palmatus). Este autor menciona la formación de zoosporas en D. 

armoriacus, más complejas que las entonces conocidas para hongos del Orden Chytridiales, y 

los incluye en los Archimycota.  

Hepatosphera. Gambier (1924) describe un parásito causante de enfermedad hepática en 

Triturus cristatus y lo llama Hepatosphera molgarum. Este autor encuentra también cicatrices 

cutáneas similares a las producidas por Dermocystidium pusula, y asume que ambos tipos de 

lesiones son causadas por el mismo parásito. Si bien encuentra que las relaciones de 

Hepatosphera son difíciles de precisar, encuentra una cercanía mayor con los hongos que con 

los protozoarios. El trabajo de Gambier (1924) es escasamente citado y discutido en la 

literatura (Poisson 1937; Brož 1944; Raffel et al. 2008). Esto se debe posiblemente a que no 

se han registrado otros casos similares de infección hepática y cutánea en anfibios 

aparentemente asociadas al mismo patógeno.  

Dermosporidium. Este género es creado por Carini (1940) para Dermosporidium 

hylarum, señalando la gran similitud morfológica que presenta con Rhinosporidium y 

Dermocystidium. Dicho autor diferencia a Dermosporidium de Rhinosporidium por parasitar 

anfibios, presentar esporangios de mayor tamaño (400‒500 vs 200‒250 µm), y localizarse en 

la piel ya que Rhinosporidium afecta principalmente mucosas. Distingue además a D. hylarum 

de las especies de Dermocystidium entonces conocidas por tener sus endosporas múltiples 

cuerpos de inclusión, en vez de uno solo que desplaza el núcleo y citoplasma hacia la periferia 

de la célula. En base a este último criterio otras especies son asignadas a Dermosporidium. En 

primer lugar Weiser (1949) describe Dermosporidium truttae como parásito de la trucha 

Salmo trutta fario (como Trutta fario). Posteriormente, tres especies parásitas de anfibios son 

descriptas, Dermosporidium granulosum y Dermosporidium multigranulare en anuros 

europeos del género Rana (Brož & Přívora 1952; Brož & Kulda 1954), y Dermosporidium 

penneri en sapos del género Anaxyrus (Bufonidae) de América del Norte (Jay & Pohley 

1981). 

La validez de las diversas especies de Dermosporidium parásitas de anfibios ha sido 

considerada en varios trabajos, siendo de Mello (1943) quien sugiere primero que D. hylarum 
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sería una adaptación de Rhinosporidium seeberi a un hospedador anfibio. En forma similar 

Herr et al. (1999) lo proponen junto a D. granulosum como sinónimos de R. seeberi debido a 

que parasitan vertebrados terrestres. Contrariamente, Pascolini et al. (2003) en una revisión 

morfológica incluyen a los parásitos de anfibios en el género Amphibiocystidium, 

reconociendo a las especies D. hylarum y D. granulosum, como Amphibiocystidium hylarum 

y Amphibiocystidium granulosum respectivamente. Comentan que el estatus taxonómico 

confuso de D. hylarum se debe a que Carini (1940) se refiere originalmente a éste como 

Rhinosporidium sp., pero en realidad este autor solamente hace mención a Rhinosporidium a 

los efectos de realizar comparaciones. Otros autores sugieren nuevamente en trabajos de 

revisión que D. hylarum es un sinónimo de R. seeberi (Arseculeratne & Mendoza 2005; 

Vilela & Mendoza 2012).  

Sphaerothecum. El género fue creado por Arkush et al. (2003) para el patógeno de peces 

Sphaerothecum destruens detectado en Norteamérica, e inicialmente conocido como “rosette 

agent” debido al aspecto de grupos de microorganismos en las preparaciones histológicas 

(Harrell et al. 1986). Éste fue recientemente detectado como un patógeno invasor perjudicial 

para especies nativas de Europa (Ercan et al. 2015).  

Amphibiocystidium. En el trabajo de Pascolini et al. (2003) se destaca que los 

esporangios de Dermomycoides, Dermosporidium, y Dermocystidium en hospedadores 

anfibios son indistinguibles histopatológicamente. Al no encontrar caracteres morfológicos 

diagnósticos diferenciales para estos géneros los consideran como nomina dubia en su 

aplicación a anfibios, pero no dudan de la validez de sus especies tipo Dermomycoides 

beccarii, Dermosporidium hylarum y Dermocystidium pusula respectivamente. A pesar de 

que los tres géneros antes mencionados fueron creados para parásitos de anfibios, los 

mencionados autores sugieren incluir a las especies de Dermocystida parásitas de estos 

hospedadores en el género Amphibiocystidium: Amphibiocystidium armoriacus, 

Amphibiocystidium beccarii, Amphibiocystidium granulosum, Amphibiocystidium hylarum 

(como “Amphibiocystidium hyalarum”), Amphibiocystidium penneri, Amphibiocystidium 

pusula y Amphibiocystidium ranae. Sin embargo no reconocen a Dermosporidium 

multigranulare, que es sinonimizada con A. ranae debido a la similitud de los esporangios. 

Pascolini et al. (2003) sugieren erróneamente que los caracteres utilizados por autores 

previos en la asignación de especies al género Dermosporidium son la forma de los 

esporangios y la presencia de septos alrededor de las esporas, considerando que los mismos 

no son suficientes para diferenciarlas de los Dermocystidium parásitos de anfibios. Con 

respecto a la creación del género Dermomycoides por Granata (1919), indican que dicho autor 
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propone la presencia de septos entre esporas, sitio de desarrollo de los esporangios y la 

reacción tisular del hospedador como característicos de estos parásitos. Por el contrario, 

Granata (1919) únicamente sugiere una afinidad morfológica entre Dermomycoides y 

Dermocystidium, sin indicar caracteres diferenciales relevantes. 

La creación de Amphibiocystidium es justificada además por Pascolini et al. (2003) con el 

argumento de que las especies parásitas de anfibios se diferencian claramente de las de peces 

por presentar esporangios de variado tamaño y en diversos tejidos, con la eventual formación 

de zoosporas. Cabe resaltar que la morfología de los dermocistidios parásitos de ambos tipos 

de hospedadores es muy similar, al igual que la histopatología de las lesiones que producen 

(Hoshina & Sahara 1950; Elkan 1962; Červinka & Vítovek 1974; Feist et al. 2004; ver 

incluso Pascolini et al. 2003, p. 70). 

Por otra parte Pascolini et al. (2003) sugieren reservar Dermocystidium para especies 

parásitas de peces con el criterio de evitar inestabilidad taxonómica debido a la cantidad de 

literatura disponible sobre el género en estos hospedadores. En este sentido designan a 

Amphibiocystidium ranae y Dermocystidium salmonis como especies tipo de 

Amphibiocystidium y Dermocystidium respectivamente. La asunción implícita de que los 

dermocistidios de anfibios constituyen un grupo natural es refutada por los resultados de 

varios análisis filogenéticos en los que Amphibiocystidium se recupera como parafilético 

(Vilela & Mendoza 2012) o polifilético (Raffel et al. 2008; Scheid et al. 2015; este estudio). 

Raffel et al. (2008) describen una nueva especie parásita de tritones norteamericanos 

Notophthalmus viridescens, y conservadoramente la incluyen en el género Amphibiocystidium 

como Amphibiocystidium viridescens. 

Casos recientes de hallazgo de infección en urodelos de Europa occidental han sido 

considerados como causados por formas no identificadas de Amphibiocystidium 

(Amphibiocystidium sp.; Duffus & Cunningham 2010; Curtois et al. 2013; Stark & Guex 

2014). 

Dermotheca. Pereira et al. (2005) sugieren este género para Dermocystidium percae, en 

base a caracteres morfológicos y los resutaldos de su análisis filogenético, en el que esta 

especie se recuepra como basal en Dermocystida.  

Amphibiothecum. La reunión de especies de Dermocystida con múltiples granulaciones 

en el citoplasma en el género Dermosporidium (ver Jay & Pohley 1981) es cuestionada por el 

trabajo de Feldman et al. (2005). Estos autores crean el género Amphibiothecum para 

Dermosporidium penneri debido a su marcada divergencia genética con respecto a 

Amphibiocystidium ranae, designada especie tipo del género por Pascolini et al. (2003).  
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Nuevos hallazgos de infección por Dermocystida 

 

Uruguay. El primer ejemplar en el que se observaron lesiones macroscópicas típicas de 

infección por Dermocystida fue un macho adulto de Hypsiboas pulchellus colectado por el 

autor y F. Kolenc en Valentines, Dpto. de Treinta y Tres (33º15'11'' S, 55º06'36'' W), el 5 de 

setiembre de 2009, MNHN 9477. Presentaba numerosos nódulos en piel, principalmente en el 

dorso, algunos de ellos con pequeñas úlceras, evidentes con magnificación, figura 6.4 A la 

histopatología se identificaron en los nódulos esporangios capsulados de aproximadamente 

500 µm, localizados en el tejido subcutáneo, y repletos de endosporas, figura 6.4 B. Las 

endosporas presentaron comúnmente una gran inclusión central, y menos frecuentemente 

múltiples granulaciones, figura 6.5.  

Ejemplares adultos de H. pulchellus de otras tres localidades presentaron lesiones 

similares: MNHN 9478, La Paloma (34º38'29'' S, 54º12'39'' W), Dpto. de Rocha, 11 de agosto 

de 2011; MNHN 9479, Río Tacuarí (32º32'45'' S, 54º05'47'' W), Dpto. de Cerro Largo, 23 de 

agosto de 2012; BKT 3466, Laguna de Rocha (34º39'45'' S, 54º13'14'' W), Dpto. de Rocha, 29 

de setiembre de 2012. La infección no se detectó en otras especies de anuros de estos sitios 

(ver Apéndice 7). La localización geográfica de los ejemplares se indica en la figura 6.6. 

 

FIGURA 6.4. Infección por Dermocystida en Hypsiboas pulchellus MNHN 9477, Valentines, Dpto. 
de Treinta y Tres, Uruguay (5/IX/2009). A, lesiones nodulares en cabeza y dorso. B, corte histológico 
de un nódulo. Se observa un esporangio repleto de endosporas, tinción H&E. Barra = 200 µm. 
Abreviaturas: d, dermis; e, epidermis, es, esporangio; gs, glándula serosa. 
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FIGURA 6.5. Infección por Dermocystida en Hypsiboas pulchellus, La Paloma, Dpto. de Rocha, 
Uruguay. A, endosporas, la mayoría con una gran inclusión central; preparación histológica de 
ejemplar MNHN 9477, tinción H&E. Barra = 20 µm. B, endosporas con múltiples granulaciones, 
dispuestas en cadenetas (flecha blanca), y unidas por “puentes” de aspecto mucilaginoso (flecha 
negra); preparación histológica de ejemplar MNHN 9506, tinción H&E. Barra = 20 µm.  

 

 

 

 

FIGURA 6.6. Distribución geográfica de los hallazgos de infección por Dermocystida en 
Hypsiboas pulchellus en Uruguay. Localidades: 1, Río Tacuarí; 2, Valentines; 3, La Paloma; 
4, Laguna de Rocha. 
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Brasil. Se capturaron 41 ejemplares pertenecientes a 2 especies de Scinax del grupo ruber, 

Scinax fuscovarius (n = 39) y Scinax similis (n = 2). En una muestra de 18 ejemplares de la 

primera colectados en un área abierta agrícola-ganadera en los alrededores de Rio Claro 

(22º33' S, 47º71' W), 2 presentaron lesiones cutáneas asimilables a infección por 

Dermocystida, CFBH 39120 y 39121. Ambos presentaron un buen estado general y de las 

masas musculares, y no exhibieron posturas o comportamientos anormales. A la disección 

bajo lupa binocular, sin extracción de las vísceras, no se detectaron lesiones internas. 

El ejemplar CFBH 39120 (macho, LHC 39,4 mm), presentó un único nódulo de unos 0,5 

mm de diámetro en proceso de ulceración, en la piel del flanco izquierdo próximo a la zona 

inguinal, moderadamente elevado sobre la superficie corporal y que a la disección evidenció 

un contenido blanquecino, figura 6.7. Este caso fue asignado a Dermosporidium hylarum 

debido a la localización geográfica, hospedador y patología macroscópica.  

(1) Localización geográfica. El sitio de colecta, Sitio Cantaclaro, está aproximadamente 

100 km al norte de Tietê, localidad tipo de Dermosporidium hylarum.  

 (2) Hospedador. El hospedador originalmente reportado por Carini (1940) es el anfibio 

hílidos “Hyla rubra”, actualmente un complejo de especies del grupo ruber del género Scinax 

(ver Frost 2016). Una de estas especies, S. fuscovarius, es muy común en Tietê y alrededores, 

y muy probablemente es la especie correspondiente a los cientos de ejemplares de esta 

localidad estudiados por Carini. El espécimen CFBH 39120 fue colectado en una época 

coincidente con los hallazgos de Carini (1940) en octubre y noviembre, al comienzo de la 

estación lluviosa.  

(3) Patología. Las lesiones macroscópicas indicadas por Carini (1940) en la descripción 

de Dermosporidium hylarum son: nódulos en piel levemente protruidos (“A pele não 

apresentava alterações, só aparecia ligeiramente levantada…”) de aproximadamente 1 mm, 

conteniendo quistes circulares u ovlados (“…quistos arredondados u ovalares, situados na 

derma, logo debaixo da camada epitelial…”), con un contenido blanquecino y blando 

(“…uma substancia branca, móle…”). 

El contenido del nódulo el ejemplar CFBH 39120 se utilizó para extraer ADN, e incluir la 

secuencia correspondiente en el análisis filogenético. 
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FIGURA 6.7. Infección por Dermocystida en Scinax fuscovarius CFBH 39120, Rio Claro, 
São Paulo, Brasil (3/XI/2014). La flecha indica un nódulo en piel del flanco izquierdo 
(flecha), conteniendo un esporangio de color blanquecino. Barra = 1 mm.  

 

 

El ejemplar CFBH 39121 (macho, LHC 43,5 mm), presentó seis pequeñas lesiones 

nodulares en la piel dorsal de la cabeza y ocho en la región dorsal del tronco de aspecto 

ulceroso y color grisáceo, apenas elevadas sobre la superficie corporal, figura 6.8 A. Un 

nódulo situado en la región anterior y medial al ojo derecho fue procesado para 

histopatología, figura 6.8 B, C. El mismo presentó una cavidad de aproximadamente 150 x 

200 µm delimitada por una delgada capa de células aplanadas, conteniendo un esporangio con 

una fina cápsula eosinofílica de unas 10 µm de espesor, figura 6.8 B. Éste pareció estar en un 

estadio inmaduro ya que no se visualizaron esporas con una silueta definida, siendo su 

contenido homogéneo y basófilo, ver figura 6.8 C. El contenido de una de las lesiones fue 

utilizado para extraer ADN, las secuencias correspondientes se incluyeron en el análisis 

filogenético como BR2. La localización geográfica de los nuevos casos de infección por 

Dermocystida en ejemplares de Scinax se muestra en la figura 6.9. 
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FIGURA 6.8. Infección por Dermocystida en Scinax fuscovarius CFBH 39121, Rio Claro, São Paulo, 
Brasil (3/XI/2014). A, lesiones ulceradas en el dorso de la cabeza (flechas). Barra = 2 mm. El recuadro 
muestra la lesión indicada por la flecha blanca (barra = 1 mm). B, corte histológico de una lesión, 
tinción H&E, vista panorámica. Barra = 200 µm. C, misma imagen a mayor aumento. Barra = 50 µm. 
Abreviaturas: d, dermis; e, epidermis; es, esporangio; gm, glándula mucosa. 

 
 

Análisis genéticos y filogenéticos  

 

Se obtuvieron secuencias a partir de dos de las siete muestras de ejemplares de Hypsiboas 

pulchellus de Uruguay, KU982983 (MNHN 9507, La Paloma) y KU982984 (MNHN 9477, 

Valentines), y de los dos ejemplares de Scinax fuscovarius de Rio Claro, Brasil, KU982982 

(CFBH 39120) y KU982985 (CFBH 39121). Las primeras presentaron una longitud de 780 y 

1469 pb respectivamente y fueron 100 % homólogas, indicando que se trata del mismo 

patógeno. Las secuencias de Brasil presentaron longitudes de 1380 y 1351 pb 

respectivamente, y se incluyeron en el análisis como Dermosporidium hylarum y una especie 

no identificada de Dermocystida.  
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FIGURA 6.9. Localización geográfica de Dermocystida parásitos de anfibios en el sureste de 
Brasil, estado de São Paulo. Localidades: 1, Tietê (localidad tipo de Dermosporidium hylarum, 
Carini 1940); 2, Sitio Cantaclaro, Rio Claro (este estudio). 

 

 

Las relaciones filogenéticas en la muestra se establecieron en base a una región homóloga 

de 1850 bases. Las secuencias analizadas sin tener en cuenta los “gaps” tuvieron un mínimo 

de 358 y un máximo de 1820 bases. El análisis produjo cinco árboles de 976 pasos, muy 

similares entre sí (Apéndice 5). La topología de consenso estricto se muestra en la figura 6.10. 

Dermocystida está conformado por tres clados principales con buen soporte. Uno de ellos 

incluye a la secuencia correspondiente a la especie de Dermocystida no identificada de Brasil 

obtenida en este estudio, como terminal hermano del patógeno de peces Sphaerothecum 

destruens, con el que guarda una divergencia de 2,5‒2,8 %. Otro de los clados está constituido 

por todas las secuencias disponibles del parásito de peces Dermocystidium percae. Un tercer 

clado presenta varios grupos bien diferenciados. Por un lado Amphibiothecum penneri aparece 

como grupo hermano de Amphibiocystidium sp. (González-Hernández et al. 2010), aunque 
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ambos taxones están bien diferenciados entre sí, con marcadas divergencias genéticas (> 7 

%), y a su vez con el resto de Dermocystida (> 3 %). Los restantes taxones aparecen en el 

análisis formando un clado con bajo soporte, con relaciones internas entre taxones no bien 

definidas y que incluye a Rhinosporidium seeberi. La divergencia genética interna en este 

clado es baja, en la mayoría de las comparaciones entre especies se sitúa entre 1 y 2 % 

(0,8‒4,1). Amphibiocystidium sp. de Uruguay resultó ser el terminal hermano de R. rwandae, 

mientras que Amphibiocystidium sp. parásito de Rana italica se agrupa con A. viridescens de 

Norteamérica. Las distancias genéticas se muestran en el Apéndice 6. 

 

Discusión 

 

Previo a este estudio la enfermedad por patógenos del Orden Dermocystida en Sudamérica era 

conocida principalmente por reportes de rinosporidiosis en mamíferos. La rinosporidiosis 

humana está ampliamente extendida en el continente, conociéndose casos principalmente de 

Argentina (Seeber 1900; Niño & Freire 1964), Brasil (de Mello 1943; Netto & Furtado 1973; 

da Silva et al. 1975), Chile (Brevis et al. 2010), Colombia (Vélez et al. 2011), Paraguay 

(Rolon 1974) y Venezuela (Stachowsky 1959). Si bien esta enfermedad tiene en general baja 

incidencia tanto en humanos como en animales domésticos, es endémica en algunas zonas de 

Brasil, Paraguay el norte de Argentina, donde afecta humanos y también equinos, caninos y 

bovinos (Niño & Freire 1964; Netto & Furtado 1973; Rolon 1974; Luciani & Toledo 1989; 

Romero et al. 2008). En el resto del continente es de hallazgo ocasional, aunque en 

condiciones favorables para el patógeno como el contacto permanente con ambientes 

acuáticos se ha observado alta incidencia en bovinos (Luciani & Toledo 1989). En Uruguay se 

difundió recientemente en internet un caso de infección de la mucosa nasal en un equino 

diagnosticado en 2008 en Barras del Tacuarí, Dpto. de Treinta y Tres (Arismendi 2008), y 

existe al menos un caso en humanos cuyos de talles no han sido publicados (Parodi 1930).  

En anfibios neotropicales se conocía solamente por un viejo reporte del sureste de Brasil 

anteriormente discutido (Carini 1940). La falta de diagnósticos posteriores puede explicarse 

por la escasa producción científica existente en la región sobre enfermedades infecciosas de 

anfibios, exceptuando la quitridiomicosis. Los nuevos casos aquí observados en anuros de los 

géneros Scinax e Hypsiboas amplían significativamente la distribución conocida de estos 

patógenos en la región centro-este de Sudamérica, donde su diversidad y rango de especies 

hospedadoras es seguramente mucho mayor.  
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FIGURA 6.10. Árbol más parsimonioso de los Dermocystida (consenso estricto). Los soportes de los 

nodos corresponden a Boostrap (superior) y Jackknife (inferior); los asteriscos indican valores de 

100%. Se indican números de acceso a GenBank, origen de las secuencias (  América del Norte;  

América del Sur;  Europa;  África;  Asia), y se representa el tipo de hospedador (  perca;  

salmónidos;  anfibios trepadores;  anfibios ránidos;  anfibio bufónido; ,   anfibios 

urodelos;  ganso;  perro;  caballo;   hombre). Abreviaturas: BR, Brasil; UY, Uruguay. 

 

 

Esto es válido también para amplias regiones de otros continentes como África y 

Norteamérica, donde existen pocos casos registrados en anfibios (Raffel et al. 2008; Scheid et 

al. 2015). Cabe destacar que en un reporte reciente de micosis cutánea en anfibios de Western 

Ghats, India, se presentan lesiones diagnósticas de infección por dermocistidios, nódulos 
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cutáneos ulcerados y esporangios capsulados repletos de endosporas, siendo posiblemente el 

primer caso conocido de Asia (Gururaja et al. 2011). En la región Neotropical más estudios 

son necesarios para conocer la distribución y diversidad de estos parásitos en anfibios.  

Los caracteres tradicionalmente utilizados para diferenciar géneros y especies de 

Dermocystida patógenas de anfibios han sido controvertidos, ya que la morfología de estos 

parásitos es bastante conservada. Algunos de ellos como la forma de los esporangios y el 

aspecto de las esporas puede ser variable incluso en una misma especie (Raffel et al. 2008; 

este estudio). La incorporación de caracteres moleculares ha permitido esclarecer las 

relaciones de parentesco entre los distintos taxones incluidos en Ichthyosporea. En el análisis 

realizado los géneros Amphibiocystidium y Dermocystidium aparecen como polifiléticos. En 

estudios previos Dermocystidium se comportó como un taxón polifilético (Feldman et al. 

2005; Pereira et al. 2005; Raffel et al. 2008; Vilela & Mendoza 2012; Scheid et al. 2015) y 

Amphibiocystidium como parafilético (Vilela & Mendoza 2012) o polifilético (Raffel et al. 

2008; Scheid et al. 2015). Los patógenos de anfibios agrupados actualmente en 

Amphibiocystidium no constituyen un grupo natural y la mayoría de ellos están cercanamente 

emparentados con patógenos de peces.  

Rhinosporidium seeberi aparece formando parte de un clado con divergencias genéticas 

internas relativamente bajas, que reúne a especies de Dermocystidium y las especies tipo 

Amphibiocystidium ranae y Dermosporidium hylarum. En el mismo el nombre 

Rhinosporidium tiene prioridad, lo cual implica sinonimizar con éste a los géneros 

Amphibiocystidium y Dermosporidium. Considero utilizar entonces la nueva combinación 

Rhinosporidium hylarum para la especie descripta por Carini (1940). Las secuencias de 

Rhinosporidium seeberi presentan muy baja variabilidad, lo cual está de acuerdo con la visión 

de esta especie como un patógeno de distribución cosmopolita, con cepas adaptadas a 

diferentes hospedadores (Silva et al. 2005; Vilela & Mendoza 2012). La inclusión en este 

estudio de la secuencia JQ231220 obtenida a partir de material topotípico (equino con 

rinosporidiosis de Argentina, Burgess et al. 2012) refuerza esta idea. 

Los casos de infección en Hypsiboas pulchellus del sur y este de Uruguay son los más 

australes conocidos para Dermocystida parásitos de anfibios. Las secuencias correspondientes 

presentaron muy poca variación con respecto a la publicada para Rhinosporidium rwandae 

KP172222 (0,2 %), por lo que en base a la evidencia disponible se le asigna aquí a dicho 

taxón. Es particularmente interesante además la semejanza existente entre ambas formas con 

respecto a las lesiones macroscópicas e histopatología (ver Scheid et al. 2015 y Capítulo 7 de 

esta tesis). Este patógeno de anfibios puede que se encuentre ampliamente distribuido y aún 
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subdiagnosticado. Su distribución disyunta podría explicarse por dispersión natural 

transoceánica entre América y África, como ya se ha comprobado para saurios gekónidos y 

aves (Arendt 1988; Gamble et al. 2011). 

En el caso de Amphibiocystidium sp. parásito de Rana italica de Italia, las secuencias 

resultaron idénticas a las de Rhinosporidium viridescens de Estados Unidos parásito del tritón 

Notophthalmus viridescens. Puede tratarse también de un caso de dispersión natural 

transoceánica o influida por actividades humanas ya que N. viridescens es comercializado en 

el mercado internacional de anfibios vivos, lo cual puede haber generado la introducción de 

patógenos asociados a esta especie en Europa. La dispersión de numerosos patógenos 

mediante organismos acuáticos utilizados en acuicultura ha sido ampliamente documentada 

en Europa, incluyendo la introducción de Sphaerothecum destruens, diseminado por el 

ciprínido invasor Pseudorasbora parva (Gozlan et al. 2005; Gozlan et al. 2009; Peeler et al. 

2011; Ercan et al. 2015). La dispersión a distancia también ha ocurrido con Rhinosporidium 

seeberi por el transporte de equinos vivos desde Sudamérica hacia Canadá y Europa 

(Lengfelder & Pospischil 1980; Leeming et al. 2007; Burgess et al. 2012).  

La consideración de la presencia de múltiples granulaciones en el citoplasma de las 

esporas, utilizada previamente para la asignación de especies al género Dermosporidium (ver 

Jay & Pohley 1981), carece de validez. Este carácter está presente en Rhinosporidium 

hylarum (Carini 1940), en Amphibiothecum penneri (Jay & Pohley 19819, en el parásito de 

peces Dermosporidium truttae (Weiser 1949), y es variable en los casos aquí estudiados de 

Rhinosporidium rwandae en Uruguay.  

La secuencia de Dermocystida sp. obtenida de microorganismos infectando el ejemplar 

de Scinax fuscovarius CFBH 39121 corresponde a una segunda especie del género 

Sphaerothecum. Es éste el primer registro del género fuera del hemisferio norte (Arkush et al. 

2003; Andreou et al. 2012), y también el primer caso de infección en anfibios. Es asimismo 

novedoso el hallazgo de infección por otro Dermocystida en la misma población de anfibios 

(Rhinosporidium hylarum). La enfermedad causada en peces por Sphaerothecum fue 

identificada en 1984 como una afección sistémica de salmónidos en EEUU, y el parásito 

causante denominado en un principio “rosette agent” dado el aspecto microscópico de grupos 

de microorganismos (Harrell et al. 1986). Este patógeno es intracelular, puede afectar 

múltiples órganos y no forma esporangios (Harrell et al. 1986; Arkush et al. 2003). El 

esporangio observado en el ejemplar CFBH 39121 probablemente corresponda a una etapa 

inmadura, ya que el aspecto de su contenido a la histopatología es muy similar al estadio 
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sincitial de esporangios de Ichthyophonus parásitos de anfibios (Goodchild 1953; ver figura 

8.5 del Capítulo 8).  

Las secuencias obtenidas por González-Hernández et al. (2010) asignadas por los autores 

a Amphibiocystidium sp. y obtenidas a partir de ejemplares de Lissotriton helveticus de Larzac 

en el sur de Francia, son aquí consideradas como correspondientes a Dermocystidium pusula 

descripto por Pérez (1907; 1908) en casos de infección de tritones de los alrededores de 

Bourdeaux, en el suroeste de dicho país (ca. 300 km W).  

Por su parte, la divergencia genética observada en Dermocystidium percae, justifica su 

consideración en el género Dermotheca como sugieren Pereira et al. (2005). Los cambios 

taxonómicos propuestos en base a los resultados obtenidos se muestran en la figura 6.11. Más 

estudios moleculares son necesarios para caracterizar mejor las relaciones de parentesco en 

Dermocystida, tanto para evaluar taxones cercanamente emparentados como para estudiar la 

validez de especies conocidas únicamente por su descripción morfológica (ej. 

Dermocsytidium granulosum, Hepatosphera molgarum). Esto permitiría esclarecer la validez 

de Dermomycoides, estableciendo si su especie tipo D. beccarii es o no un sinónimo de 

Dermocystidium pusula. Resta investigar también la identidad de microorganismos 

involucrados en reportes recientes de infección en anfibios Norteamérica que provisoriamente 

podrían referirse al Rhinosporidium (Green et al. 2002) y en Europa, que podrían atribuirse a 

Dermocystidium pusula en el caso de hospedadores urodelos y Rhinosporidium ranae en 

hospedadores anuros (Duffus & Cunningham 2010; Curtois et al. 2013; Stark & Guex 2014) 

hasta que se evalúe la especificidad de hospedador de estos patógenos. La información 

disponible sobre las especies parásitas de anfibios se resume en la tabla 6.2 

 

Redescripción de Rhinosporidium hylarum (Carini 1940).  

Localidad tipo: Tietê (23º11' S, 47º71' W), estado de São Paulo, Brasil. Hospedador tipo: 

Scinax fuscovarius (Lutz, 1925), Hylidae, Amphibia, macho adulto, colectado en Sitio 

Cantaclaro, Distrito de Itapé, Município de Rio Claro, São Paulo (22º19' S, 47º42' W; 630 m 

s.n.m.), el 3 de noviembre de 2014, y depositado en la colección Célio F. B. Haddad, del 

Departamento de Zoologia de la Universidad Estadual Paulista - UNESP, Campus de Rio 

Claro, São Paulo, Brasil, CFBH 39120. Sitio de infección: piel dorsal y ventral, lesiones 

nodulares ulcerosas, con contenido de color blanquecino, figura 6.7. Descripción: parásitos 

de la dermis de S. fuscovarius. Esporangios esféricos de 0,5 mm, limitados por una cápsula de 

3‒4 µm de espesor, conteniendo numerosas esporas de esporas de 8‒10 µm de diámetro 
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(Carini 1940). Hapantotipo: secuencia parcial del gen 18S ARNr depositada en GenBank 

(KU982982), obtenida de S. fuscovarius CFBH 39120. Observaciones: ejemplares de otras 

especies de anfibios colectados en el sitio de estudio (ver Apéndice 2), no presentaron 

lesiones similares. 

 

 

FIGURA 6.11. Relaciones filogenéticas obtenidas en Dermocystida y nuevo ordenamiento 

taxonómico propuesto. 
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TABLA 6.2. Infección por Dermocystida en anfibios, presentación y diversidad de especies pertenecientes a los géneros Amphibiothecum, Dermocystidium, 
Dermomycoides (De), Hepatosphera, Rhinosporidium y Sphaerothecum. 

Especie Hospedador País  
Sitio de 

infección 
Forma y tamaño del 

esporangio (mm) 
Septos en 
esporangio 

Esporas 
(µm) 

Gránulos 
en esporas 

Zoosporas Fuente 

A. penneri Anaxyrus americanus, A. canorus EEUU 
Piel; enf. 

diseminada 
Esférico Sí  10‒12 Múltiples No 

Jay & Pohley (1981), 
Green & Sherman 
(2001), Green et al. 
(2002) 

D. granulosum Rana temporaria 
Rep. 

Checa 
Piel  Oval/esférico (1) Sí 10 Múltiples No 

Brož & Přívora 
(1952) 

D. pusula 
Alytes obstetricans, Lissotriton 
helveticus, Triturus cristatus, T. 
marmoratus 

Escocia, 
Francia  

Piel  Esférico  Sí/No  8‒10 
Único/ 

Múltiples 
No 

de Beauchamp 
(1914), Moral (1913), 
Pérez (1907; 1913), 
Duffus & 
Cunningham (2010), 
González-Hernández 
et al. (2010), Curtois 
et al. (2013) 

De. armoriacus Lissotriton helveticus Francia Piel  Esférico (0,5‒2)  No  2‒20 Uno o dos Sí  Poisson (1937) 
De. beccarii Lissotriton vulgaris Italia  Piel  Oval/esférico  No  4‒10 Múltiples No Granata (1919) 

H. molgarum 
Ichthyosaura alpestris, Lissotriton 
helveticus, Triturus cristatus 

Francia Piel, hígado ----- ----- 6‒10 ----- No Gambier (1924) 

R. hylarum Scinax fuscovarius Brasil Piel  Esférico (0,4‒0,5) No  8‒10 Múltiples No 
Carini (1940), este 
estudio 

R. ranae 
Alytes obstetricans, Pelophylax 
esculentus, Rana temporaria 

Francia, 
Holanda, 

Italia, 
Suiza 

Piel  “U” No 7‒9 
Único o 
multiples 

No 

Guyénot & Naville 
(1922), Remy (1931), 
Brož (1944), Brož & 
Kulda (1954), 
Pascolini et al. 
(2003), Stark & Guex 
(2014) 

R. rwandae 
Hyperolius lateralis, H. 
viridiflavus, Hypsiboas pulchellus 

Ruanda, 
Uruguay 

Piel, corazón Esférico (0,3‒0,8) No 4‒12 
Único/ 

Múltiples 
No 

Scheid et al. (2015), 
este studio 

R. viridescens Notophthalmus viridescens 
EEUU, 
Italia 

Piel, hígado Oval/esférico/”C”/  No  5‒9 Único  No 
Raffel et al. (2008), 
Federici et al. (2015) 

R. sp. Gyrinophilus porphyriticus EEUU Piel (?) ----- ----- ----- ----- ----- Green et al. (2002) 
S. sp. nov. Scinax fuscovarius Brasil Piel  Ovoide (0,15‒0,2) ----- ----- ----- No Este studio 
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Descripción de Sphaerothecum sp. nov.  

Localidad tipo: Sitio Cantaclaro, Distrito de Itapé, Município de Rio Claro, (22º19' S, 47º42' 

W; 630 m s.n.m.), estado de São Paulo, Brasil. Hospedador tipo: Scinax fuscovarius (Lutz, 

1925), Hylidae, Amphibia, macho adulto, colectado el 3 de noviembre de 2014, y depositado 

en la colección Célio F. B. Haddad, del Departamento de Zoologia de la Universidad Estadual 

Paulista - UNESP, Campus de Rio Claro, São Paulo, Brasil, CFBH 39121. Sitio de infección: 

piel dorsal, lesiones nodulares ulcerosas, con contenido de color grisáceo, figura 6.8. 

Descripción: parásitos de la dermis de S. fuscovarius. Esporangios (inmaduros) de 150‒200 

µm, cápsula de aproximadamente 10 µm y de contenido basófilo homogéneo. Hapantotipo: 

secuencia parcial del gen 18S ARNr depositada en GenBank (KU982985), obtenida de S. 

fuscovarius CFBH 39121. 
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Capítulo 7 
 

 

 

 

 

Rinosporidiosis en Hypsiboas pulchellus  
 

 

 

 

Resumen 
 

En este Capítulo se describe la infección por Rhinosporidium rwandae (Dermocystida) en 

anuros de la especie Hypsiboas pulchellus (Hylidae) de Uruguay. La misma se presenta 

principalmente como una infección cutánea, nodular y ulcerativa. Los ejemplares presentaron 

usualmente de uno a tres nódulos, con predilección por las regiones abdominal, pectoral y 

pericloacal. Los esporangios son esféricos (300–800 µm), se ubican en la dermis, con una 

cápsula de aproximadamente 3‒15 µm. Las endosporas miden 4–9 µm y su citoplasma 

presenta usualmente una gran inclusión. La infección fue más frecuente en otoño, con menor 

prevalencia en invierno y primavera, y no se detectó en el verano. En condiciones de 

laboratorio la enfermedad fue autolimitante y algunos intentos de transmisión directa fueron 

infructuosos. En numerosos ejemplares se observó coinfección con el hongo patógeno de 

anfibios Batrachochytrium dendrobatidis. El diagnóstico diferencial de infección por 

dermocistidios en H. pulchellus tuvo en cuenta principalmente manchas y pliegues cutáneos 

no patológicos, heridas, cicatrices, y parasitosis cutánea por ácaros (Trombiculidae). Las 

características macro y microscópicas de esta enfermedad así como su presentación 

estacional, se asemejan a lo reportado para otras especies de anfibios.  
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Introducción 

 

Las enfermedades de la piel en poblaciones silvestres de anfibios neotropicales han sido 

escasamente estudiadas, salvo por la quitridiomicosis, causada por el hongo quitridiomiceto 

Batrachochytrium dendrobatidis (ver Capítulos 3 y 4). En Uruguay, su hallazgo en especies 

nativas es reciente (Borteiro et al. 2009). Otras enfermedades infecciosas de la piel de los 

anfibios en condiciones naturales no habían sido reportadas en especies nativas hasta el 

presente estudio. En el Capítulo precedente se cita el hallazgo de infección por 

microorganismos unicelulares pertenecientes al Orden Dermocystida (Ichthyosporea) en 

anfibios de Uruguay. Estos parásitos de vertebrados afectan principalmente la piel y mucosas, 

y son patógenos de importancia en medicina humana y veterinaria por causar enfermedades 

crónicas potencialmente letales; sin embargo su estudio se ha visto muy limitado debido a que 

la mayoría son resistentes al cultivo in vitro (Vilela & Mendoza 2012; Arseculeratne & 

Mendoza 2005). El diagnóstico de la infección se realiza usualmente por histología 

convencional (Glockling et al. 2013). El patógeno más estudiado del grupo es 

Rhinosporidium seeberi, una especie cosmopolita que causa una enfermedad granulomatosa 

en el hombre y otros hospedadores homeotermos (Ashworth 1924; Karunaratne 1936; de 

Mello 1943). La rinosporidiosis se caracteriza por el desarrollo de pólipos principalmente en 

narinas y conjuntiva ocular, y es de gran importancia epidemiológica en medicina humana en 

algunas zonas de Asia (Arseculeratne & Mendoza 2005; Vilela & Mendoza 2012). En peces, 

diversas especies de Dermocystidium son importantes patógenos con el potencial de causar 

enfermedad severa (Rowley et al. 2013).  

Los dermocistidios parásitos de anfibios han sido asociados a episodios de morbilidad y 

mortalidad en Europa y Norteamérica (Pascolini et al. 2003; Raffel et al. 2008). Su ciclo de 

vida, incluidos los mecanismos de transmisión e infección son virtualmente desconocidos 

(Pascolini et al. 2003; González-Hernández et al. 2010). Algunas especies de Dermocystidium 

parásitas de peces producen zoosporas flageladas que infectan al hospedador y se enquistan en 

los tejidos. Cuando las formas infectantes ingresan al hospedador y alcanzan los tejidos 

blanco, desarrollan esporangios capsulados que dan origen a numerosas endosporas, que a su 

vez pueden liberarse y repetir el ciclo dentro del hospedador (Mendoza et al. 2002). La 

formación de esporas de vida libre al parecer son producidas también por Dermomycoides 

armoriacus parásito de anfibios (Poisson 1937).  
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Los anfibios infectados pueden reconocerse por la presencia de pequeños nódulos en la 

piel, que al examen histológico presentan esporangios en el estrato esponjoso de la dermis, 

usualmente son esféricos, con numerosas endosporas (Pascolini et al. 2003; Raffel et al. 

2008). Estos microorganismos miden entre 7 y 12 µm y el citoplasma está generalmente 

ocupado por una gran inclusión que desplaza los demás componentes (citoplasma “crescent-

shaped”; Jay & Pohley 1981; Pascolini et al. 2003; Raffel et al. 2008). Cuando los parásitos 

se han multiplicado y los esporangios maduran, éstos se abren al exterior apareciendo una 

úlcera en la piel por la cual se liberan las endosporas. Se desconoce el ciclo ulterior. Los 

reportes de enfermedad en órganos internos son raros (Raffel et al. 2008). 

La infección por dermocistidios en anfibios del Uruguay se descubrió durante el 

transcurso del presente estudio, y en el capítulo anterior los microorganismos causantes de 

esta afección fueron identificados como Rhinosporidium rwandae. En esta sección se 

describen las lesiones macroscópicas causadas por este patógeno en el anuro Hypsiboas 

pulchellus (Hylidae), el diagnóstico histológico, algunas sus características microbiológicas, y 

se estudian aspectos epidemiológicos básicos de la enfermedad. 

 

 

Objetivos 
 

Objetivo general 

 

Describir la infección por Rhinosporidium rwandae (Dermocystida) en el anuro 

Hypsiboas pulchellus de Uruguay. 

 

Objetivos específicos 

 

1) Identificar las lesiones macro y microscópicas características de la enfermedad.  

 

2) Describir la morfología de los microorganismos involucrados. 

 

3) Investigar la ocurrencia de variación estacional en la infección. 
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4) Obtener una aproximación a la especificidad de hospedador. 

 

5) Evaluar su asociación con infección por Batrachochytrium dendrobatidis. 

 

6) Discutir la importancia de estos hallazgos para la conservación de anfibios nativos. 

 

 

Materiales y Métodos 
 

Sitios de estudio 

 

Los sitios de estudio se ubicaron en cuatro localidades del sur y este de Uruguay, dos de ellas 

pertenecientes a la unidad de paisaje de Serranías, en los alrededores de Valentines (33º15'11'' 

S, 55º06'36'' W), Dpto. de Treinta y Tres, y proximidades del Río Tacuarí (32º32'45'' S, 

54º05'47'' W), Dpto. de Cerro Largo. Otros dos sitios muy próximos entre sí, pertenecen a la 

unidad de paisaje Arenales Costeros del Sur, en La Paloma (34º38'29'' S, 54º12'39'' W) y la 

Laguna de Rocha (34º39'45'' S, 54º13'14'' W), Dpto. de Rocha. 

Los hábitats muestreados fueron en cuerpos de agua naturales y artificiales. En La 

Paloma se trabajó en un cuerpo de agua artificial permanente (tajamar) con escasa vegetación 

herbácea utilizado como abrevadero de ganado en una zona de praderas. El mismo mide unos 

70 x 30 m y tiene una profundidad máxima cercana a los 2 m, figura 7.1 A. En la Laguna de 

Rocha el ambiente es un sistema de humedales con charcos temporales, semipermanentes y 

permanentes entre dunas costeras fijas muy próximo a la costa oceánica, figura 7.1 B. La 

vegetación en los alrededores es herbácea con parches de Acacia, y en los cuerpos de agua se 

destaca la presencia de Eryngium y Juncus. La profundidad máxima en el cuerpo de agua 

principal es de aproximadamente 1,3 m. En Valentines y el Río Tacuarí, los ambientes se 

encuentran en paisajes de serranías. En el primer caso el tapiz vegetal es de praderas naturales 

con escasa vegetación arbórea nativa. Los ejemplares de Hypsiboas se colectaron en un 

cuerpo de agua temporal pequeño de forma irregular, de unos 50 cm de profundidad, ubicado 

dentro de matorrales de pradera y contiguo a un parche de forestación con Eucalyptus, figura 

7.1 C. En el Río Tacuarí el cuerpo de agua muestreado fue un charco temporal de unos 20 m 

de diámetro y no más de 20 cm de profundidad en un área de praderas naturales con monte 

nativo serrano de tipo parque, figura 7.1 D. 
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FIGURA 7.1. Sitios de colecta de ejemplares de Hypsiboas pulchellus que presentaron infección por 
Rhinosporidium rwandae en Uruguay. A, tajamar en los alrededores de La Paloma, Dpto. de Rocha 
(30/IX/2012). B, charcos costeros temporales y semipermanentes en la Laguna de Rocha, Dpto. de 
Rocha (15/VIII/2010). C, charco temporal en Valentines, Dpto. de Treinta y Tres (22/III/2014). D, 
charco temporal en las cercanías del Río Tacuarí, Dpto. de Cerro Largo (24/VIII/2012). Las fechas 
corresponden a la captura de las imágenes. 

 

 

Muestreo y colecta de ejemplares 

 

Se colectaron ejemplares de Hypsiboas pulchellus y de otras especies de anfibios presentes en 

los sitios de estudio (ver Apéndice 2). Los acrónimos utilizados corresponden a los indicados 

en el Capítulo 2. En la población de H. pulchellus de los alrededores de La Paloma/Laguna de 

Rocha se pudieron realizar 6 muestreos adicionales durante el período setiembre de 2012 y 

abril de 2014 en diferentes estaciones del año, estudiándose un total de 139 ejemplares 

adultos. En un estudio previo se detectaron en este sitio casos de infección por el hongo 

Batrachochytrium dendrobatidis en larvas de anfibios, incluidos ejemplares de H. pulchellus 

(Borteiro et al. 2009). Por este motivo se registró simultáneamente la prevalencia de la 
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infección por este hongo y dermocistidios (individuos infectados/individuos colectados). Las 

prevalencias en cada estación se calcularon mediante el método de Wilson y se compararon 

mediante el test exacto de Fisher para pequeñas muestras, como se explica en el Capítulo 3, 

considerando un nivel de significación de 0,05 para rechazar la hipótesis nula de que la 

prevalencia en las distintas estaciones no difiere. La correlación entre ambas infecciones se 

evaluó mediante el coeficiente r de Spearman. Se asumió independencia entre los muestreos 

ya que los individuos colectados en cada uno no se liberaron, y el número de individuos por 

muestra fue pequeño en relación al número total de individuos presentes. Para los análisis se 

utilizó el programa STATISTICA 6.0®. 

 

Registro de lesiones macroscópicas y análisis 

 

Para el registro de lesiones cutáneas se consideraron distintas regiones corporales: (1) dorsal, 

(2) cabeza, (3) gular, (4) pectoral, (5) abdominal, (6) pericloacal, figura 7.2.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURA 7.2. Hypsiboas pulchellus, regiones anatómicas del tronco 
consideradas. A, en el dorso: c, cabeza; d, dorso; p, región pericloacal. B, en 
el vientre: g, región gular; pe, región pectoral; a, abdomen. 
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Las frecuencias de lesiones cutáneas de cada región anatómica se compararon mediante 

el test de Chi-cuadrado con 1 gl, utilizando como frecuencias esperadas el número total de 

nódulos, corregido por la fracción de superficie corporal que cada región representa (Raffel et 

al. 2008). La superficie corporal de cada región se estimó sobre fotografías digitales de 

ejemplares fijados, utilizando el programa Image J 1.45® (Abràmoff et al. 2004; disponible 

en: http://imagej.nih.gov/ij/download.html). A todos los ejemplares de Hypsiboas pulchellus 

se les practicó una inspección post-mortem para observar la presencia de lesiones en órganos 

de la cavidad celómica, sin extracción de las vísceras. 

 

Histología y microscopía electrónica 

 

Se realizaron preparaciones histológicas con muestras de tejidos que presentaron lesiones 

nodulares, fundamentalmente piel. Las muestras se tomaron mediante disección bajo lupa 

binocular, y se mantuvieron en el mismo líquido fijador de los especímenes disecados hasta 

su procesamiento y análisis microscópico. Las tinciones utilizadas fueron H&E, Gram y PAS. 

Los procedimientos se detallan en el Capítulo 2. A los efectos comparativos se hicieron 

preparaciones histológicas de piel de individuos en apariencia sanos o en su defecto de zonas 

libres de lesiones. 

Algunos nódulos de piel se disecaron para estudios de microscopía electrónica de 

transmisión, aproximadamente 1 mm3 de tejido fue fijado en 3 % glutaraldehído, luego 

transferido a tetróxido de osmio 1 %, deshidratado en etanol e incluido posteriormente en 

resina epoxi. Cortes ultrafinos de estas muestras fueron teñidos con citrato de plomo y acetato 

de uranilo, y luego examinados en un microscopio electrónico modelo JEM100CX (Japón), 

en el Instituto de Investigaciones Biológicas “Clemente Estable”, Montevideo. 

 

Estudios microbiológicos adicionales 

 

Se utilizó el contenido de algunos nódulos para intentar cultivar los microorganismos 

presentes y reproducir la enfermedad. Inmediatamente luego de ser sacrificado un ejemplar 

portador de la infección (MNHN 9479), se disecaron nódulos con instrumental estéril. El 

contenido de los mismos fue sembrado en varios medios de cultivo agar sangre y agar 

saboureau. Las colonias desarrolladas se estudiaron mediante frotis teñidos con tinción 15. 
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Éstos se compararon con frotis realizados por aplastamiento, obtenidos de nódulos de piel del 

ejemplar MNHN 9477. 

El contenido de otros nódulos fue frotado sobre la piel de dos ejemplares de Hypsiboas 

pulchellus en apariencia sanos. Un tercer ejemplar se mantuvo 48 hs semisumergido en un 

pequeño recipiente con un volumen de suero fisiológico de aproximadamente 10 x 4 x 1 cm al 

que se adicionó el contenido de un nódulo recién disecado. Los tres ejemplares fueron 

mantenidos en acua-terrarios por aproximadamente dos meses. 

 

 

Resultados 
 

Presentación de la enfermedad y lesiones macroscópicas 

 

La casi totalidad de los ejemplares de Hypsiboas pulchellus estudiados fueron machos 

adultos, que se capturaron mientras vocalizaban en sitios utilizados por la especie para la 

reproducción. Los especímenes afectados por la dermopatía nodular ulcerativa fueron 

identificados debido a la presencia de nódulos cutáneos presentes en número variable. Los 

mismos estaban aparentemente en buen estado general, y no se encontraron individuos 

emaciados, con posturas o comportamientos anormales. Tampoco se detectaron en los sitios 

de estudio ejemplares moribundos o muertos de H. pulchellus u otras especies de anuros 

afectados por la enfermedad. 

Los ejemplares afectados de Hypsiboas pulchellus presentaron nódulos cutáneos tanto en 

la piel de regiones dorsales como ventrales. El individuo más afectado (MNHN 9477) tenía 

aproximadamente 100 nódulos, la mayoría de ellos en piel de las regiones dorsales: 18 en la 

región dorsal de la cabeza, 57 en el dorso, 3 en la región gular, 6 en la región pectoral, 5 en 

abdomen y un acúmulo de numerosos nódulos pericloacales (ver figura 7.5 A). En el resto de 

los ejemplares con nódulos en piel (n = 22) el número de éstos varió entre 1 y 30, pero la 

mayoría presentó 1, 2 o 3 nódulos (13/25; 52,0 %), figura 7.3.  

La gran mayoría de los ejemplares (24/26, 92,3 %) presentó nódulos en las regiones de 

piel ventrales (gular, pectoral, abdominal), solamente dos de ellos presentaron nódulos 

únicamente en el dorso (7,7 %). La mayoría de los individuos con nódulos ventrales (58,3 %, 

14/24) tenía además nódulos en regiones dorsales (dorso y pericloacal). No se observaron 

nódulos en los miembros. 
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En el conjunto de individuos con lesiones cutáneas capturados entre abril de 2013 y abril 

de 2014 en La Paloma/Laguna de Rocha (n = 22), se contabilizaron 120 nódulos de piel. La 

distribución de los mismos fue asimétrica entre regiones anatómicas consideradas. Los 

nódulos se presentaron con predilección por las regiones pericloacal en la piel dorsal, y en las 

regiones pectoral y abdominal en la piel ventral. La frecuencia de nódulos observada cada 

región corporal y la superficie relativa de las mismas se indica en la figura 7.4.  

Los nódulos cutáneos tienen un aspecto variable durante su maduración, son en principio 

redondeados, elevados con respecto a la piel circundante y firmes a la presión, figura 7.5 A y 

B. Posteriormente comienza el proceso de ulceración de la piel sobre el nódulo y puede verse 

una región central blanquecina o grisácea correspondiente a la úlcera en vías de formación, lo 

cual es bien evidente con magnificación. En piel dorsal se observa a veces una zona más 

oscura correspondiente a la piel que comienza a necrosarse sobre la superficie del nódulo. 

Luego de la maduración y ulceración del nódulo tendría lugar la liberación de las endosporas. 

Un ejemplar infectado (MNHN 9479) fue mantenido en cautiverio durante aproximadamente 

dos semanas, y en el transcurso de unos pocos días los nódulos comenzaron a reducirse hasta 

dejar cicatrices apenas visibles, comparar figuras 7.5 C y D. Algunas imágenes del proceso de 

maduración de los nódulos cutáneos se muestran en la figuras 7.5 E-J. 

Los nódulos miden desde aproximadamente 0,5 mm cuando son aún inmaduros hasta 2 

mm en el caso de los ya ulcerados. A la disección su contenido es blanquecino, de aspecto 

húmedo y granular. La presencia de uno o escasos nódulos puede pasar fácilmente inadvertida 

para el observador en un examen a simple vista, aún en ejemplares vivos o recién fijados. La 

presencia de nódulos de pequeño tamaño puede ser difícil de detectar en ejemplares fijados. 

El examen de especímenes debe realizarse cuidadosamente con la ayuda de lupa binocular.  

Los intentos de cultivo y de transmisión horizontal de la enfermedad entre ejemplares de 

Hypsiboas pulchellus mantenidos en el laboratorio fueron infructuosos. 

 

Histopatología de la piel 

 

Al examen histológico los nódulos cutáneos presentaron esporangios aproximadamente 

esféricos, con un eje mayor entre 300 y 800 µm, ubicados en el estrato compacto de la dermis.  
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FIGURA 7.3. Infección por Rhinosporidium rwandae en Hypsiboas pulchellus, 
distribución de frecuencias de nódulos cutáneos por ejemplar (n = 22), La 
Paloma/Laguna de Rocha, IV 2013 - IV 2014. 

 

 

 

FIGURA 7.4. Infección por Rhinosporidium rwandae en Hypsiboas pulchellus, 
distribución de nódulos por región anatómica y porcentaje de superficie corporal de 
cada una representa (n = 22). 
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Los esporangios pueden aparecer aislados o en grupos, tienen una cápsula de 5 a 8 µm (3‒15) 

de espesor, y están repletos de endosporas de 4‒9 µm de eje mayor, figura 7.6. No se 

observaron endosporas fuera de los esporangios, salvo por artefactos de la técnica histológica, 

figura 7.6 A y B. Dentro de los esporangios se pueden observar zonas con una aparente mayor 

densidad de endosporas, que posiblemente correspondan a artefactos en las láminas, figura 7.6 

A-C. La cápsula es levemente basófila con la tinción H&E, GRAM negativa y PAS negativa, 

ver figuras 7.6 C, 7.7 A-C y 7.9 D. Las esporas son relativamente refractarias a estas 

tinciones, pero adquieren un tinte levemente basófilo con H&E, son GRAM negativas y PAS 

negativas, ver figuras 7.7 A-D. No se observó reacción inflamatoria granulomatosa en la piel 

o infección bacteriana secundaria. En frotis realizados por aplastamiento utilizando nódulos 

del ejemplar MNHN 9477 previamente fijado en formol y preservado en alcohol 70 % v/v, se 

observaron numerosos restos de paredes celulares de microorganismos (“tecas”), figura 7.8.  

Los esporangios se diferencian de las glándulas serosas en varios aspectos. El tamaño de 

éstas es menor, aproximadamente 100 µm de eje mayor. Su membrana basal está formada por 

una sola capa de células, que es marcadamente más delgada que la pared de los esporangios, 

figura 7.9 A. Las vesículas de secreción de las glándulas miden 2‒6 µm, siendo usualmente 

más chicas que las endosporas. Son además eosinofílicas con H&E, con PAS se tiñen más 

intensamente adquiriendo un color rosa pálido y con GRAM adquieren un color rojizo menos 

marcado que el de las endosporas, figura 7.9 A-C. En micrografías electrónicas las vesículas 

aparecen homogéneas, figura 7.9 D.  

 

Lesiones en órganos internos 

 

Se observaron lesiones en órganos internos en un solo individuo (MNHN 9506, macho) sobre 

un total de 141 ejemplares (La Paloma/Laguna de Rocha, n = 139; Valentines, n = 2). El 

esporangio estaba ubicado en el corazón, sobre la superficie ventral del ventrículo, y su 

aspecto y estructura fueron iguales a los observados en la piel de otros individuos, figura 7.10 

A. A la histopatología se observó un granuloma ovoide contiguo, sobre la cara interna del 

pericardio, de aproximadamente 280 x 560 µm, figura 7.10 B. Las esporas presentaron 

múltiples gránulos y su tamaño fue similar al de las encontradas en esporangios cutáneos (5‒8 

µm), la mayoría estaban unidas entre sí formando cadenetas o mediante una sustancia de 

aspecto mucilaginoso (ver Capítulo 6, figura 6.5). 
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FIGURA 7.5. Infección por Rhinosporidium rwandae en Hypsiboas pulchellus, imágenes de 
lesiones macroscópicas. A, infección en piel dorsal, MNHN 9477 (LHC 34,2 mm). B, infección en 
piel ventral, MNHN 9478 (LHC 38,2 mm). C, ejemplar infectado vocalizando, MNHN 9479 
(23/VIII/2012), presenta nódulos en dorso y flanco (flechas). D, mismo ejemplar en cautiverio 
(25/IX/2012), los nódulos han desaparecido y la piel está cicatrizando (flechas). E, nódulos 
(flechas) en torno a la cloaca y el urostilo, BKT 3553. F, nódulo maduro en piel ventral, 
comenzando a ulcerarse, MNHN 9479. G, nódulo ulcerado en piel dorsal, BKT 3616. H, nódulo 
con una úlcera profunda, BKT 3616. I , nódulo con dos úlceras, posiblemente debidas a dos 
esporangios contiguos, BKT 3616. J, úlcera en proceso de cicatrización, la misma que se indica 
con flecha negra en D. Barras = 1 mm. 
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FIGURA 7.6. Infección por Rhinosporidium rwandae en Hypsiboas pulchellus MNHN 9477, corte 
histológico de un nódulo cutáneo, tinción H&E. A, vista parcial de un nódulo de piel dorsal 
pericloacal con múltiples esporangios. Barra = 500 µm. B, nódulo de piel ventral con un único 
esporangio, se observa erosión de la epidermis contigua. Barra = 200 µm. C, vista parcial de un 
esporangio repleto de endosporas. Barra = 50 µm. Abreviaturas: ce, cápsula del esporangio; d, dermis; 
e, epidermis; en, endosporas; es, esporangio; gs, glándula serosa; gm, glándula mucosa. 
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FIGURA 7.7. Endosporas de Rhinosporidium rwandae en Hypsiboas pulchellus. A y B, la mayoría 
tiene una gran inclusión central (i), algunas de mayor tamaño están posiblemente en proceso de 
división celular y se observa el núcleo excéntrico (flecha blanca), en una de ellas se aprecian al menos 
6 esporoblastos (flecha negra), tinción H&E, MNHN 9477. C, se puede ver un conjunto de células 
unidas por sus paredes celulares (flechas) formando una cadeneta (mismo ejemplar), tinción GRAM. 
D, se observan endosporas y la pared del esporangio, MNHN 9478, tinción PAS. Barras = 20 µm. 
 

 

 
 
FIGURA 7.8. Frotis por aplastamiento de un 
nódulo cutáneo causado por Rhinosporidium 

rwandae en Hypsiboas pulchellus MNHN 
9477, tinción 15. Junto a células somáticas 
nucleadas del hospedador (flecha negra), se 
observan en el centro de la imagen restos de 
paredes celulares de microorganismos o 
“tecas” (flecha blanca). Barra = 20 µm. 
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FIGURA 7.9. Diferenciación entre glándulas cutáneas y esporangios de Rhinosporidium rwandae en 
Hypsiboas pulchellus. A, corte histológico de piel ventral, MNHN 9478, tinción H&E. Barra = 20 µm. 
B, mismo espécimen con tinción PAS. Barra = 50 µm. C, tinción GRAM. Barra = 50 µm. D, 
micrografía electrónica de transmisión del contenido de una glándula serosa, MNHN 9479, se aprecian 
numerosas vesículas de secreción de tamaño variable. Barra = 2 µm. Abreviaturas: ce, cápsula del 
esporangio; ec, estrato compacto de dermis; en, endosporas; gm, glándula mucosa; gs, glándula serosa; 
pg, pared de glándula, nótese los núcleos de las células (flecha). 

 

 

Microscopía electrónica 

 

Las endosporas examinadas mediante microscopía electrónica presentaron un aspecto bastante 

homogéneo, son en general esféricas, la pared celular no presenta anfractuosidades, y 

externamente tienen una zona posiblemente rica en glucoproteínas, figura 7.11. En el 

citoplasma hay inclusiones, usualmente una gran inclusión central que desplaza los demás 

componentes. Éstas tienen una zona periférica más homogénea diferenciada de la región 

central, que presenta zonas con electrodensidad variable. En otros casos se observan varias 

inclusiones satélites más pequeñas, figura 7.11 B-D. 
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FIGURA 7.10. Infección cardíaca por Rhinosporidium rwandae, ejemplar de 
Hypsiboas pulchellus MNHN 9506. A, vista macroscópica del esporangio (flecha). 
B, corte histológico, tinción H&E. Barra = 250 µm. Abreviaturas: c, corazón; es, 
esporangio; g, granuloma; h, hígado; m, miocardio; p, pericardio. 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURA 7.11. Rhinosporidium rwandae, micrografías electrónicas de transmisión 
obtenidas de Hypsiboas pulchellus MNHN 9477. Se observa una fina pared celular 
y una gran inclusión citoplasmática A-C, o bien múltiples inclusiones de menor 
tamaño, D. Barras = 2 µm. 
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Diagnóstico anatomopatológico y microbiológico diferencial 

 

Diversos hallazgos macroscópicos en ejemplares de Hypsiboas pulchellus examinados se 

tuvieron en cuenta para el diagnóstico diferencial, tanto normal como patológico, ver esquema 

en la figura 7.12.  

 

 

FIGURA 7.12. Esquema del diagnóstico macroscópico diferencial de infección cutánea por 
Rhinosporidium rwandae en Hypsiboas pulchellus (hallazgos en la muestra estudiada). 

 

 

Los hallazgos normales más frecuentes fueron manchas blanquecinas, pliegues y 

protuberancias cutáneas, comúnmente presentes en ejemplares adultos de H. pulchellus. 

Manchas blanquecinas pequeñas son comunes en la piel dorsal de H. pulchellus, circulares, 

variables en número y extensión, cuando está presentes son en general escasas y no se 

encuentran elevadas sobre la superficie corporal, figura 7.13 A. Pequeños pliegues cutáneos 

alrededor de la cloaca se observaron frecuentemente, siendo muy similares en tamaño y forma 

a los nódulos de la infección por Rhinosporidium; a diferencia de las manchas y los quistes 

infecciosos son fácilmente depresibles y por lo tanto distinguibles a la inspección bajo lupa, 

figura 7.13 E. 
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En algunos ejemplares fijados se observaron depósitos de sales blanquecinos que a 

simple vista se asemejan a zonas de piel con lesiones, pero son móviles al ejercer una leve 

presión. La fijación durante largos períodos de tiempo puede transparentar la piel por efecto 

de los líquidos preservadores. Esta anomalía distorsiona el aspecto de la piel a simple vista al 

permitir la visualización de las glándulas cutáneas serosas y eventualmente de óvulos 

maduros, lo cual debe diferenciarse de hallazgos patológicos, figuras 7.13 B, G. Algunos 

especímenes presentaron además depósitos de sales bajo la piel, blanquecinos, de forma 

irregular. Con magnificación puede observarse el movimiento de los cristales al ejercer suave 

presión, figura 7.13 D. 

Entre los hallazgos patológicos que pueden confundirse con esporangios debidos a 

dermocistidios deben tenerse en cuenta heridas y cicatrices, nódulos por ácaros parásitos, 

otros procesos infecciosos y neoplasias. Los ejemplares de Hypsiboas pulchellus con 

infección por dermocistidios no presentaron úlceras cutáneas extensas como las reportadas en 

otros anfibios. Heridas y cicatrices cutáneas fueron un hallazgo relativamente frecuente, 

principalmente estas últimas, que no se presentan elevadas con respecto a la piel circundante y 

tienen un color desde blanquecino a grisáceo, figura 7.13 C, F.  

Algunos ejemplares colectados en los sitios de estudio presentaron nódulos de color 

naranja en la piel ventral del tronco y miembros, de tamaño muy similar al de los causados 

por dermocistidios. Los mismos correspondieron a quistes parasitarios de larvas de ácaros 

pertenecientes a la familia Trombiculidae, que una vez fijados adquieren un color crema y no 

son fácilmente diferenciables de nódulos infecciosos. Esta parasitosis se presenta en el 

Capítulo 11.  

Dos ejemplares de Hypsiboas pulchellus colectados en uno de los sitios de estudio 

(MNHN 9508, 9509) presentaron pequeñas zonas oscuras de la piel que al examen histológico 

correspondieron a melanoforomas. Estos neoplasmas son más oscuros que los nódulos por 

dermocistidios, su hallazgo se describe en detalle en el Capítulo 10. Neoplasias cutáneas 

descriptas en anfibios, como los adenocarcinomas o lipomas también pueden producir 

nódulos, tumoraciones e incluso ulceración de la piel en el caso de los primeros 

(Schlumberger & Lucké 1948; Balls 1962; Green & Harshbarger 2001; Berger et al. 2004a). 

Infecciones cutáneas no descriptas en anfibios de Uruguay deben tenerse en cuenta 

también en el diagnóstico diferencial. Por ejemplo las micosis causadas por hongos no 

quitridiomicetos como la cromomicosis y zygomicosis pueden producir también una 

dermopatía nodular y afectar significativamente la piel de anfibios adultos (Berger et al. 1997; 

Taylor et al. 1999; de Brito-Gitirana & Silva-Soares 2012). Las mismas producen una 
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infección difusa en los tejidos con inflamación granulomatosa, pero a diferencia de la 

infección por Ichthyosporea no hay formación de quistes con paredes bien definidas. 

 

 

FIGURA 7.13. Diagnóstico diferencial macroscópico de infección cutánea por Rhinosporidium 
rwandae en Hypsiboas pulchellus. A, manchas blanquecinas en piel dorsal de un ejemplar adulto. 
Barra = 5 mm. B, vista ventral de óvulos maduros en cavidad celómica, piel transparentada por efecto 
de líquidos fijadores, MNHN 7771. Barra = 5 mm. C, cicatrices en piel abdominal, BKT 3620. Barra 
= 2 mm. D, región pectoral de un ejemplar preservado en líquidos fijadores desde el año 1985, MNHN 
4654. Se observan depósitos de sales blanquecinos bajo la piel. E, pliegues cutáneos pericloacales. 
Barra = 2 mm. F, heridas con esfacelación de piel en la cara dorsal de un miembro posterior en un 
ejemplar adulto, posiblemente provocadas durante la captura manual, BKT 3745. G, glándulas serosas 
en piel ventral vistas bajo lupa binocular por efecto de transparentación, MNHN 4610. Barra = 1 mm.  

 

 

Diversas infecciones bacterianas también pueden afectar la piel de los anfibios 

presentándose como dermopatías de tipo nodular y ulcerativo, tanto en cautiverio como en la 

naturaleza (Reichenbach-Klinke & Elkan 1965). Una de las más conocidas es el “red-leg”, 
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enfermedad mortal causada por diversos microorganismos, de los cuales el más conocido es 

Aeromonas hydrophila, y que produce lesiones serosas, hemorrágicas y ulcerativas con un 

característico enrojecimiento de la piel (Emerson & Norris 1905). La infección por 

micobacterias también puede presentarse como una dermatitis granulomatosa (Shively et al. 

1981). En el caso de infecciones bacterianas el aislamiento de los microorganismos en cultivo, 

sumado a las lesiones características cada enfermedad permiten confirmar el diagnóstico. 

Las algas unicelulares del género Prototheca, conocidos patógenos de mamíferos, son 

capaces de provocar enfermedad cutánea en peces y reptiles (Crispens & Marion 1975; 

Gentles & Bond 1977). Las tecas de estos microorganismos en los frotis tienen un aspecto 

muy similar a las observadas en este estudio, pero no forman esporangios y son GRAM y 

PAS positivos (Linares Sicilia & Solís Cuesta 2001; McMullan et al. 2011).  

 

Prevalencia y estacionalidad 

 

De los 139 ejemplares adultos estudiados, 26 estaban infectados por Rhinosporidium (18,7 

%), con una marcada variación estacional. La prevalencia fue baja en primavera, invierno y 

verano (0‒16,7 %) y elevada en otoño (33,3‒48,3 %). A comienzos de la primavera de 2012 

(setiembre) se detectó un 16,7 % de ejemplares infectados (3/18). En el otoño siguiente (abril 

2013) la fracción de ejemplares infectados fue la más alta observada, 48,3 % (14/29). La 

infección disminuyó nuevamente en el invierno (agosto) a 15,8 % (3/19), y fue más baja aún 

en la primavera tardía (noviembre) con un 9,4 % (3/32). En el verano posterior inmediato 

(febrero 2014) no se detectaron ejemplares infectados (0/31), sin embargo dos meses después 

ya en otoño (abril) se vuelve detectar la enfermedad en 33,3 % de los ejemplares estudiados 

(3/9). Los resultados crudos se muestran en la figura 7.14, y las prevalencias correspondientes 

se presentan en la tabla 7.1. 

La frecuencia de infección en el otoño de 2013 fue significativamente más alta con 

respecto a todos los demás muestreos. Este aumento no fue significativo en el otoño de 2014, 

pero el número de ejemplares estudiado en este caso fue muy pequeño. La ausencia de 

infección en la muestra de febrero en el verano de 2014 (0/31) no fue significativamente 

diferente de la baja prevalencia observada en la primavera tardía de 2013 (noviembre, 3/29). 

Sin embargo lo fue con respecto a lo registrado en muestreos de otoño e invierno, las épocas 

más frías del año. Los resultados de las comparaciones se muestran en la tabla 7.2. 
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FIGURA 7.14. Variación estacional en la prevalencia de infección por Rhinosporidium 
rwandae en Hypsiboas pulchellus de La Paloma/Laguna de Rocha, Dpto. de Rocha. En las 
barras se indica el número de ejemplares estudiado. 

 

 

 

TABLA 7.1. Prevalencias de infección por Rhinosporidium 
rwandae en Hypsiboas pulchellus en distintas épocas del año, y 
sus correspondientes IC 95 %.  

 Positivos/n Prevalencia IC 

Setiembre 2012 3/18 0,17 0,06‒0,39 

Abril 2013 14/29 0,49 0,31‒0,66 

Agosto 2013 3/19 0,16 0,06‒0,38 

Noviembre 2013 3/32 0,09 0,03‒0,24 

Febrero 2014 0/31 0 0‒0,11 

Abril 2014 3/9 0,33 0,12‒0,65 
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TABLA 7.2. Comparación de las prevalencias estacionales de infección por Rhinosporidium 
rwandae en Hypsiboas pulchellus. Se muestran valores de p para comparaciones pareadas, utilizando 
el test exacto de Fisher. En negrita se indica p < 0,05. 

 Setiembre 2012 Abril 2013 Agosto 2013 Noviembre 2013 Febrero 2014 

Abril 2013 0,034 -----    

Agosto 2013 1,000 0,031 -----   

Noviembre 2013 0,654 < 0,001 0,659 -----  

Febrero 2014 0,044 < 0,001 0,049 0,238 ----- 

Abril 2014 0,367 0,476 0,352 0,108 0,009 

 

 

Coinfección Rhinosporidium - Batrachochytrium dendrobatidis 

 

En Valentines, Río Tacuarí, La Paloma y Laguna de Rocha se detectaron ejemplares de 

Hypsiboas pulchellus con infección activa por dermocistidios y Batrachochytrium 

dendrobatidis, tanto en piel dorsal como ventral, ver figuras 7.15 y 7.16. Sobre 137 

ejemplares capturados entre setiembre de 2012 y abril de 2014 se analizó la asociación de 

ambas infecciones considerando como variables binomiales la presencia/ausencia de ambas 

mediante observación macroscópica y PCR respectivamente. La asociación no resultó 

significativa, coeficiente r de Spearman = 0,117 (p = 0,173). El hallazgo de coinfección por 

ambos patógenos fue publicado durante el transcurso de este estudio, ver Apéndice 9. 

 

 

Especificidad de hospedador 

 

En las localidades estudiadas se procuró detectar la presencia de infección por dermocistidios 

en otras especies de anfibios de Paloma/Laguna de Rocha y Valentines. Se estudiaron 203 

ejemplares de 17 especies, incluyendo 44 ejemplares de la especie acuática Pseudis minutus. 

La mayoría de los ejemplares se colectaron en otoño, invierno y primavera (n = 176; 87 %), 

épocas con mayor prevalencia de rinosporidiosis en Hypsiboas pulchellus, sin embargo 

ninguno presentó signos externos de la infección. La lista de ejemplares examinados se 

presenta en el Apéndice 7. 
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FIGURA 7.15. Coinfección Rhinosporidium rwandae - Batrachochytrium dendrobatidis en 
Hypsiboas pulchellus, MNHN 9477, corte histológico de piel dorsal, tinción H&E. Abreviaturas: ce, 
cápsula del esporangio de Rhinosporidium; d, dermis; e, epidermis; en, endosporas de 
Rhinosporidium; m, melanóforos; vs, vaso sanguíneo. Las flechas indican esporangios de B. 
dendrobatidis con esporas y tubos de descarga. Barra = 50 µm. 

 

 

Discusión 
 

Patología y microbiología 

 

La patología de la infección por Rhinosporidium rwandae en Hypsiboas pulchellus es similar 

a la de la enfermedad descripta en hospedadores anfibios por otros Dermocystida. Es 

característica la presencia de nódulos cutáneos, que se corresponden con la presencia de 

esporangios en el tejido subcutáneo, delimitados por una cápsula y que contienen miles de 

endosporas (Jay & Pohley 1981, Pascolini et al. 2003, Raffel et al. 2008; González-

Hernández et al. 2010). Los esporangios en anfibios son en general esféricos como en el 
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presente estudio o en forma de “U” (Pascolini et al. 2003). Los esporangios de 

Rhinosporidium viridescens pueden ser elongados, o en forma de “C”, y presentar una 

constricción en los extremos (Raffel et al. 2008). La escasa reacción inflamatoria asociada a 

los esporangios coincide con la mayoría de los reportes. Pérez (1913) y Granata (1919) 

indican que hay acúmulo de fagocitos en las zonas de ruptura de los esporangios maduros. 

 

 

FIGURA 7.16. Coinfección Rhinosporidium rwandae - Batrachochytrium dendrobatidis en 
Hypsiboas pulchellus, MNHN 9478, corte histológico de piel ventral, tinción H&E. Abreviaturas: ce, 
cápsula del esporangio de Rhinosporidium; d, dermis; e, epidermis; en, endosporas de 
Rhinosporidium; gs, glándula serosa; vs, vaso sanguíneo. Las flechas indican esporangios de B. 
dendrobatidis con esporas y tubos de descarga. Barra = 20 µm. 

 

 

En Hypsiboas pulchellus la distribución asimétrica de las lesiones en regiones de piel 

ventrales y urostilo es similar a lo observado en anfibios del género Hyperolius en África 

(Scheid et al. 2015) y en R. viridescens (Raffel et al. 2008). El patrón de distribución ventral y 
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en la región pericloacal sugiere que el contacto con las formas infectantes se daría 

principalmente en zonas ventrales del cuerpo. En el caso de H. pulchellus puede observarse el 

contacto frecuente de la piel ventral con cuerpos de agua cuando los machos vocalizan sobre 

vegetación flotante o semisumergida. El contacto con cuerpos de agua parece ser 

indispensable para adquirir infección por R. seeberi (Arseculeratne & Mendoza 2005; 

Kaluarachchi et al. 2008). No está claro si el ingreso de formas infectantes de ésta y otras 

especies de dermocistidios al hospedador necesita de lesiones previas, por ejemplo como las 

causadas por Batrachochytrium dendrobatidis. En el caso de los tritones de la especie 

Notophthalmus viridescens, se ha sugerido que parasitosis por sanguijuelas podría vehiculizar 

la infección por Ichthyophonus sp. (Raffel et al. 2006).  

La gran mayoría de los dermocistidios parásitos de anfibios han sido descriptos como 

patógenos de la piel (Pascolini et al. 2003; González-Hernández et al. 2010). La presencia de 

esporangios en órganos internos ha sido reportada para Rhinosporidium viridescens, que 

produce lesiones en el hígado con baja frecuencia y no necesariamente asociadas a lesiones 

cutáneas (Raffel et al. 2008). Al igual que en nuestro caso los esporangios en órganos internos 

fueron de similares características a los de la piel. Las lesiones en órganos internos por R. 

seeberi así como la rinosporidiosis generalizada en humanos son raras (Arseculeratne & 

Mendoza 2005). Por el contrario, la afección en órganos internos como el corazón, hígado y 

bazo es frecuente y puede ser severa en el caso de infecciones por Ichthyophonus en peces 

(Marty et al. 1998; Kocan et al. 1999; Kocan & Hershberger 2006). 

El tamaño y la morfología de los microorganismos observados en Hypsiboas pulchellus 

son coincidentes con los reportados para dermocistidios hallados en otras especies de anfibios. 

Las esporas de las distintas especies descriptas miden en general entre 6 y 12 µm, y el 

citoplasma es usualmente “crescent-shaped” con una gran inclusión que desplaza los demás 

componentes hacia la periferia de la célula, o bien se observan varias inclusiones más 

pequeñas (Pérez 1907; 1913; Moral 1913; Granata 1919; Guyénot & Naville 1922; Poisson 

1937; Carini 1940; Brož & Přívora 1952; Jay & Pohley 1981; Pascolini et al. 2003; Raffel et 

al. 2008; Scheid et al. 2015). La presencia de mitocondrias con crestas planas ha sido 

indicada como característica de Ichthyosporea (Rowley et al. 2013), pero en el presente 

estudio no fue posible observar la morfología de las mitocondrias. Esto quizá se debió a un 

artefacto de fijación ya que las muestras utilizadas no fueron originalmente fijadas para 

realizar técnicas de microscopía electrónica. 

El aspecto de las tecas en los frotis por aplastamiento es igual al de otros 

microorganismos no cercanamente emparentados. Estas estructuras aparecen en numerosos 
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grupos de protistas (ver Cavalier-Smith 2013), y en dermocistidios no parecen presentar 

características distintivas al estudio de microscopía óptica con tinciones convencionales.  

Las uniones intercelulares observadas en el esporangio presente en el corazón de un 

ejemplar de Hypsiboas pulchellus posiblemente correspondan a alguna fase del desarrollo y 

maduración de las esporas. Uniones entre endosporas mediante finos filamentos fueron 

observadas únicamente por Guyénot & Naville (1922) y Scheid et al. (2015). 

Los intentos infructuosos de cultivo como en el presente estudio han sido repetidamente 

publicados para Dermocystida, incluidos algunos trabajos a partir de hospedadores anfibios 

(Pérez 1907; Moral 1913; Brož 1944). Escasos avances se han obtenido con Rhinosporidium 

seeberi en cultivos celulares, sin que se haya podido lograr su persistencia en condiciones de 

laboratorio (Levy et al. 1986; Arseculeratne & Mendoza 2005; Vilela & Mendoza 2012). 

 

 

Virulencia y especificidad de hospedador 

 

La dermocistidiosis es potencialmente letal en anfibios adultos pero los reportes de 

enfermedad severa y mortalidad natural son escasos (Moral 1913; Raffel et al. 2008). Raffel 

et al. (2008) observa que infecciones severas por Rhinosporidium viridescens en invierno se 

asociaron a infecciones bacterianas secundarias podrían llegar a ser una causa importante de 

mortalidad. En salmónidos de Norteamérica sí se han observado altas tasas de mortalidad 

atribuidas a Dermocystidium sp. (Olson et al. 1991) y Sphaerothecum destruens (Harrell et al. 

1986). 

En los sitios de estudio no se observaron episodios de mortalidad en Hypsiboas 

pulchellus asociada a infección por Rhinosporidium rwandae. En los mismos este anfibio es 

una especie común y muy abundante. Por otra parte, en algunos ejemplares de H. pulchellus 

mantenidos en condiciones usuales de laboratorio la infección cutánea fue autolimitante, con 

remisión total de las lesiones pocos días. Esto coincide con observaciones de varios trabajos 

sobre infección en anfibios, en los que los individuos curan en un corto tiempo sin verse en 

apariencia afectados negativamente por la infección (Pérez 1907; 1913; Carini 1940; Brož 

1944; Jay & Pohley 1981; Raffel et al. 2008).  

La infección por Rhinosporidium solamente se detectó en Hypsiboas pulchellus, pero su 

ocurrencia en otras especies de anfibios no puede descartarse. Resulta interesante el hecho de 

que ninguno de los ejemplares de la especie acuática Pseudis minutus colectados en otoño, 
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invierno o primavera (n = 44), presentara la infección. Si bien debería estudiarse una muestra 

mayor, esto puede deberse a la especificidad de hospedador del patógeno. 

Algunas especies de dermocistidios al parecer podrían infectar más de un hospedador 

anfibio, como es el caso de Amphibiothecum penneri (Jay & Pohley 1981; Green et al. 2002), 

R. ranae (Guyénot & Naville 1922; Remy 1931; Brož 1944; Brož & Kulda 1954; Pascolini et 

al. 2003) y Dermocystidium pusula (Pérez 1907; Moral 1913; Pérez 1913; De Beauchamp 

1914). Rhinosporidium seeberi es capaz de infectar diversas especies de hospedadores 

homeotermos como aves (Cygnus sp.), humanos, caninos y equinos (Silva et al. 2005; Vilela 

& Mendoza 2012), y Sphaerothecum destruens puede afectar diversas especies de peces 

(Gozlan et al. 2005; Gozlan et al. 2009). Scheid et al. (2015) sugieren cierta especificidad de 

hospedador para las infecciones por Rhinosporidium rwandae en anfibios del género 

Hyperolius. De todas formas en anfibios faltan estudios moleculares confirmatorios del rango 

de hospedador.  

La transmisión directa entre hospedadores de una misma especie o especies diferentes no 

se ha logrado en anfibios ya sea por administración del contenido de esporagnios vía oral, 

mediante inyección, escarificación o contacto con ejemplares infectados (Moral 1913; Carini 

1940; Jay & Pohley 1981). Únicamente Poisson (1937) reporta el contagio de tritones de la 

especie Triturus palmatus aparentemente sanos, que fueron puestos en un acuario junto con 

individuos infectados. En peces se han realizado infecciones experimentales exitosas en el 

caso de Dermocystidium salmonis (Olson et al. 1991). 

 

 

Prevalencia y estacionalidad 

 

Las prevalencias reportadas en la literatura para infecciones por dermocistidios en anfibios 

son muy variables, desde 4 a 52 % pero en general las observaciones son puntuales o parciales 

a lo largo del año (Guyénot & Naville 1922; Carini 1940; Brož 1944; Brož & Přívora 1952; 

Jay & Pohley 1981; Pascolini et al. 2003; Curtois et al. 2013). En el caso de Rhinosporidium 

viridescens las prevalencias detectadas a lo largo del año por Raffel et al. (2008) variaron 

desde 0,1 a 75 %, en un hospedador que no se encuentra en declinación. En forma similar las 

prevalencias observadas en Hypsiboas pulchellus, variaron entre 0 y 48,3 % a lo largo del 

año. Posiblemente en ambos casos de estudio los parásitos se encontraban en equilibrio con 

sus hospedadores.  
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Al igual que en Hypsiboas pulchellus, la mayoría de los reportes en anfibios sugiere que 

la infección por Dermocystida presenta un carácter estacional. En Europa Pérez (1907; 1913) 

encuentra un pico de infección en invierno (febrero y marzo) durante un período de tres años, 

similar a las observaciones de Poisson (1937), con un pico en invierno y primavera (marzo y 

abril) en dos años de observaciones. Otros reportes de infección en anfibios europeos también 

coinciden principalmente con invierno y primavera (Guyénot & Naville 1922; Remy 1931; 

Brož & Přívora 1952; Curtois et al. 2013). En EEUU Amphibiothecum penneri se encontró en 

otoño y primavera (Jay & Pohley 1981), el pico de infección por Rhinosporidium viridescens 

en Notophthalmus viridescens ocurre en invierno y primavera temprana (Raffel et al. 2008).  

En peces y anfibios el comportamiento estacional de enfermedades fúngicas y por 

dermocistidios en épocas frías puede deberse a una respuesta inmune disminuida del 

hospedador asociada al crecimiento óptimo de patógenos a bajas temperaturas (Bly et al. 

1993; Berger et al. 2004; Raffel et al. 2008). La variación de factores ambientales como el pH 

podría también influir significativamente en las tasas de infección (Carlin 2014). Esto último 

podría ser particularmente importante en el caso de formas infectantes presentes en ambientes 

acuáticos como charcas estacionales o semipermanentes, sujetos a grandes variaciones 

periódicas.  

 

Coinfección Rhinosporidium - Batrachochytrium dendrobatidis  

 

Desde el descubrimiento del hongo quitridiomiceto Batrachochytrium dendrobatidis (Bd) en 

1998 (Berger et al. 1998), la infección conjunta con otros microorganismos eucariotas 

patógenos de la piel no había sido documentada hasta el presente estudio. Green y Kagarise 

Sherman (2001) identificaron infección por Bd y Amphibiothecum penneri en especímenes del 

sapo bufónido Anaxyrus canorus colectados en el mismo sitio, pero no observaron 

coinfección en los mismos hospedadores. Groner y Relyea (2010) reportan que una población 

del tritón Notophthalmus viridescens detectaron ejemplares infectados tanto con Bd como 

Rhinosporidium viridescens, pero no indican si ambos patógenos fueron encontrados 

simultáneamente. 

Cabe destacar que lo que parece ser el primer reporte de coinfección por dermocistidios-

quitridios es el trabajo de De Beauchamp (1914) en Lissotriton helveticus. Este autor describe 

una enfermedad nodular de la piel causada por Dermocystidium pusula y encuentra además 

organismos unicelulares de 8 x 3 µm incluidos en pequeños esporangios de 13 x 10 µm de 
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fina pared. Observó que estos esporangios producían esporas esféricas o ligeramente 

piriformes de unas 2,5 µm de diámetro, con un flagelo de aproximadamente diez veces esta 

longitud. De Beauchamp (1914) identificó a estos microorganismos como hongos 

quitridiomicetos. Observaciones similares fueron hechas por Grassé (1926) y Poisson (1937) 

en L. helveticus; este último observó esporangios pequeños con esporoblastos diminutos de 

1–1,5 µm, que producían esporas de 2,5–3 µm y con un flagelo relativamente largo. La 

morfología de estos pequeños esporangios y esporas flageladas observadas por De 

Beauchamp (1914) y Poisson (1937) coinciden con el tamaño de las producidas por Bd 

(Longcore et al. 1999; Berger et al. 2000; Berger et al. 2005). De Beauchamp (1914) no 

descartó la posibilidad de que las esporas flageladas fuesen producidas por los dermocistidios, 

lo cual es sugerido por Poisson (1937). Ningún otro autor menciona la producción tanto de 

pequeños esporangios aislados como de esporas flageladas por dermocistidios u otros 

parásitos similares presentes en la piel de anfibios (Pascolini et al. 2003; Raffel et al. 2008). 

En este sentido, Pascolini et al. (2003) sugieren que las observaciones de Poisson (1937) 

corresponden al primer reporte de quitridiomicosis de anfibios. Sin embargo, el trabajo de De 

Beauchamp (1914) con observaciones similares pasó inadvertido en la literatura reciente, 

siendo citado solamente por trabajos viejos (Guyénot & Naville 1922; Grassé 1926; Poisson 

1937). La fecha más temprana de detección de quitridiomicosis en Europa usualmente 

señalada en la literatura es 1997 (Bosch et al. 2001). La posible presencia de quitridios en 

anfibios de Europa continental de principios del siglo XX sugerida por el trabajo de De 

Beauchamp (1914), es previa a la introducción de ranas del género Xenopus desde África, los 

primeros vectores potenciales de quitridios en gran escala. Xenopus laevis (Daudin) fue 

introducida en Gran Bretaña hacia finales del siglo XIX (1896), pero recién comenzó a ser 

común como animal de laboratorio en Europa a partir de los años 1930s (Gurdon & Hopwood 

2000). En forma similar, Bd se encontró en anfibios de Japón colectados en 1902, previo al 

establecimiento de un intenso y epidemiológicamente relevante comercio internacional de 

ranas Xenopus (Goka et al. 2009).  

La mayor prevalencia de dermocistidios y quitridios en Hypsiboas pulchellus en épocas 

frías del año (otoño e invierno), podría explicarse por el patrón de actividad del hospedador y 

el desarrollo óptimo del patógeno a bajas temperaturas. Sin detrimento de ello, la asociación 

de dermocistidios a la presencia de quitridios permite plantear la hipótesis de una posible 

interacción entre ambos patógenos con un efecto potenciador. Es posible que el daño que 

causa Bd en la piel de anfibios susceptibles pudiese facilitar la infección por dermocistidios o 

viceversa. 
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Ictiofonosis en Hypsiboas pulchellus 
 

 

 

 

Resumen 
 

Este Capítulo reporta por primera vez la infección por Ichthyophonus sp. (Eccrinida, 

Ichthyosporea) en anfibios fuera de Norteamérica. Estos parásitos producen una infección 

granulomatosa en músculos y piel potencialmente mortal. La infección se detectó en un 

ejemplar juvenil de Hypsiboas pulchellus (Anura, Hylidae) colectado en Paso Mauricio, sur 

de Uruguay. El ejemplar presentaba una tumoración en la región dorsal posterior y aparentaba 

estar en buena condición. Al corte histológico dicha tumoración presentó una infección 

granulomatosa con numerosos esporangios parasitarios que se extendieron por la musculatura 

axial hasta la región dorsal anterior. Los esporangios estaban en distintos estadios de 

evolución, en reposo, sincitial, fibroso y maduro, característicos de la infección por 

Ichthyophonus. Se discute el posible origen de esta infección a partir de la introducción de 

Rana toro norteamericana (Lithobates catesbeianus). 
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Introducción 
 

El Orden Eccrinida (= Ichthyophonida; Ichthyosporea) incluye parásitos de peces, anfibios, 

moluscos, crustáceos e insectos, y también organismos saprófitos como Sphaeroforma artica, 

cuyos ciclos de vida son poco conocidos (Mendoza et al. 2002; Glockling et al. 2013). El 

patógeno Anurofeca richardsi, confundido durante mucho tiempo con algas del género 

Prototheca, se desarrolla en el intestino de larvas de anfibios y puede causar inhibición del 

crecimiento (Wong & Beebee 1994; Mendoza et al. 2002). Son capaces de producir una 

enfermedad sistémica granulomatosa, crónica y potencialmente letal que afecta la piel, 

músculos y órganos internos (Rahimian 1998; Kocan et al. 1999; Raffel et al. 2006). Los 

esporangios pueden permanecer inactivos en los tejidos del hospedador junto a otros con 

distinto grado de actividad (Rahimian 1998). Imágenes de patología macro y microscópica se 

indican en la figura 8.1. 

 

 

 

 

 

FIGURA 8.1. Infección por Ichthyophonus en el tritón Notophthalmus viridescens. 

A, ejemplar adulto con tumoraciones y ulceración en el dorso. B, corte histológico 
de músculos con numerosos esporagnios activos (flecha). C, músculos con esporas 
en reposo (flecha). Fotos gentileza de Thomas Raffel. 
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Se ha descripto una forma infectante unicelular ameboide con motilidad que una vez 

dentro del hospedador desarrolla un esporangio que produce numerosas endosporas con la 

capacidad de reiniciar el ciclo nuevamente (Mendoza et al. 2002). Al igual que en 

Dermocystida no se ha podido lograr la transmisión directa (Gregg et al. 2012).  

Las especies parásitas del género Ichthyophonus tienen gran importancia en peces y 

anfibios, pudiendo causar severo impacto a nivel poblacional (Mellergaard & Spanggaard 

1997; Marty et al. 1998; Kocan & Harshbarger 2006; Hershberger et al. 2010).  

Existen pocos estudios sobre ictiofonosis en anfibios. Goodchild (1953) publica los 

primeros casos en juveniles de Rana toro norteamericana (Lithobates catesbeianus) de EEUU 

en los que observa granulomas en el urostilo, y denomina al agente infeccioso Histocystidium 

ranae. Posteriormente la infección es encontrada en otros anuros y salamandras de América 

del Norte (Herman 1984; Mikaelian et al. 2000; Green et al. 2002; Ware et al. 2008). Raffel 

et al. (2006) encuentran una asociación entre la infección por Ichthyophonus en anfibios y 

parasitosis por sanguijuelas, sugiriendo que éstas podrían ser vectores de la enfermedad. En 

ocasiones la enfermedad en anfibios ha sido confundida con la adiaspiromicosis, causada por 

hongos del género Chrysosporium (Hill & Parnell 1996; ver Berger & Green 2012). 

En este Capítulo se describe el primer caso de infección por Eccrinida en anfibios fuera 

de Norteamérica, en una localidad del sur de Uruguay. 

 

 

Objetivos 
 

Objetivo general 

 

Describir un caso de infección por Ichthyophonus sp. en un anfibio nativo de Uruguay. 

 

Objetivos específicos 

 

1) Caracterizar la infección desde un punto de vista anátomo-patológico e histológico. 

 

2) Discutir el posible origen de los microorganismos involucrados y su importancia 

epidemiológica. 
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Materiales y Métodos 
 

Sitio de estudio y hábitat 

 

La localidad de estudio fue un cuerpo de agua próximo al Arroyo Mauricio, en la localidad 

Paso Mauricio, Dpto. de San José (34º40'58'' S, 56º41'19'' W; 3 m s.n.m.), figura 8.2. El 

hábitat consistió en un charco temporario de la planicie de inundación del arroyo, que 

presentaba una profundidad máxima de aproximadamente 1 m, figura 8.3. El ambiente 

circundante inmediato es de monte en galería y praderas naturales con grado de antropización 

variable, en un matriz de paisaje agrícola. El charco recibe intermitentemente el desborde del 

Arroyo Mauricio y está habitado por peces, siendo abundantes las "madrecitas de agua" 

Cnesterodon decemmaculatus (Poecilidae). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURA 8.2. Infección por Ichthyophonus sp. en Hypsiboas pulchellus, 

ubicación geográfica del sitio de estudio, Paso Mauricio, Dpto. de San José. 
 



167 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

FIGURA 8.3. Hábitat del sitio de estudio en Paso Mauricio, cuerpos de 
agua próximos al cauce del Arroyo Mauricio (18/V/2014). 

 

 

Material de estudio 

 

El 2 de noviembre de 2007 durante horas del día se observaron dos ejemplares juveniles de 

Hypsiboas pulchellus (Anura, Hylidae) entre matas de Eryngium en torno a charcos 

temporales. Uno de ellos (MNHN 9505) presentó una tumoración en el dorso, fue trasladado 

al laboratorio donde se practicó la eutanasia. Se practicó un examen post-mortem y se 

tomaron muestras con motivo de realizar preparaciones histológicas de la lesión; los 

procedimientos se detallan en el Capítulo 2.  

Adicionalmente se examinaron lotes de larvas de anfibios del mismo charco colectadas 

entre el 4 de noviembre y el 9 de diciembre de 2007 (n = 126): Dendropsophus sanborni (n = 

8, estadios 31‒41), Hypsiboas pulchellus (n = 69, estadios 25‒42), Leptodactylus latrans (n = 

2, estadio 40) y Scinax granulatus (n = 47, estadios 31‒42). 
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Resultados 
 

Lesiones macroscópicas 

 

El ejemplar estudiado (MNHN 9505) presentó una tumoración en la zona posterior del dorso, 

de aspecto liso, de aproximadamente 5 mm de longitud y 3 mm de ancho, sin otras 

malformaciones aparentes, figura 8.4. A la disección se observaron múltiples esporagnios en 

el tejido subcutáneo que ocupaban toda la tumoración. Los esporangios se extendieron por 

aproximadamente los dos tercios posteriores de la musculatura axial. No se observó 

ulceración de la piel o tumoraciones en la cabeza o miembros. A la disección tampoco se 

observaron esporangios en la cavidad celómica. El resto de los ejemplares estudiados no 

presentó lesiones macroscópicas a destacar. 

 

Histopatología  

 

Al examen microscópico de la tumoración se observaron cientos de esporangios contiguos, 

más o menos circulares, de aproximadamente 100 a 200 µm de diámetro. Los esporangios se 

extendieron por debajo la epidermis hasta los planos musculares profundos, pero no se 

observaron entre las fibras musculares. Unos pocos se situaron por debajo de músculos 

lumbares, dentro de la cavidad celómica. Los esporangios tienen doble pared, la más externa 

de aproximadamente 10 µm que tiene una coloración eosinofílica. Esta cápsula externa es 

ondulada, presentándose menos anfractuosa cuanto más grande (y maduro) es el esporangio. 

La membrana interna es más fina que la externa, basófila, y en su interior están las esporas. 

Entre ambas se observa un espacio que aparentemente corresponde a un artefacto de la técnica 

histológica. 

El aspecto de los esporangios fue variable, aquellos en actividad presentaban un aspecto 

de sincitio, mientras que en los más grandes presentaban un estado fibroso (según Goodchild 

1953) o bien estaban ya maduros, repletos de esporas. En los sincitios los núcleos son visibles 

pero lo son aún más en los fibrosos. Los más pequeños estaban en estado de reposo, con un 

contenido de aspecto más denso. Las esporas miden aproximadamente 1 µm adquieren una 

coloración levemente basófila en la pared celular. En numerosos sitios entre los esporangios 
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se observó un infiltrado de células inflamatorias. Imágenes representativas de los distintos 

estadios evolutivos se muestran en la figura 8.5.  
 

 

FIGURA 8.4. Infección por Ichthyophonus sp. en un ejemplar juvenil de Hypsiboas pulchellus 

MNHN 9505, lesiones macroscópicas. A, se observa una tumoración en la región dorsal posterior, la 
flecha indica el límite anterior aproximado. Barra = 5 mm. Foto: Francisco Kolenc. B, vista 
macroscópica de un corte sagital de la tumoración, conteniendo numerosos esporangios. Barra = 1 
mm. C, superficie de los músculos dorsales afectados por el granuloma, luego de removida la piel. 
Barra = 500 µm. 
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FIGURA 8.5. Infección por Ichthyophonus sp. en Hypsiboas pulchellus MNHN 9505, cortes 
histológicos, tinción H&E. A, corte sagital de tumoración sub-epidérmica en vista panorámica, se 
observan esporangios en diverso grado de desarrollo. Barra = 200 µm. B, esporangio activo en estado 
sincitial. Barra = 50 µm. C, esporangio activo en estado fibroso (izquierda), contiguo a uno en reposo 
(derecha). Barra = 50 µm. D, contenido de un esporangio maduro repleto de esporas. Barra = 20 µm. 
 

 

Diagnóstico microbiológico y anatomopatológico diferencial 

 

El diagnóstico de ictiofonosis se realizó en base a la siguiente combinación de caracteres 

macro y microscópicos: 1) presencia de una tumefacción en la zona dorsal posterior de un 

ejemplar juvenil; 2) infección quística granulomatosa con cientos de pequeños esporangios; 3) 

esporangios con doble pared en distinto grado de actividad, los más maduros repletos de 

endosporas.  

En un ejemplar adulto de Hypsiboas pulchellus (MNHN 9504) de La Paloma, Dpto. de 

Rocha, se observó una tumoración de localización, aspecto y tamaño muy similares a la 

descripta. A la disección se encontró una parasitosis por una larva plerocercoide de tenias del 

género Spirometra, ver Capítulo 10. En otro caso, un ejemplar de Melanophryniscus 

sanmartini colectado en Valentines, Dpto. de Treinta y Tres (MNHN 9510) presentó una 
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tumoración también similar en aspecto y localización a la descripta para el ejemplar MNHN 

9505, pero la lesión observada correspondió a una neoplasia benigna (lipoma), ver Capítulo 

11. Otras enfermedades de la piel de los anfibios pueden presentar tumoraciones similares a 

las causadas por Ichthyophonus, principalmente diversas neoplasias y varias enfermedades 

infecciosas granulomatosas. En el caso de estas últimas (ej. cromomicosis, mucormicosis y 

micobacteriosis) los granulomas son difusos sin la formación de esporangios, ver Apéndice 1. 

 

 

Discusión 
 

Las características macroscópicas de la infección observada en un ejemplar de Hypsiboas 

pulchellus proveniente de Paso Mauricio en el sur de Uruguay coincide con lo conocido para 

las infecciones por Ichthyophonus en anfibios (Goodchild 1953; Raffel et al. 2006; Berger & 

Green 2012). Al igual que en el presente estudio, Goodchild (1953) describe la ocurrencia de 

tumoraciones en la región dorsal posterior de ejemplares juveniles de la Rana toro 

norteamericana Lithobates catesbeianus. Este autor plantea la posibilidad de que la infección 

se establezca durante la metamorfosis cuando la cola está en reabsorción. No se observaron 

tumoraciones múltiples, ulceración de la piel o miositis granulomatosa como las descriptas en 

infecciones por Ichthyophonus en anfibios adultos y peces (Rahimian 1998; Mikaelian et al. 

2000; Raffel et al. 2006). El cuadro observado en Hypsiboas pulchellus es seguramente de 

evolución crónica y si bien el ejemplar se muestra en apariencia en buen estado, la infección 

puede ser potencialmente severa debido a la posibilidad de reinfección y diseminación a partir 

de quistes activos, potencialmente retrasando el desarrollo por disminución de la eficiencia 

alimentaria y aumentando del riesgo de predación. 

La histopatología de la lesión observada en Hypsiboas pulchellus es también coincidente 

con lo conocido para infecciones por Ichthyophonus, en las que pueden encontrarse 

esporangios con diferente aspecto, asimilables a su actividad y grado de maduración 

(Goodchild 1953). Aquellos en reposo se presentaron contraídos, con la cápsula externa 

sinuosa como los ya descriptos para anfibios y peces en su misma condición (Marty et al. 

1998; Rahimian 1998; Raffel et al. 2006). Al igual que lo descripto por Goodchild (1953), los 

esporangios activos son en principio sincitios o esporas multinucleadas y evolucionan a un 

estadio repleto de pequeñas esporas que se tiñen pobremente. Miller et al. (2009) encuentran 

que en juveniles de Lithobates clamitans aumenta la pigmentación en los tejidos circundantes 
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a las lesiones cuando el número de esporangios es alto, lo cual no fue observado en el 

ejemplar de H. pulchellus.  

Los hallazgos de infección por Ichthyophonus en anfibios previos a este estudio se 

realizaron en poblaciones silvestres de especies nativas de Estados Unidos y Canadá, en las 

que se asociaron a episodios naturales de morbilidad y mortalidad (Goodchild 1953; Herman 

1984; Mikaelian et al. 2000, Green et al. 2002; Raffel et al. 2006; Burton 2007; Sherman et 

al. 2009). El diagnóstico de infección por Ichthyophonus en Hypsiboas pulchellus en el sur de 

Uruguay constituye el primer registro en anfibios de la Región Neotropical, y su potencial 

impacto es aún desconocido.  

El origen de esta infección en anfibios nativos merece ser estudiado. Una posibilidad es la 

transmisión de un parásito de peces a una especie de anfibio. En el caso de tratarse de 

parásitos de anfibios debe tenerse en cuenta el que Paso Mauricio dista unos 9,5 km de un 

criadero de Rana toro norteamericana Lithobates catesbeianus, figura 8.6. Esta especie es 

potencialmente portadora de infección por Ichthyophonus (Goodchild 1953; Mikaelian et al. 

2000; Green et al. 2002; Miller et al. 2009). El mencionado criadero se estableció en 1998 

con ejemplares de L. catesbeianus importados desde Brasil (Mazzoni et al. 2003), y siguió 

activo al menos hasta el año 2010 inclusive (observación personal). Estudios 

complementarios de campo y moleculares permitirían caracterizar las cepas de Ichthyophonus 

encontrados en Hypsiboas pulchellus del sur de Uruguay.  

 

 

 

 

FIGURA 8.6. Ubicación de un 
criadero de Rana toro 
norteamericana cercano al sitio de 
estudio Paso Mauricio, próximo a 
Libertad, Dpto. de San José 
(imagen de fondo captada de 
Google Earth, 18/V/2014).  
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IV 
 

 

OTRAS ENFERMEDADES  
 

 

El estudio de aspectos biológicos de anfibios del Uruguay comenzó a principios del siglo XX 

con los trabajos pioneros de Ergasto Cordero sobre parasitología en diversas especies 

(Cordero 1919; 1919a). El conocimiento sobre patología de anfibios nativos fue continuado 

con trabajos parasitológicos, sobre el hallazgo de micro y macroparásitos, hongos patógenos y 

ocasionalmente protozoarios (Vogelsang 1925; Cordero 1933; Stensaas et al. 1967; Dei-Cas 

& Mañé-Garzón 1971; Mañé-Garzón & González 1978; ver también Capítulo 3). En esta 

sección se comunica el hallazgo de otras patologías de la piel causadas por cestodes, larvas de 

ácaros y neoplasias. 
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Capítulo 9 
 

 

 

 

 

Esparganosis en Hypsiboas pulchellus  
 

 

 

 

 

Resumen 
 

Se describen los primeros registros de infestación por formas larvales de tenias del género 

Spirometra (esparganos) en el anuro Hypsiboas pulchellus (Hylidae). Se estudiaron 139 

ejemplares de dicha especie colectados en los alrededores de La Paloma y Laguna de Rocha, 

Dpto. de Rocha, en el sureste de Uruguay. Dos de ellos presentaron un espargano (1,4 %), en 

un caso en forma libre en la cavidad celómica. En el otro ejemplar el parásito estaba 

localizado bajo la piel, y se extendía hacia la cavidad celómica. Se discute la importancia de 

este hallazgo, junto con una revisión de la información disponible sobre la esparganosis en 

Uruguay. 

 

 

 

 

 
Los resultados de esta sección fueron publicados en el transcurso de este estudio (ver Apéndice 9): 
 
Borteiro, C., Castro, O., Sabalsagaray, M.J., Kolenc, F., Martínez Debat, C. & Ubilla, M. (2015) Spargana in the 

Neotropical frog Hypsiboas pulchellus (Hylidae) from Uruguay. Northwestern Journal of Zoology, 11(1), 

171‒173. 
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Introducción 
 

La esparganosis es una enfermedad parasitaria cosmopolita causada por esparganos o larvas 

plerocercoides de tenias del género Spirometra, actualmente incluidos en la familia 

Diphyllobothriidae (Platyhelminthes, Eucestoda; ver Kuchta et al. 2008). Los adultos habitan 

el intestino de cánidos y félidos, y sus huevos dan origen a formas ciliadas o coracidios que al 

ser ingeridos por crustáceos acuáticos se transforman en larvas procercoides, que una vez 

consumidos por vertebrados pueden desarrollar el plerocercoide de localización cutánea o 

visceral; el ciclo puede incluir hospedadores paraténicos predadores de vertebrados infestados 

(Mueller 1974; Bowman et al. 2002). La esparganosis es una zoonosis poco frecuente pero 

potencialmente mortal, que puede ocurrir en el hombre por consumo de carne de reptiles o 

anfibios insuficientemente cocida conteniendo plerocercoides, por estrecho contacto con las 

mismas o por la ingestión de agua con copépodos portadores de procercoides (Sakamoto et al. 

2003; Hou et al. 2012). La esparganosis humana es particularmente importante en Asia (Chi 

et al. 1980; Hou et al. 2012). 

En Uruguay el primer reporte de plerocercoides de Spirometra es el de Vogelsang (1925), 

quien encuentra esparganos en anfibios Leptodactylus latrans, enquistados en las masas 

musculares de los miembros posteriores. Poco después Wolffhügel & Vogelsang (1926) 

encuentran plerocercoides en la piel de los marsupiales autóctonos comadreja overa 

(Didelphis albiventris) y comadreja colorada (Lutreolina crassicaudata paranalis). 

Identifican a estos últimos como Sparganum reptans, que luego de ser administradas a un 

canino para completar el ciclo parasitario fueron asignados a Dibothriocephalus decipiens, 

actualmente en el género Spirometra. Dei-Cas et al. (1976) reportan el hallazgo de esparganos 

en varias especies de reptiles de Uruguay y nuevamente en ejemplares de L. latrans 

procedentes de Montevideo, Maldonado y Rocha. La infestación natural por Spirometra en 

felinos domésticos de Montevideo fue diagnosticada por Sampaio et al. (1987). Un segundo 

hallazgo en reptiles nativos es el reciente reporte de Crampet et al. (2008) en lagartos 

(Salvator merianae). En este trabajo se reporta el hallazgo de esparganos en anfibios anuros 

adultos de la especie Hypsiboas pulchellus, provenientes de La Paloma, Dpto. de Rocha. 
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Objetivos 
 

Objetivo general 

 

Reportar la infestación por larvas plerocercoides de tenias (Spirometra) en anuros de la 

especie Hypsiboas pulchellus. 

 

Objetivos específicos 

 

1) Describir las lesiones macroscópicas e histopatología de la parasitosis.  

 

2) Revisar la información disponible de la enfermedad en Uruguay y discutir su 

importancia en anfibios.  

 

 

 

Materiales y métodos 
 

Sitio de estudio 

 

El trabajo de campo del presente estudio se realizó en el sur de Uruguay, en dos localidades 

costeras muy próximas entre sí en los alrededores de La Paloma (34º38'29'' S, 54º12'39'' W) y 

Laguna de Rocha (34º39'45'' S, 54º13'14'' W), Dpto. de Rocha. Los muestreos se realizaron 

como parte de los trabajos detallados en el Capítulo 8. 

 

Especímenes de estudio y procedimientos 

 

Entre setiembre de 2012 y abril de 2014 se colectaron 139 ejemplares adultos del anuro 

Hypsiboas pulchellus (ver Capítulo 8). Los mismos se procesaron como especímenes de 

estudio, se practicó un examen post-mortem con inspección de la cavidad celómica bajo lupa 

binocular a 10X y fotografiados según se detalla en el Capítulo 2. Los demás procedimientos 
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de laboratorio y acrónimos corresponden a lo detallado en dicha sección. Dos especímenes 

presentaron helmintos no intestinales en la cavidad celómica: MNHN 9503 de 32,8 mm LHC 

y MNHN 9504 de 36,4 mm LHC, colectados el 17 de agosto y 17 de abril de 2013 

respectivamente. El hábitat donde se colectaron ambos ejemplares consistió en un charco 

permanente (tajamar) utilizado como abrevadero de ganado en una zona de praderas, ver 

figura 7.2 A del Capítulo 7.  

 

 

Resultados 
 

Ambos especímenes de Hypsiboas pulchellus se encontraban vocalizando en sitios de 

reproducción, aparentemente presentaban buen estado general, sin debilidad ni 

comportamientos o posturas anormales. Tampoco se observaron signos de enfermedad severa 

como necrosis, inflamación granulomatosa, hemorragia o ulceración de la piel (Berger et al. 

2009). Los dos ejemplares fueron positivos a infección por Batrachochytrium dendrobatidis 

diagnosticado por PCR (ver sección Materiales y métodos), y además el ejemplar MNHN 

9504 presentaba dos nódulos por Amphibiocystidium, uno en el abdomen y otro contiguo a la 

tumoración causada por el helminto. 

Los helmintos presentaron características típicas de larvas plerocercoides: cuerpo 

achatado de color blanquecino, relativamente ancho y enrollado, con un extremo ensanchado 

y pliegues transversales evidentes, figura 9.1 A. En el espécimen MNHN 9503, el 

plerocercoide midió 25 mm de largo, y estaba libre en la cavidad celómica. En espécimen 

MNHN 9504 se encontró una tumoración en la parte posterior del dorso de aproximadamente 

4 x 2 mm, figura 9.1 B. Al ser disecada la tumefacción se observó la larva plerocercoide de 47 

mm parcialmente ubicada en el tejido subcutáneo, extendiéndose a través de planos 

musculares dorsales hacia la cavidad celómica. Dentro de la cavidad celómica la misma 

estaba envuelta en una fina membrana blanquecina traslúcida, figura 9.1 C, D. La piel en 

correspondencia del sitio donde se hallaba la larva no presentó alteraciones visibles. 
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FIGURA 9.1. Infestación por esparganos en Hypsiboas pulchellus. A, espargano extraído de la 
cavidad celómica de un ejemplar adulto MNHN 9503, La Paloma, Dpto. de Rocha (17/VIII/2013). 
Nótese el extremo posterior ensanchado característico de la larva. Barra = 1 mm. B, ejemplar macho 
adulto MNHN 9504 de la misma localidad (17/IV/2013), se observa una tumoración en la región 
dorsal posterior (flecha). C, mismo ejemplar, a la disección de la tumoración se observa un espargano 
subcutáneo que se extiende hacia la cavidad celómica a través de un orificio entre los músculos 
dorsales (flecha). Barra = 2 mm. D, vista de la misma larva desde la cavidad celómica (flechas), 
envuelta en una fina membrana. Abreviaturas: i, intestino; r, riñón. Barra = 2 mm. 
 

 

Al corte histológico se observaron características diagnósticas de larvas de cestodos como 

ser una gruesa cutícula, presencia de corpúsculos calcáreos, ausencia de tubo digestivo y 

grupos de fibras musculares dispersas por el parénquima, figura 9.2. 
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FIGURA 9.2. Corte histológico de espargano extraído de Hypsiboas pulchellus MNHN 9504, 
tinción H&E. Abreviaturas: fm, fibras musculares; cu, cutícula; cc, corpúsculos calcáreos. Barra 
= 200 µm. 

 

 

Discusión 
 

En el presente estudio se encuentra por primera vez a Hypsiboas pulchellus como hospedador 

intermediario de larvas plerocercoides de Spirometra. La presencia de plerocercoides en 

anfibios adultos de hábitos no acuáticos como H. pulchellus probablemente se debe a 

infestación durante la fase larval por el consumo accidental de copépodos (Venturini 1989). 

La prevalencia de plerocercoides fue baja (1,4 %) al igual que la carga parasitaria, una 

larva por hospedador. Algunos reportes sobre esparganosis en anfibios adultos registran bajas 

cargas parasitarias (Vogelsang 1925; Gomez-Puerta et al. 2010). Sin embargo, la incidencia y 

carga pueden ser altas (Cui et al. 2011; Bezerra et al. 2012) e incluso causar enfermedad 

severa en condiciones naturales (Berger et al. 2009). El registro de bajas cargas parasitarias 

está muy influido por el esfuerzo de muestreo y el tamaño de la muestra, ya que altas 
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concentraciones de parásitos son hallazgos raros en la población de hospedadores (Poulin 

2013).  

La localización de los esparganos en anfibios adultos es variable, las larvas parasitarias 

migrantes se ubican en el tejido subcutáneo, músculo estriado, epitelio celómico, hígado y 

libres en cavidad celómica (Rego & Schäffer 1992; Berger et al. 2009; Bezerra et al. 2012). 

La doble localización subcutánea y celómica del espargano hallado en el ejemplar MNHN 

9504 es novedosa. En ninguno de los dos casos estudiados en Hypsiboas pulchellus los 

ejemplares parecían estar severamente afectados por la enfermedad. La incidencia y 

virulencia de los plerocercoides en ésta y otras especies nativas de anfibios amerita más 

estudios sobre prevalencia. El rango de hospedadores intermediarios de Spirometra es amplio 

y muchas especies nativas de anfibios podrían verse potencialmente afectadas (Berger et al. 

2009).  

Los reportes previos de esparganosis en anfibios de Uruguay y la región mencionan 

larvas plerocercoides de pequeño tamaño, entre 2 y 32 mm (Vogelsang 1925; Gomez et al. 

2010; Bezerra et al. 2012). Berger et al. (2009) encuentran esparganos de Spirometra erinacei 

en anfibios de Australia cuyo tamaño fue variable, midiendo hasta 50 mm. La identidad de 

larvas plerocercoides halladas en anfibios de Uruguay debería ser estudiada con la 

reproducción del ciclo biológico en condiciones experimentales.  

En Uruguay existen solamente dos casos registrados de esparganosis en humanos, ambos 

probablemente debidos al consumo de agua contaminada con copépodos (Osimani & Peyrallo 

1954; Sakamoto et al. 2003). En este país el riesgo epidemiológico de esparganosis humana 

debida a la utilización de anfibios es extremadamente bajo. Los anfibios no se utilizan en 

terapias médicas folclóricas comunes, y el consumo de carne no es extendido. Hasta la década 

de 1980s ejemplares adultos de Leptodactylus latrans eran colectados en zonas suburbanas y 

rurales inmediatas a Montevideo en pequeña escala, para abastecer un limitado mercado local 

de carne de rana para consumo humano (G. Dewailly, com. pers.). En la misma década la 

Rana toro norteamericana (Lithobates catesbeianus) es introducida para su cultivo con fines 

comerciales (Amestoy et al. 1998) y una parte de la producción comenzó a abastecer el 

mercado local. Varias granjas productoras de Rana toro se establecieron en distintas zonas del 

país pero la industria colapsó a principios de los años 2000s (ver Capítulo 5), y el mercado 

local de ancas de rana no fue sustituido con L. latrans del medio silvestre. El consumo de esta 

última especie por la población es actualmente excepcional. 
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Capítulo 10 
 

 

 

 

 

Neoplasias 
 

 

 

 

 

Resumen 
 

Las neoplasias espontáneas en poblaciones silvestres de anfibios son infrecuentes y poco se 

conoce de su biología. En este Capítulo se reporta la ocurrencia de tumoraciones neoplásicas 

en los anuros Hypsiboas pulchellus (Hylidae) y Melanophryniscus sanmartini (Bufonidae) del 

centro-sur de Uruguay. En el primer caso se trató de dos ejemplares con pequeños tumores 

pigmentados y encapsulados encontrados en el tejido subcutáneo, que histológicamente 

correspondieron a melanoforomas. En un ejemplar de M. sanmartini una tumoración dorsal 

subcutánea correspondió a un lipoma. Se discute la relevancia de estos hallazgos, 

principalmente en relación a las posibles causas de aparición de melanoforomas en anfibios. 
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Introducción 
 

Los reportes sobre enfermedades neoplásicas de los anfibios son raros, y muy escasos en 

relación a otros grupos de vertebrados (Balls & Clothier 1974; Asashima et al. 1987; Stacy & 

Parker 2004). Sin embargo se conocen numerosos tipos de neoplasias tanto benignas como 

malignas, identificadas en especies pertenecientes a muy diversos grupos taxonómicos 

(Schlumberger & Lucké 1948; Schlumberger 1957; Balls 1962; Balls & Clothier 1974; 

Harshbarger 1977). Los estudios sobre tumores de piel en anfibios constituyen gran parte de 

los estudios disponibles sobre el tema (Balls & Clothier 1974; Asashima et al. 1987). La piel 

y el tejido subcutáneo pueden verse afectados por varios tipos de proliferación neoplásica 

como papilomas, adenomas, adenocarcinomas, carcinoma de células escamosas, lipomas, 

melanoforomas y tumores mesenquimales (Schlumberger & Lucké 1948; Balls 1962; Berger 

et al. 2004). Los tumores espontáneos de anfibios en su medio natural son poco frecuentes, 

salvo por el adenocarcinoma renal o tumor de Lucké en Lithobates pipiens aparentemente 

inducido por virus (Schlumberger & Lucké 1948), y tumores de células pigmentarias de la 

piel (melanoforomas) asociados a polución ambiental (Rose & Harshbarger 1977; Green & 

Harshbarger 2001). En este Capítulo se comunica el hallazgo de neoplasias espontáneas en 

poblaciones de anfibios silvestres de Uruguay.  

 

 

Objetivos 
 

Objetivo general 

 

Reportar el hallazgo de neoplasias espontáneas en poblaciones silvestres de anfibios 

nativos de Uruguay. 

 

Objetivos específicos 

 

1) Describir las lesiones macro y microscópicas de las neoplasias. 

 

2) Discutir su importancia desde un punto de vista epidemiológico. 
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Materiales y métodos 
 

Sitios de estudio, especímenes y procedimientos 

 

Los muestreos se realizaron en los alrededores de La Paloma y Laguna de Rocha (34º38' S, 

54º12' W), Dpto. de Rocha, y en Valentines, Dpto. de Treinta y Tres (33º15' S, 55º06' W), 

como parte de los estudios que se describen en el Capítulo 8. En los alrededores de La Paloma 

y Laguna de Rocha se capturaron 139 ejemplares adultos de Hypsiboas pulchellus entre 

agosto de 2011 y abril de 2014. Dos de estos ejemplares presentaron tumoraciones cutáneas 

de coloración oscura que fueron analizadas.  

En Valentines se colectaron dos ejemplares adultos de Melanophryniscus sanmartini 

(Anura, Bufonidae), el 5 de julio de 2009, en pequeños cuerpos de agua temporales. Ambos se 

encontraban vocalizando en sitios utilizados para la reproducción. Uno de ellos presentó una 

tumoración dorsal estudiada en esta sección. Los especímenes fueron fotografiados y se 

practicó un examen post-mortem para observar la presencia de lesiones internas, y se 

realizaron cortes histológicos de las lesiones. Los procedimientos se describen en el Capítulo 

2. Especímenes adicionales colectados en los sitios de estudio fueron examinados 

externamente, la lista se muestra en el Apéndice 2.  

 

 

Resultados  
 

Tumores de piel pigmentados en Hypsiboas pulchellus 

 

La coloración normal de la piel y tejido subcutáneo en Hypsiboas pulchellus en la región 

ventral es blanquecino o crema, a excepción del saco vocal en los machos adultos que 

presenta una coloración amarillenta. En dos ejemplares se detectaron zonas circunscriptas de 

la piel ventral con una coloración oscura atípica (1,4%). Ambos estaban en apariencia sanos y 

se colectaron mientras vocalizaban en un cuerpo de agua utilizado por la especie para la 

reproducción (ver figura 7.2 A del Capítulo 7). Uno de ellos, macho adulto (MNHN 9508) de 

34,6 mm LHC, presentaba un nódulo de color oscuro de aproximadamente 1,5 mm de eje 

mayor claramente visible en la región posterior de la piel del abdomen. El otro individuo fue 
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también un macho adulto (MNHN 9509) de 31,6 mm LHC, que presentaba dos pequeñas 

manchas oscuras de aproximadamente 1 mm de eje mayor en el tejido subcutáneo del brazo y 

región axilar izquierdos. A la necropsia no se observaron alteraciones patológicas 

macroscópicas en órganos internos o metástasis en ninguno de los ejemplares. 

Al corte histológico se observó en ambos casos que se trataba de proliferaciones 

neoplásicas de similares características, pigmentadas, localizadas en el tejido subcutáneo, con 

una fina cápsula formada por unas pocas capas de células aplanadas. En el caso del ejemplar 

MNHN 9508 se observó por debajo de la cápsula una fina capa de cordones celulares 

dispuestos irregularmente, y el resto del tumor correspondió a una gran masa de tejido 

necrótico eosinófilo. Los cordones celulares estaban formados por células de núcleos bien 

prominentes que ocupaban gran parte del citoplasma, más eosinófilas que en MNHN 9509. En 

este último ejemplar el tumor no presentó tejido necrótico en su centro, y estuvo formado por 

cordones celulares similares dispuestos irregularmente. La característica más notable de 

ambos tumores fue la presencia de abundante pigmento oscuro entre los cordones celulares y 

tejido necrótico, asimilable a un acúmulo de melanina, lo que sugiere se trataría en ambos 

casos de melanoforomas pigmentados. Las células son en general fusiformes, hay células 

multinucleadas y son notorias algunas proyecciones citoplasmáticas. Las figuras de mitosis 

son raras. Imágenes macro y microscópicas de las lesiones se muestran en la figura 10.1. 

 

Tumor subcutáneo en Melanophryniscus sanmartini 

 

El ejemplar de Melanophryniscus sanmartini (MNHN 9510 macho adulto, 23,4 mm de LHC) 

presentó una tumoración en la región lumbar, de aproximadamente 3 mm de diámetro, figura 

10.2 A. La tumoración se presentó firme al tacto, y al disecar la piel se observó una formación 

amarillenta, redondeada de aproximadamente 0,5 mm de diámetro, con una muy fina cápsula 

laxamente adherida a la piel y tejido muscular subyacente, figura 10.2 B. Al corte histológico 

se observaron 3 zonas más o menos diferenciadas: 1) la mayor parte del tumor consistió en 

una región donde predominan células adiposas típicas (adipocitos); 2) una zona donde los 

adipocitos son más pequeños y aplanados, alternando con células de tipo fibroso, en la unión 

con la dermis; 3) una región fibrosa libre de adipocitos, donde posiblemente se originó el 

tumor; ver figura 10.2 C. Los adipocitos de la zona 1 presentaron el núcleo excéntrico, y 

estaban dispuestos sin una organización definida, con evidente vascularización, figura 10.2 D. 

No se observó invasión de tejido lipomatoso en la dermis o en los músculos dorsales 
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subyacentes. Las características macro y microscópicas del tumor hallado en el ejemplar 

MNHN 9510 corresponden a la de un lipoma. 

 

 

FIGURA 10.1. Melanoforomas en Hypsiboas pulchellus. B-F, cortes histológicos con tinción 
H&E. A, ejemplar MNHN 9509, presenta dos tumores pigmentados en axila y brazo (flechas). 
Barra = 1 mm. B, vista panorámica del tumor del brazo. Barra = 200 µm. C, mismo tumor con 
mayor magnificación. Barra = 100 µm. D, ejemplar MNHN 9508 en vista ventral, la flecha 
señala un tumor pigmentado en la parte posterior del abdomen. Barra = 10 mm. E, tumor del 
mismo ejemplar en vista panorámica. Barra = 500 µm. F, vista con mayor magnificación. Barra 
= 500 µm. 
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FIGURA 10.2. Lipoma subcutáneo en Melanophryniscus sanmartini MNHN 9510. A, vista 
dorsal del ejemplar en vida bajo anestesia, se aprecia una tumoración dorsal en zona lumbar 
(flecha). Barra = 5 mm. B, disección de la tumoración con exposición del lipoma (flecha). Barra 
= 2 mm. C, corte histológico transversal del tumor con piel adyacente (zonas 1, 2 y 3, ver texto). 
Barra = 500 µm. D, vista a mayor aumento de adipocitos, junto con vasos sanguíneos e 
iridóforos. Barra = 50 µm. Abreviaturas: a, adipocitos; d, dermis; e, epidermis; l, lipoma. 
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Discusión 
 

Melanoforomas en Hypsiboas pulchellus 

 

Los melanoforomas espontáneos no son comunes en anfibios, y se han registrado en unas 

pocas especies, los urodelos Ambystoma mexicanum (Krontovsky 1916, en Schlumberger & 

Lucké 1948; Sheremetieva-Brunst & Brunst 1948, en Schlumberger & Lucké 1948; 

Sheremetieva 1965; Khudoley & Eliseiv 1979), Ambystoma tigrinum (Rose & Harshbarger 

1977), Calotriton arnoldi (Martínez-Silvestre et al. 2011) y Triturus cristatus (Leone & 

Zavanella 1969; Green & Harshbarger 2001), y los anuros Trachycephalus typhonius (Green 

& Harshbarger 2001), Rana temporaria (Rostand 1958, en Balls & Clothier 1974) y Xenopus 

laevis (Elkan 1963). Generalmente este tipo de neoplasias se encuentran en baja frecuencia en 

la naturaleza salvo por dos casos descriptos en poblaciones de A. tigrinum y T. cristatus en los 

que los tumores se asociaron a contaminación ambiental (Rose & Harshbarger 1977; Green & 

Harshbarger 2001). 

En sus etapas iniciales los melanoforomas pueden confundirse con la hiperplasia de 

melanóforos secundaria a dermatitis que se presenta como manchas cutáneas de tipo no 

nodular (Stacy & Parker 2004), condición que puede presentarse en granulomas infecciosos 

(Miller et al. 2009). Estas condiciones no neoplásicas se manifiestan como manchas oscuras 

en la piel que pueden apreciarse como se muestra en la figura 10.3; dicho caso corresponde a 

un ejemplar silvestre de la Rana toro norteamericana (Lithobates catesbeianus), en el que la 

mancha oscura consiste en un acúmulo de melanina en la capa más superficial de la dermis. 

Los melanoforomas en anfibios pueden ser solitarios o multicéntricos, con cantidades 

variables de pigmentación, ser no palpables o nodulares, y pueden regresar o bien 

comportarse como tumores cancerosos muy malignos capaces de producir múltiples 

metástasis a distancia (Reichenbach-Klinke & Elkan 1965; Leone & Zavanella 1969; Stacy & 

Parker 2004). Green y Harshbarger (2001) realizan una revisión de la literatura y de nuevos 

casos registrados en el Registry of Tumors in Lower Animals (RTLA, Virginia, USA). 

Encuentran que en anfibios los melanoforomas pueden localizarse en distintas regiones de la 

piel y los clasifican en dos tipos, benignos (dendríticos, fibromatosos) y malignos 

(epitelioides, malignos). Los tumores aquí descriptos parecen corresponder al tipo dendrítico 

benigno ya que son pequeños, oscuros, protruyen escasamente sobre la superficie de la 

epidermis, tienen una fina cápsula y algunas células presentan proyecciones citoplasmáticas. 
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FIGURA 10.3. Hiperpigmentación anómala no neoplásica en un ejemplar subadulto de Rana 
toro norteamericana (Lithobates catesbeianus), Aceguá, Dpto. de Cerro Largo, Uruguay 
(25/V/2012). A, vista ventral del ejemplar, se observa una zona pigmentada en la región 
pectoral izquierda. B, corte histológico de la zona indicada en A, aparece una delgada capa 
pigmentada bajo la epidermis, la flecha indica el límite de la misma, tinción H&E. C, zona 
pigmentada a mayor aumento (flecha negra), tinción H&E. En la epidermis se observan 
esporangios vacíos de Batrachochytrium dendrobatidis (flechas blancas). Barras = 100 µm. 
Abreviaturas: d, dermis; e, epidermis; gg, glándula granular, gm, glándula mucosa; m, músculo. 

 

 

Las posibles causas indicadas para los melanoforomas en anfibios son variadas. En el 

caso de Ambystoma tigrinum las altas frecuencias de melanoforomas espontáneos observada 

en una población en Texas (hasta 53%) se asoció a polución, pudiendo los tumores regresar 

cuando los animales eran transferidos a un ambiente más saludable (Rose & Harshbarger 

1977). Observaciones similares se realizaron en Triturus cristatus (Green & Harshbarger 

2001). Por otra parte en una colonia en cautiverio de A. mexicanum en Alemania se observó 

una aparente predisposición genética a la formación de estos tumores, pero ésta se perdió 

durante la segunda guerra mundial (Sheremetieva-Brunst & Brunst, fide Schlumberger & 

Lucké 1948; Green & Harshbarger 2001). Por último, en melanoforomas de Xenopus laevis se 

han encontrado partículas virales dentro de las células tumorales aunque no se pudo establecer 

que sean la causa de los tumores (Oinuma et al. 1984; Asashima et al. 1989). En esta especie 
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la incidencia de melanoforomas espontáneos reportada por Asashima et al. (1989) fue 1:5000, 

mucho más baja que la observada en Hypsiboas pulchellus (1:139). 

En los casos de melanoforomas en Hypsiboas pulchellus aquí descriptos no se pudo 

investigar la presencia de partículas virales en los tumores o la evolución de los mismos 

debido a las pocas muestras disponibles. Otra de las posibles causas de la aparición de 

melanomas en humanos es la exposición a radiación UV (Chang et al. 2009). Sin embargo, en 

H. pulchellus los tumores se encontraron en zonas ventrales no expuestas directamente a la 

radiación solar y además esta especie tiene hábitos predominantemente nocturnos. Sería 

deseable evaluar en futuros estudios la posible influencia de otros factores ambientales como 

la temperatura, ya que ambos ejemplares afectados se colectaron en primavera (9 de 

noviembre de 2013) en una muestra de 32 individuos (6,3 %). Se ha observado por ejemplo 

que en Triturus cristatus el crecimiento de los melanoforomas depende de la temperatura 

ambiente (Zavanella 1985).  

 

Lipoma en Melanophryniscus sanmartini 

 

Los lipomas típicos son tumores mesenquimales de tejidos blandos de crecimiento lento, y las 

neoplasias de tejidos blandos más comunes en el hombre, usualmente con un comportamiento 

benigno (Mentzel & Fletcher 1995). En animales silvestres su hallazgo es raro (Schlumberger 

& Lucké 1948; Effron et al. 1977; Garner et al. 2004). En anfibios solamente existe 

información en la literatura sobre dos casos de lipomas, Reichenbach-Klinke y Elkan (1965) 

reportan un tumor lipomatoso en Bufo bufo (Bufonidae) que ocupaba el divertículo urinario 

derecho. El otro caso es el descripto por Balls (1962) quien encuentra un lipoma subcutáneo 

de unos 2 cm en el dorso de un ejemplar hembra adulto de Xenopus laevis proveniente de 

Ciudad del Cabo. El tumor se localizaba en el tejido subcutáneo, estaba, pobremente 

vascularizado y unido al cuerpo graso derecho a través de los músculos lumbares. El lipoma 

hallado en Melanophryniscus sanmartini tiene la estructura de un tumor benigno. Su 

localización y tamaño al momento de su estudio posiblemente no causaran mayores perjuicios 

al ejemplar.  
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Capítulo 11 
 

 

 

 

 

 

Trombidiasis 
 

 

 

 

 

Resumen 
 

En esta sección se presenta el hallazgo de parasitosis por larvas de ácaros (Trombiculidae, 

Acarina) en anfibios nativos. La parasitosis se observó en los anuros hílidos Hypsiboas 

pulchellus, Scinax squalirostris y el leptodactílido Leptodactylus latrans. Las larvas, de un 

color naranja vivo, se encontraron enquistadas en la dermis, con preferencia por regiones 

ventrales de abdomen y miembros posteriores. Estos hallazgos son los primeros en anfibios de 

Uruguay, y las características de la parasitosis es similar a lo reportado previamente para 

anfibios. 
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Introducción 
 

Varios grupos de artrópodos parásitos pueden encontrarse en la piel en vertebrados terrestres, 

entre ellos los ácaros (Arachnida, Acarina). La parasitosis cutánea por ácaros o acariasis se 

debe principalmente a las garrapatas (Ixodidae) y los comúnmente llamados “bichos 

colorados” (Trombiculidae). Estos últimos son de hallazgo relativamente común como 

parásitos de anfibios (Duellman & Trueb 1986). Numerosas especies hospedadoras han sido 

reportadas en este grupo de vertebrados en el nuevo mundo, tanto en Norteamérica como 

Sudamérica (Ewing 1931; Jung et al. 2001; Hatano et al. 2007; Torrence et al. 2007; Westfall 

et al. 2008; Attademo et al. 2012). Las formas inmaduras o larvas usualmente penetran la piel 

de los anfibios, donde se desarrollan y maduran (Hyland 1950; Mendez et al. 2010). Las 

regiones dorsales son más afectadas que las ventrales y en reacción a la presencia de los 

parásitos el hospedador produce una delgada cápsula fibrosa (Duszynski & Jones 1973). Las 

larvas parásitas en íntimo contacto con las capas profundas de la piel de sus hospedadores se 

alimentan de linfa y las ninfas y adultos son saprófitos de vida libre (Ewing 1926; Shatrov 

2000). En Uruguay la acariasis ha sido observada en diversos grupos de vertebrados terrestres, 

excepto los anfibios (Castro & Trenchi 1955; Venzal et al. 2003). En esta sección se reportan 

los primeros casos de acariasis por larvas de Trombiculidae en especies de anfibios nativas de 

Uruguay.  

 

Materiales y Métodos 
 

Los ejemplares de anfibios estudiados, acrónimos y procedimientos de laboratorio se 

corresponden con lo detallado en capítulos anteriores.  

 

Resultados 
 

Durante los muestreos de campo realizados en este estudio la parasitosis por larvas de ácaros 

trombicúlidos se detectó en ejemplares adultos de anfibios anuros correspondientes a las 

especies de hílidos Hypsiboas pulchellus, Scinax squalirostris y Scinax granulatus, y el 

leptodactílido Leptodactylus latrans. Los nódulos parasitarios debido a las larvas enquistadas 

bajo la piel se observaron en todos los ejemplares en zonas ventrales de miembros y abdomen, 
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figura 11.1 A-C. Esta parasitosis fue fácilmente identificable ya que las larvas presentan un 

color naranja vivo, figura 11.2 A, B. En ejemplares fijados éstas adquieren un color crema, 

similar al de lesiones causadas por agentes infecciosos, figura 11.1 B.  

 

 

FIGURA 11.1. Trombidiasis en Hypsiboas pulchellus y Leptodactylus latrans. A, Hypsiboas 

pulchellus, ejemplar adulto MNHN 9525, Laguna de Rocha, Dpto. de Rocha, Uruguay (17/VIII/2013), 
in vivo. Presenta varios nódulos parasitarios en piel ventral de miembros y abdomen. B, Hypsiboas 

pulchellus, ejemplar adulto MNHN 4526, São Gabriel, estado de Rio Grande do Sul, Brasil 
(10/I/1962), fijado. Se observan múltiples nódulos parasitarios color crema. C, Leptodactylus latrans, 
ejemplar adulto MNHN 9526, La Paloma, Dpto. de Rocha (5/II/2014); presenta numerosos quistes 
parasitarios en parche pélvico y miembros posteriores. D, Hypsiboas pulchellus, ejemplar adulto 
MNHN 9527 quiste a mayor aumento, Laguna de Rocha (5/II/2014). Barra = 1 mm.  



202 
 

Al corte histológico las larvas de ácaros se presentan incluidas en una cápsula, con varias 

capas de células aplanadas que presentan el aspecto de un epitelio queratinizado, con una 

compactación de la dermis y fibroblastos periféricos, figura 11.2 C, D. 

 

 

FIGURA 11.2. Trombidiasis en Scinax squalirostris, Scinax granulatus e Hypsiboas pulchellus. A, 
Scinax squalirostris MNHN 9528, La Paloma, Dpto. de Rocha (2/VIII/2013), in vivo. Se observa una 
larva de ácaro enquistada en la piel ventral de un miembro posterior, con aparente neoformación de 
vasos alrededor del quiste. Barra = 0,5 mm. B, imagen de la misma larva de A. Barra = 100 µm. C, 
Scinax granulatus MNHN 9529, Bañado de los Oliveras, Dpto. de Treinta y Tres (22/I/2006), corte 
histológico de quiste parasitario en piel abdominal, tinción H&E. Barra = 200 µm. D, Hypsiboas 

pulchellus MNHN 9525, Laguna de Rocha, Dpto. de Rocha (17/VIII/2013), corte histológico de quiste 
parasitario en piel abdominal, tinción H&E. Barra = 200 µm. 
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Discusión  
 

En la región el parasitismo por ácaros trombicúlidos en anfibios fue previamente reportado en 

Leptodactylus chaquensis y L. latrans de Argentina (Attademo et al. 2012). Si bien estos 

parásitos son ubicuos, los reportes en anfibios neotropicales son muy escasos y las especies 

los involucrados han sido asignados al género Hannemania (Wholtmann et al. 2006; Hatano 

et al. 2007; Attademo et al. 2012). En los anfibios aquí estudiadas la distribución de las 

lesiones presentó un patrón similar, y los hallazgos macroscópicos e histológicos fueron 

también semejantes. Si bien la muestra es pequeña, cuatro de los cinco ejemplares de 

Hypsiboas pulchellus parasitados fueron colectados en el verano, lo cual puede estar 

relacionado con cambios en el comportamiento del hospedador que facilita la ocurrencia de la 

parasitosis. Hypsiboas pulchellus presenta poca actividad durante los meses más cálidos lo 

cual podría facilitar el encuentro con los parásitos. La incidencia de la parasitosis puede ser 

mayor en ambientes modificados por el hombre, por ejemplo zonas de cultivos, como se 

observó para L. chaquensis en Argentina (Attademo et al. 2012). 

La patología de las lesiones observadas es coincidente con lo descripto para otras 

especies de anfibios, en los que las larvas aparecen enquistadas bajo la piel (Mendez et al. 

2010; Sladky et al. 2000). Una excepción es el reporte de Torrence et al. (2007) quienes 

encuentran larvas de Trombiculidae (Hannemania sp.) sobre la superficie de la piel, sin la 

formación de quistes, así como tampoco cambios patológicos en la dermis. 

En nuestro país, más estudios son necesarios para conocer la incidencia de esta 

parasitosis en especies con requerimientos ecológicos diferentes, y la influencia de 

modificaciones ambientales en la relación hospedador-parásito. 
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CONSIDERACIONES FINALES Y 

PERSPECTIVAS 
 

 

 

 

 

Quitridiomicosis  

 

Durante el transcurso de este estudio el conocimiento disponible sobre Bd ha aumentado 

notablemente, así como también ha cambiado la visión de la comunidad científica sobre la 

quitridiomicosis (ver Collins & Crump 2009). Este patógeno está presente en la gran mayoría 

de las especies de anfibios estudiadas al respecto. Su distribución global y ubicua le confiere 

particular importancia a los estudios tendientes a comprender mejor los factores ambientales 

que determinan la presentación de epidemias. Las medidas de conservación tendientes a 

mitigar de la pérdida de biodiversidad de los anfibios debida a quitridiomicosis deberán 

basarse en este tipo de información. 

El rol de las epidemias de quitridiomicosis en la declinación de anfibios a escala global 

ha sido en muchos casos sobrevalorado, lo cual amerita una reevaluación. Heard et al. (2011) 

señalan que para 421 especies de anfibios indicadas como aparentemente amenazadas por la 



206 
 

quitridiomicosis en la Lista Roja de especies en peligro de la UICN, solamente se cuenta con 

alguna evidencia científica al respecto en el 39 % de los casos. La correcta valoración de los 

efectos de microorganismos patógenos en declinaciones poblacionales de anfibios requerirá 

en el futuro de un abordaje multidisciplinario con la participación de patólogos veterinarios, 

biólogos, epidemiólogos y microbiólogos (Duffus 2009).  

Al momento de desarrollarse este trabajo la presencia de Bd no parece ser un factor de 

amenaza relevante para estas y otras especies nativas. En este estudio se observó una alta 

prevalencia de infección por Bd en especies de anfibios nativas junto a una mayor diversidad 

de haplotipos de este patógeno, en ausencia de episodios de mortalidad masiva. Esto podría 

explicarse por una dinámica de infección correspondiente a un patógeno endémico, en 

equilibrio con sus hospedadores, como han propuesto recientemente Rodriguez et al. (2014) 

para anfibios de la Mata atlántica. La evidencia aquí aportada no permite descartar la 

introducción de cepas exóticas de Bd por Lithobates catesbeianus y otras especies 

introducidas, pero esta potencial amenaza habría sido posterior a fenómenos de declinación 

poblacional ocurridos a partir de los años 1970s (Kolenc et al. 2009; este estudio). La falta de 

diagnósticos positivos en el estudio retrospectivo sobre especies nativas tampoco descarta la 

ocurrencia de declinaciones poblacionales debidas a epidemias en los años 1960s y 1970s. 

Éstas podrían haber causado una retracción y fragmentación del rango de distribución de 

Physalaemus henselii y Pleurodema bibroni, y la eventual extinción local de Ceratophrys 

ornata y Physalaemus fernandezae que no se han vuelto a colectar en el país respectivmente 

desde 1982 y 1962 (Barrio 1964; García 1972; Maneyro & Langone 2001). 

 

 

Enfermedad por Ichthyosporea en anfibios neotropicales 
 

Los nuevos diagnósticos de infección por parásitos de los Órdenes Dermocystida y Eccrinida 

en este estudio sugirieren que tanto la dermocistidiosis, y eventualmente también la 

ictiofonosis de los anfibios, se encontrarían ampliamente distribuidas en Sudamérica. Otras 

implicancias relevantes de estos diagnósticos son el redescubrimiento de Dermosporidium 

hylarum y su inclusión como especie válida en Rhinosporidium, limitando el rango de 

hospedadores de R. seeberi a especies homeotermas. A diferencia de estudios previos, los 

resultados del análisis filogenético sugieren que al menos para los parásitos de anfibios, la 

distribución geográfica y el hospedador tienen un limitado valor taxonómico. 
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Perspectivas  

 

Quitridiomicosis. El uso de técnicas moleculares desarrolladas recientemente para la 

detección de Bd en ejemplares de colecciones viejos y eventualmente expuestos a fijadores 

con formaldehido (Richards-Hrdlicka 2012), contribuiría a obtener una mayor sensibilidad en 

estudios retrospectivos como el aquí presentado. Por otra parte sería deseable la 

caracterización multilocus de las cepas de Bd para realizar comparaciones con estudios en 

otros biomas de la región (ej. Rodriguez et al. 2014), y comprender mejor la historia evolutiva 

del patógeno en el continente. 

Faltan además estudios sobre susceptibilidad de infección por Bd en especies nativas, 

factores ambientales que inciden en la prevalencia, intensidad de infección y eventualmente el 

riesgo de presentación de la quitridiomicosis (ej. Longcore et al. 2007). El estudio de esta 

enfermedad en zonas costeras ofrece un rico campo para investigar los posibles efectos 

sinérgicos negativos de la destrucción de hábitat, cambios climáticos y patógenos sobre 

poblaciones en delicado estado de conservación.  

 

Rinosporidiosis. El descubrimiento de la infección por Rhinosporidium rwandae en 

Hypsiboas pulchellus abre un potencial campo para el estudio de la patogenia de este 

microorganismo. Los efectos deletéreos que causan los dermocistidios parásitos de anfibios 

han sido escasamente estudiados tanto a nivel individual como poblacional, al igual que los 

factores que determinan la especificidad de hospedador y la virulencia (ver Federici et al. 

2015).  

 

Ictiofonosis. El primer diagnóstico de ictiofonosis en anfibios fuera de Norteamérica aportado 

en este trabajo incluye muy poca información asociada. El origen y relaciones taxonómicas de 

los microorganismos involucrados (Ichthyophonus sp.), así como su posible impacto en 

anfibios nativos precisa de más estudios.  

 

Enfermedades parasitarias. El estudio de enfermedades parasitarias y su importancia para la 

conservación de distintas especies de anfibios nativos puede adquirir importancia en zonas 

con uso intensivo de la tierra. En Uruguay el aumento de la población humana en áreas 

costeras va asociado a una mayor densidad de hospedadores definitivos de Spirometra como 

el perro, lo cual podría aumentar la incidencia de esparganosis en los anfibios. Existen 
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ejemplos de enfermedades parasitarias transmitidas por carnívoros domésticos introducidos 

que han causado fuerte impacto en poblaciones silvestres de vertebrados locales, por ejemplo 

sarna sarcóptica y toxoplasmosis (Dickman 1996; Skerratt et al. 1999). En el caso de la 

trombidiasis larvaria la sustitución del tapiz vegetal natural por cultivos agrícolas como arroz 

y soja ampliamente extendidos en el país puede aumentar en forma importante la carga 

parasitaria en anfibios (Attademo et al. 2012). También son escasos los estudios sobre la 

relación hospedador-parásito durante la fase larval parasitaria. 

 

Neoplasias. Los melanoforomas encontrados en Hypsiboas pulchellus son un interesante caso 

de estudio dado la rareza de su hallazgo en anfibios, la poca información disponible sobre 

estos tumores, y la posible etiología viral planteada por algunos autores (Oinuma et al. 1984). 

 

Hypsiboas pulchellus como modelo. Este anfibio tiene un gran potencial de utilización como 

modelo de estudio de enfermedades infecciosas, parasitarias y neoplásicas, y sobre los efectos 

de múltiples patógenos (ej. Romansic et al. 2011). Se trata de una especie conspicua que 

puede encontrarse en distintas épocas del año y en muy diversos ambientes, incluso 

antropizados, y sus larvas presentan un desarrollo prolongado en condiciones naturales 

(Gallardo 1961). Al igual que en el caso de los adultos son hospedadores tanto de parásitos 

eucariotas unicelulares como macroparásitos. Una síntesis de los diagnósticos realizados en 

este estudio sobre ésta y otras especies de anfibios de Uruguay se muestra en el Apéndice 8.  

 

Estado de conservación de anfibios nativos. Los datos sobre retracción del rango de 

distribución de Physalaemus henselii y Pleurodema bibroni en Uruguay proveen una línea de 

base para el monitoreo y estudio a largo plazo de fluctuaciones poblacionales en estas 

especies. Especial atención merecen poblaciones remanentes en hábitats fragmentados de 

zonas costeras, más vulnerables a los efectos de estocasticidad ambiental y demográfica 

(Caughley 1994). 
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Apéndice 1. Enfermedades infecciosas, parasitarias y neoplásicas de la piel en anfibios postmetamórficos. 
Enfermedad/Agentes Presentación  Elementos diagnósticos Fuente (énfasis en anfibios neotropicales) 

“Red-leg” (Aeromonas hydrophila y otras 
bacterias) 

Hemorragias, úlceras Enrojecimiento de la piel 
Emerson & Norris (1905); Dusi (1949); Reichenbach-Klinke & Elkan 
(1965); Green (2001); Taylor et al. (2001); Hill et al. (2010) 

Cromomicosis (= cromoblastomicosis;  
Cladosporium, Fonsecaea, Phialophora, 
Scolecosbasidium, Wangiella) 

Dermatitis nodular de tipo 
granulomatoso, eritema, manchas 
oscuras, enfermedad diseminada 

Esporas “grano de café” 
o “cuerpos de Medlar” 

Carini (1910); Dhaliwal & Griffiths (1963); Dei-Cas & Mañé-Garzón 
(1971); Velásquez & Restrepo (1974); Speare (1990); Bube et al. (1992); 
Miller et al. (1992); Taylor (2001); Joupperi et al. (2002); Kim et al. 
(2008); de Brito-Gitirana & Silva-Soares (2012) 

Zygomicosis o Mucormicosis 
(Mucor amphibiorum, Rhizopus) 

Nódulos color crema ≥1 mm, 
úlceras, enfermedad diseminada 

Esférulas (5–37 µm) 
Speare et al. (1994); Berger et al. (1997); Speare et al. (1997); Creeper et 
al. (1998); Taylor et al. (1999b) 

Saprolegniasis (Achyla, Aphanomyces, 
Leptolegnia, Saprolegnia) 

Dermatitis, tumefacciones y 
ulceración 

Moho blanquecino Taylor (2001); Kim et al. (2008) 

Entomoftoromicosis  
(Basidiobolus ranarum) 

Dermatitis ulcerativa, palidez de 
la piel 

Conidias y esférulas 
Groff et al. (1991); Taylor et al. (1999a); Taylor et al. (1999c); Taylor 
(2001) 

Quitridiomicosis (Batrachochytrium) 
palidez, úlceras, hiperemia, 
oscurecimiento, erosiones 

Esporangios en la 
epidermis  

Berger et al. (1999); Rachowicz & Vredenburg (2004) 

Ictiofonosis (Ichthyophonus) 
Tumoraciones (urostilo en 
metamorfos), úlceras, enfermedad 
diseminada 

Esporangios con doble 
pared, en distinto estado 
de actividad 

Goodchild (1953); Herman (1984); Mikaelian et al. (2000); Green et al. 
(2002); Raffel et al. (2006); Sherman et al. (2009); Borteiro et al. 
(2015b) 

Dermocistidiosis (Dermocystidium, 
Dermomycoides, Amphibiothecum, 
Rhinosporidium) 

Tumoraciones, úlceras  

Nódulos que ulceran, en 
correspondencia con 
esporangios en la dermis 
repletos de endosporas  

Pérez (1913); Guyénot & Naville (1922); Poisson (1937); Carini (1940); 
Jay & Pohley (1981); Pascolini et al. (2003); Raffel et al. (2008); 
González-Hernández et al. (2010); Borteiro et al. (2014); Federici et al. 
(2015); Scheid et al. (2015) 

Micobacteriosis (Mycobacterium) 
Dermatitis granulomatosa, 
enfermedad diseminada 

Bacilos ácido-alcohol 
resistentes 

Reichenbach-Klinke & Elkan (1965); Shively et al. (1981); Green 
(2001); Taylor et al. (2001); Michicao & Laplaca (1954, en Wade 1954); 
Hill et al. (2010) 

Acariasis (Acarina, Trombiculidae) 
Nódulos cutáneos de color rojo-
naranja 

Presencia de larvas de 
ácaros en las lesiones 

Sladky et al. (2000); Mendez et al. (2010); Attademo et al. (2012) 

Miasis (Diptera, Sarcophagidae) Heridas profundas 
Presencia de larvas en las 
lesiones 

Crump & Pounds (1985); Hagman et al. (2005); Eizemberg et al. (2008); 
Medina et al. (2009); de Mello-Patiu & de Luna-Dias (2010); Travers & 
Towsend (2010); de Souza-Pinto et al. (2015) 

Esparganosis (Spirometra, Eucestoda) Nódulos y tumoraciones Larvas sparganum Gomez-Puerta et al. (2010); Bezerra et al. (2012); Borteiro et al. (2015a)  

Enfermedad por Iridovirus (Ranavirus) 
Eritema, úlceras, enfermedad 
diseminada 

Inclusiones 
citoplasmáticas 

Gray et al. (2009); Geng et al. (2011) 

Neoplasias (adenomas, carcinomas, lipomas, 
melanoforomas, otros) 

Pápulas y nódulos dérmicos 
Lesiones histológicas 
características 

Schlumberger & Lucké (1948); Balls (1962); Elkan (1968); Green & 
Harshbarger (2001); Berger et al. (2004); Stacy & Parker (2004) 
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Apéndice 2. Especímenes de anfibios estudiados (material en colecciones).  
 

Acrónimos de colecciones:  

CENAI : Centro Nacional de Iología, Buenos Aires, Argentina, actualmente incorporada a la colección MACN, 
Museo Argentino de Ciencias Naturales “Bernardino Rivadavia”, Buenos Aires, Argentina; CFBH: Colección 
Célio F. B. Haddad, Departamento de Zoologia, Universidade Estadual Paulista - UNESP, Campus de Rio Claro, 
São Paulo, Brasil; MCN : Museu de Ciências Naturais da Fundação Zoobotânica do Rio Grande do Sul, Porto 
Alegre, Rio Grande do Sul, Brasil; MCT : Museu de Ciências e Tecnologia, Setor Herpetologia, Pontificia 
Universidade Católica do Rio Grande do Sul, Porto Alegre; UFRGS: Coleção Herpetologica, Departamento de 
Zoologia, Universidade Federal do Rio Grande do Sul, Porto Alegre; MNHN : Museo Nacional de Historia 
Natural, Montevideo, Uruguay; ZVCB : Colección de Batracios, Departamento de Zoología-Vertebrados, 
Facultad de Ciencias, Universidad de la República, Montevideo. 
 
 
Lista de especímenes: 
 
Ceratophrys ornata.—URUGUAY. Departamento de Montevideo. Barra de Santa Lucía, CENAI 4478‒4481 
(23/XI/1970). 
Dendropsophus sanborni.—BRASIL. Estado de São Paulo. Floresta Estadual Edmundo de Navarro de Andrade, 
Município Rio Claro, CFBH 39088 (4/XI/2014), Tietê, alrededores, carretera a Capivari, Município de Tietê, 
CFBH 39196‒39198 (30/X/2014). 
Dendropsophus nanus.—BRASIL. Estado de São Paulo. Sitio Cantaclaro, Distrito de Itapé, Município de Rio 
Claro, CFBH 39125, 39126 (3/XI/2014). 
Elachistocleis cesarii.—BRASIL. Estado de São Paulo. Sitio Cantaclaro, Distrito de Itapé, Município de Rio 
Claro, CFBH 39127 (3/XI/2014). 
Hypsiboas albopunctatus.—BRASIL. Estado de São Paulo. Sitio Cantaclaro, Distrito de Itapé, Município de Rio 
Claro, CFBH 39113‒39115, 39123 (3/XI/2014); Tietê, alrededores, carretera a Capivari, Município de Tietê, 
CFBH 39190, 39191 (30/X/2014). 
Hypsiboas faber.—BRASIL. Estado de São Paulo. Tietê, alrededores, carretera a Capivari, Município de Tietê, 
CFBH 39135, 39136 (31/X/2014). 
Hypsiboas lundii.—BRASIL. Estado de São Paulo. Mata de Universidade Federal de São Carlos, Município de 
São Carlos, CFBH 39090, 39091 (1/XI/2014). 
Hypsiboas pulchellus.—ARGENTINA. Provincia de Buenos Aires. Berisso, MNHN 6777‒6780 
(22/XI/1982).—BRASIL. Estado de Rio Grande do Sul, São Gabriel, Río Santa Maria, MNHN 1316, 1317, 
4522‒4534 (10/I/1962). —URUGUAY. Departamento de Rocha. La Paloma, camino a Laguna de Rocha, 
MNHN 9506 (17/IV/2013), MNHN 9478 (11/VIII/2011), 9503, 9507 (17/VIII/2013), 9508, 9509 (9/XI/2013); 
Laguna de Castillos, MNHN 7489, 7736‒7740 (15‒18/VIII/2008), Laguna de Rocha, MNHN 9525 (17/VIII/ 
2013), MNHN 9527 (5/II/2014). Departamento de San José. Paso Mauricio, próximo al Arroyo Mauricio, 
MNHN 9505 (2/XI/2007). Departamento de Treinta y Tres. Valentines, MNHN 9477 (5/IX/ 2009). 
Leptodactylus fuscus.—BRASIL. Estado de São Paulo. Parque Ecológico, Universidade Federal de São Carlos, 
Município de São Carlos, CFBH 39092 (1/XI/2014), Sitio Cantaclaro, Distrito de Itapé, Município de Rio Claro, 
CFBH 39112, 39124 (3/XI/2014); Tietê, alrededores, carretera a Capivari, Município de Tietê, CFBH 39189 
(30/X/2014). 
Leptodactylus latrans. —URUGUAY. Departamento de Rocha. La Paloma, camino a Laguna de Rocha, MNHN 
9526 (5/II/2014). 
Melanophryniscus montevidensis.—URUGUAY. Departamento de Rocha. Ruta 10 km 227, MNHN 9522 
(5/III/2008).  
Melanophryniscus sanmartini.—URUGUAY. Departamento de Treinta y Tres. Valentines, MNHN 9510 
(5/VII/2009). 
Ololygon berthae.—BRASIL. Estado de São Paulo. Parque Ecológico, Universidade Federal de São Carlos, 
Município de São Carlos, CFBH 39096‒39100, 39128 (1/XI/2014). 
Itapotihyla langsdorfii.—BRASIL. Estado de São Paulo. Floresta Estadual Edmundo de Navarro de Andrade, 
Município de Rio Claro, CFBH 39087, 39062‒39072, 39085, 39086 (4/XI/2014). 
Physalaemus centralis.—BRASIL. Estado de São Paulo. Estado de São Paulo. Floresta Estadual Edmundo de 
Navarro de Andrade, Município de Rio Claro, CFBH 39084 (4/XI/2014). 
Physalaemus cuvieri.—BRASIL. Estado de São Paulo. Tietê, alrededores, carretera a Capivari, Município de 
Tietê, CFBH 39188 (30/X/2014), 39134 (31/X/2014). 
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Physalaemus fernandezae.—URUGUAY. Departamento de Canelones. Arroyo Solís, Camino Pando Punta del 
Este, CENAI 156/1 (VIII/1960). Departamento de Florida. Estancia San Lorenzo, Cerro Colorado, MNHN 1164 
(25/VIII/1962). Departamento de Montevideo. Barra del Río Santa Lucía, Santiago Vázquez, CENAI 122 (n = 
39, IX/1962), 3261 (III/1969); Santiago Vázquez, MNHN 1165 (10/IX/1962). 
Physalaemus henselii.—ARGENTINA. Provincia de Entre Ríos. Gualeguaychú, CENAI 140 (13/VII/1963).—
BRASIL. Estado de Rio Grande do Sul. Sin localidad, UFRGS 694 (s/fecha); Agronomia, Porto Alegre, MCN 
736, 738, 741, 742, 744‒746, 749, 750, 752, 753, 755, 760, 762‒765, 768 (1955); Arroio dos Ratos, MCN 
9980‒9987 (1976); Bagé, MCN 9227 (1975); Barra do Ribeiro, MCN 10971 (1976); Cachoeira do Sul, MCN 
2131 (1962); Cachoeirinha, MCN 3665, 3666 (1966); Caçapava do Sul, MCN 9431 (1975), MCT 9885 
(4/I/2007); Campo de transmissores do Ministério da Aeronáutica, Canoas, MCN 1444‒1446 (1958); Canela, 
MCN 26 (1975); Caxias do Sul, MCN 7616 (1974); Chaleira Preta, Montenegro, MCN 11504 (1977); Cidreira, 
Tramandaí, MCN 9519, 9520 (1975); Colônia de São Pedro, Torres, MCN 11024 (1976); Eldorado do Sul, MCT 
2148, 2766, 2767 (29/VI/1996); Estação Ecológica do Taim, UFRGS 700 (23/X/1980), 962, 963 (s/fecha); 
Estação Experimental Agronômica da UFRGS, Eldorado do Sul, UFRGS 2753 (9/XI/2007), 3163, 3165, 3166 
(26/VI/2008), 3339‒3346 (3‒4/XI/2008), 3767 (17/IV/2009), 4849 (6/VI/2010); Estância Guabijú, Santana do 
Livramento, MCN 8761 (1975), 10795 (1976); Estância S. Roberto, Quaraí, MCN 2509, 2510 (1964); Fazenda 
de Ari Velho, 34 km da cidade, Bom Jesus, MCN 9839 (1976); Fazenda Capão da Freguesia, São Jerônimo, 
MCN 12886, 12985 (1982); Fazenda do Umbu, Cruz Alta, MCN 8870 (1975); Fazenda Santa Catarina, 
Bossoroca, MCN 5667 (1973); FINEP, Novo Hamburgo, MCN 10358 (1979); Gravataí, MCN 4694 (1972), 
6036 (1973); Guaíba, MCN 8321 (1975), 9973, 12383 (1976); Guaíba Country Club, Guaíba, MCN 5544 
(1973); Ilha das Flores, Porto Alegre, MCN 9664 (1976); Emboabas, Osório, MCN 377, 378, 381‒384, 387, 389 
(1955); Estrada Poa-Viamão, parada 44, Viamão, MCN 1235 (1956); Itaimbezinho, Cambará do Sul, MCN 287 
(1955), 1444‒1446 (1958), 2200 (1984), 2372, 2375‒2383, 2387 (1962); Itaúba, Arroio do Tigre, MCN 11632 
(1977); Jardim Botânico, Porto Alegre, MCN 7119 (1974); Lagoa do Jacaré, Torres, MCN 10285 (1976); Lagoa 
Saloba, Santa Vitória do Palmar, MCN 12098 (1976); Linha Imperial, Nova Petrópolis, MCN 4410, 4617 
(1971); 5553 (1973); Montenegro, MCN 11041, 11382 (1977); Morro da Polícia, Porto Alegre, MCN 954‒962, 
964, 967, 968, 970‒975, 977‒980, 982‒986 (1956); Morro São Pedro, Porto Alegre, MCN 946 (1956); Osório, 
MNHN 836 (1955); Parque Estadual do Tainhas, São Francisco de Paula, MCN 13856 (2006); Passo do Vigário, 
Viamão, MCN 1561 (1959), 1821, 1822 (1960); Pelotas, MCN 1837, 1838 (1961), 2117 (1963), 9260 (1975); 
Ponta Grossa, Porto Alegre, MCN 774, 776 (1956); Porto Alegre, MCN 8289, 8290 (1975), MCT 149 (28 abril 
1963), 161 (27 marzo 1965), 310 (1966); Praia de Atlântida, Osório, MCN 9650 (1976); Praia Florida, Guaíba, 
MCN 297 (1955); São Francisco de Paula, MCN 1335 (1957); São Sepé, MCT 11360, 11361 (27/VI/2010), 
UFRGS 2675, 2676 (22/XI/2006); Teresópolis, Porto Alegre, MCN 58 (1956), 530, 532 (1955), 1611, 1613 
(1961), 2151 (1962); Torres, MCN 2591 (1963), 3208 (1961), 8503‒8508 (1974); Tramandaí MCN 1302 (1957); 
Triunfo, MCN 11053, 11538, 11539 (1977); Viamão, MCN 1030, 1089, 1235 (1956), MCT 67, 150‒160 (1967), 
11638 (30/IV/2004), 11703, 11706‒11710 (2/VIII/2007). Estado de Santa Catarina. Hotel Ravenac, Laguna, 
MCN 11970 (1976).—URUGUAY. Departamento de Canelones. Aeropuerto de Carrasco, MNHN 1514 
(18/VII/1965), 6854 (3/I/1970); Arroyo La Tuna, CENAI 3069 (VII/1968), ZVCB 526 (27/VII/1968); Arroyo 
Solís, Camino Pando-Punta del Este, CENAI 156/2 (VIII/1960); Bañado Tigre Viejo, ZVCB 309 (24/IV/1965); 
Bañados de Atlántida, ZVCB 648 (23/X/1960); La Tuna, MNHN 6811, 6812 (26/VII/1968); Lagomar, MNHN 
1142, ZVCB 633 (21/VIII/1960); ruta interbalnearia km 65,5, ZVCB 1307 (24/VIII/1975); Salinas, MNHN 1145 
(30/IX/1960). Departamento de Cerro Largo. Arroyo de la Mina, 8 km SE de Aceguá, ZVCB 2053 (16/II/1970), 
ZVCB 2414, 3438 (15/V/1970); Mazangano, ZVCB 1118 (19/II/1961); Sierra de Vaz, Río Tacuarí, 20 km SE de 
Melo, MNHN 1227 (21/III/1963), 1526, 1527 (10/III/1963); Melo, CENAI 170 (n = 2, s/fecha); Río Tacuarí, 
MNHN 1147, 1532 (20‒22/III/1963). Departamento de Colonia. Colonia del Sacramento, CENAI 166 (n = 2, 
s/fecha); Santa Ana, Artilleros, MNHN 452 (6/II/1958); Departamento de Durazno. 3 km NW Estación km 329, 
ruta a Blanquillo, Rincón de Las Piedras, ZVCB 1386 (20‒29/I/1976); Arroyo del Estado, MNHN 6814 
(VII/1980); Paso de la Cruz, Arroyo del Cordobés, ZVCB 417 (I/1953), 2397 (8‒20/I/1963). Departamento de 
Florida. Arroyo Milano, ZVCB 173 (12/II/1970); Florida, CENAI 171 (s/fecha). Departamento de Lavalleja. 
Aguas Blancas, ZVCB 383 (X/1953), 505 (6/VII/1967); Arequita, MNHN 460 (s/fecha); Arroyo de la China, 
MNHN 1141 (9/III/1963); Cerro Verdún, ZVCB 1448 (31/VIII/1975); Estación Solís, MNHN 1146, ZVCB 635 
(28/VIII/1960); Estancia Bella Vista, próximo a Zapicán, MNHN 698 (X/1958). Departamento de Maldonado. 
Cerro Pan de Azúcar, MNHN 1138 (11/VI/1961), 1990 (26/X/1971), 2399 (25/VIII/1973), ZVCB 460 
(IV/1954); Estancia las Flores, Pan de Azúcar, ZVCB 1087 (VIII/1957), Laguna del Diario, ZVCB 3813 
(10/IV/1941); Las Flores, ZVCB 1829, 1830 (23/VIII/1981); Piriápolis, MNHN 480 (28/X/1955); Sierra de 
Ánimas, MNHN 1668 (15/X/1966), ZVCB 191 (n = 2, III/1953), 693 (30/VIII/1953), 1377 (18/IV/1953). 
Departamento de Montevideo. Barra del Río Santa Lucía, Santiago Vázquez, CENAI 123 (IX/1962), 732 
(30/IX/1962), 598‒618 (s/fecha), 3262 (III/1969); Carrasco, MNHN 1137 (10/IX/1962), 2462 (20/XI/1962), 
ZVCB 873 (XII/1952); Pajas Blancas, ZVCB 1638 (10/IX/1979). Departamento de Río Negro. Arroyo 
Salsipuedes grande, MNHN1606 (13/VII/1966). Departamento de Rivera. Escuela de Agronomía, MNHN 1144 
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(19/II/1962); Establecimiento El Palenque, ZVCB 7064, 7065, 7103 (9/IV/2001); Establecimiento Rocha, ZVCB 
6780‒6782, 6786, 6787, 6852, 6866, 6905, 6911, 6983, 7202, 7203, 7214, 7222 (9/IV/2001), 7287, 7289, 7585 
(7/IV/2001), 7944,7945, 8003 (13/V/2001), 8594 (11/XI/2001), 9029 (13/I/2002), 9907, 9908, 9916, 9920‒9922 
(10/II/2002); Establecimiento Trinidad, ZVCB 5028 (9/III/2001), 5140, 5246, 5280, 5307, 5312, 5325, 5326, 
5355, 5466, 5636, 5637, 5641, 5666, 5685, 5702 (23/III/2001), 6629, 6632, 6637, 6638, 6644, 6658, 6682, 6683, 
6713, 6715, 6736, 6760 (9/IV/2001), 7730‒7734, 7841, 7842, 7866, 7876, 7882, 7883 (13/V/2001), 8080, 8081, 
8089 (10/VI/2001), 8138 (8/VII/2001), 8207 (11/VIII/2001), 8311 (15/IX/2001), 8451, 8494 (13/X/2001), 8511, 
8732 (11/XI/2001), 8925 (13/I/2002), 9347 (11/XI/2001), 9402, 9492, 9556 (9/II/2002); Establecimiento 
Vázquez, ZVCB 5410, 5431, 5457, 5472, 5508, 5509, 5554‒5556, 5585, 5586‒5588, 5634, 5719, 5742, 5756, 
5804, 5805, 5813, 5823, 5829, 5840, 5841, 5880, 5881, 5958, 5996, 6022 (23/III/2001), 6160, 6176, 6244, 6296, 
6381, 6447, 6507, 6524‒6526, 6674, 6827, 6978, 7157, 7247 (9/IV/2001), 7993 (13/V/2001), 8120 
(10/VI/2001), 8296 (15/IX/2001), 8411, 8473, 8474 (13/X/2001), 8527, 8546, 8590, 8591 (11/XI/2010), 8810, 
8851, 8898 (11/XII/2001), 9040, 9044, 9058, 9059, 9133 (13/I/2002); Pueblo Madera, ruta 5 km 492, MNHN 
9512 (18/VI/2006), ZVCB 11180‒11183 (2/V/2003), 17128 (18/VI/2006). Departamento de Rocha. Aguas 
Dulces, ZVCB 4020 (10/V/2000), Arroyo Valizas, ZVCB 1438 (10/VII/1977); Barra de Valizas, ZVCB 15213 
(3/VI/2007), 17129 (10/III/2007); 17131 (1/V/2007); Camino del Indio, ZVCB 1777 (9/V/1981); Ciudad de 
Rocha, ZVCB 625 (12/VII/1960); La Coronilla, ZVCB 18474 (1/VI/2007), 19598 (30/V/2007); Parque 
Andresito, La Paloma, ZVCB 2226 (16/IV/1973); Parque Nacional San Miguel, MNHN 1135 (28/VII/1964), 
ZVCB 3341 (IX/1953); Puntas del Arroyo San Carlos, MNHN 415 (29/X/1956); Refugio de Fauna Laguna de 
Castillos, MNHN 6841 (18/V/2000); ruta 10 km 248,8, ZVCB 17130 (10/III/2007). Departamento de San José. 2 
km W de Playa Pascual, MNHN 6961 (22/VIII/1982); 3 km W de Playa Pascual, MNHN 6813 (20/VI/1982); 
Arazatí, ZVCB 1265, 1267, 1269, 1270 (27/IV/1975); Arroyo Pereira, Rincón de Arazatí, MNHN 1143 
(21‒25/IV/1961), ZVCB 723 (21‒25/VII/1961); Arroyo Valdez, MNHN 1466 (27/VI/1965); Delta del Tigre, 
ZVCB 1277, 1279, 1280 (12/V/1975); Playa Pascual, ZVCB 1287 (10/V/1975), 2430 (17/X/1970); Sierra de 
Mahoma, ZVCB 486 (IV/1954). Departamento de Salto. El Espinillar, ZVCB 2090 (24/IX/1982); Río Arapey, 4 
km SW de las Termas del Arapey, ZVCB 1528 (21/III/1978). Departamento de Soriano. 10 km de Arroyo 
Grande, MNHN 1140 (16/III/1962); Arroyo del Perdido, 10 km de Arroyo Grande, ZVCB 761 (16/IV/1962); 
Estancia Santa Rita a 7 km de Ombúes de Lavalle, ZVCB 3437 (10/IV/1974); Puerto Aldao, ZVCB 687 
(II/1953); Soriano, CENAI 167 (s/fecha). Departamento de Tacuarembó. 7 km aguas arriba de la desembocadura 
del Río Tacuarembó, MNHN 1139 (13/III/1961), ZVCB 707 (13‒20/III/1961); Paso Estevez, Arroyo Quebrada 
chico, MNHN 451 (20/II/1958). Departamento de Treinta y Tres. Ciudad de Treinta y Tres CENAI 169 (n = 2, 
s/fecha); Santa Clara de Olimar, MNHN 877 (II/1960), ZVCB 173 (12/II/1960), 450 (1/XII/1957); Olimar chico, 
25 km SW de la ciudad de Treinta y Tres, MNHN 1136 (8/IV/1963); Río Olimar a 24 km del Río Cebollatí, 
ZVCB 607 (14‒27/II/1960). 
Physlaemus nattereri.—BRASIL. Estado de São Paulo. Parque Ecológico, Universidade Federal de São Carlos, 
Município de São Carlos, CFBH 39095 (1/XI/2014). 
Pleurodema bibroni.—BRASIL. Estado de Rio Grande do Sul. Boca da Serra, Município de São Francisco de 
Paula, MCN 54 (I/1955); Cazuza Ferreira, Município de São Francisco de Paula, MCN 5533, 5534, 5536, 5537 
(24/III/1973); Farroupilha, MCN 5574; Fazenda de Ari Velho, 34 km de la ciudad, Município de Bom Jesus, 
MCN 9847–9852 (2/XI/1976); Itaimbezinho, Município de Cambará do Sul, MCN 2428 (1‒4/XI/1962); Linha 
Imperial, Município de Nova Petrópolis, MCN 7401 (20/XII/1973);Rio Tainhas, cercanías del Rio Cipó, MCN 
1333 (28/I/1957); Vacaria, MCN 6616–6622 (12‒15/I/1974); Veraneio Hampel, Município de São Francisco de 
Paula, MCN 55 (I/1955).—URUGUAY. Sin localidad, ZVCB 3132. Departamento de Artigas. Arroyo Tres 
Cruces, ZVCB 1093. Departamento de Canelones. Arroyo Tropa Vieja, CENAI 4951, 4954–4964 (14/X/1970); 
Atlántida, ZVCB 185; Bañados de Carrasco, ZVCB 186; Ciudad de Canelones, ZVCB 685; Jaureguiberry, 
MNHN 9455 (20/VI/2011); Las Toscas, ZVCB 47, 48, 11082, 11083; Salinas, MNHN 942 (30/IV/1961); Sauce, 
MNHN 2102 (8/VI/1973). Departamento de Florida. Estancia San Lorenzo, Reboledo, MNHN 946 (1/I/1965). 
Departamento de Lavalleja. Aiguá, MNHN 2499 (s/fecha); Arequita, ZVCB 563, 1791; Arroyo Minas Viejas, 
ZVCB 605; Arroyo Tapes de Godoy, MNHN 945 (9/III/1963), ZVCB 11096; 15 Km SW Arroyo Tapes Godoy, 
ZVCB 368, 919; Cañada de los Troncos, ruta 8 Km 162, próximo al Arroyo Marmarajá, ZVCB 1403; Cerro 
Arequita, MNHN 441 (s/fecha); Estancia Bella Vista, Nico Pérez, MNHN 601, 706 (11/X/1958); Estancia La 
Salvaje, ruta 81, 13 km de la intersección con ruta 8, MNHN 5522 (III/1986); Río Cebollatí, Barra de los Tapes, 
ZVCB 38; Tapes, ZVCB 803, 11080. Departamento de Maldonado. Sin localidad, MNHN 309 (3 especímenes, 
1939); Cerro San Antonio, Piriápolis, MNHN 359 (13/VII/1957); Pan de Azúcar, MNHN 2063, 2103 
(26/IX/1971); Punta del Este, intersección de calles 11 y 12, ZVCB 3159; Punta José Ignacio, ZVCB 679; puntas 
del Arroyo San Carlos, MNHN 478 (29/X/1956). Departamento de Montevideo. Bañados de Carrasco, ZVCB 
184, 548, 11077, 11078; Barra de Santa Lucía, CENAI sin número (30/IX/1969, lote de cientos de ejemplares), 
CENAI 3974 (IV/1970), 6250, 6252–6255, 6258, 6259, 6262, 6264, 6265, 6267‒71 (16/VI/1972), 6339, 6373, 
6379, 6382, 6408–6415, 6480–6485 (17/VII/1972), 8059–8066 (VII/1972); Camino Carrasco, ZVCB 479 
(VI/1953), 2025 (s/fecha), 11064–11073, 11079 (VI/1953); Carrasco, MNHN 311 (18/XI/1956), 355 (IX/1956), 
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414 (7/XII/1957), CENAI 3491 (IX/1969); Carrasco, Parque Nacional, ZVCB 380; Malvín, ZVCB 377, 684, 
MNHN 435 (17/VII/1958); Puente sobre el Arroyo Carrasco, MNHN 1575 (3/III/1966); Santiago Vázquez, 
MNHN 6816 (19/IX/1969). Departamento de Rocha. Barra de Valizas, MNHN 6815 (2/I/1988), 7167 
(3/VI/2007, larvas), 7169, 7170 (6/V/2007), ZVCB 1004, 16137; Cerro Verde, MNHN 7352 (22/VI/2008); La 
Coronilla, MNHN 944 (II/1963); Laguna de las Nutrias, MNHN 9457, 9458 (20/XII/2011); Laguna Garzón, 
MNHN 329 (4/VIII/1956); La Paloma, MNHN 302 (8/XI/1956), 361 (1957), ZVCB 17127; La Pedrera, CENAI 
4939–4941 (10‒14/II/1969), 8054, 8055 (III/1968); Refugio de Fauna Laguna de Castillos, MNHN 7353 
(18/III/2008); Rocha: MNHN 486 (X/1956); Oceanía del Polonio, ruta 10 km 255, MNHN 7171 (23/IX/2007); 
Santa Teresa, Playa Las Achiras, MNHN 6817 (II/1984). Departamento de San José. Arazatí, MNHN 2612 
(11/X/1981); Autódromo Nacional, ruta 1 km 27,5, ZVCB 3946; Delta del Tigre, MNHN 943 (1/XII/1962); 
Playa Pascual, CENAI 4176–4178 (s/fecha); Playa Pascual, 10 km NW de Santiago Vázquez, ZVCB 2431. 
Departamento de Treinta y Tres. Santa Clara de Olimar, ZVCB 413, 11081; Valentines, MNHN 9456 
(5/VII/2009).  
Scinax fuscovarius.—BRASIL. Estado de São Paulo. Floresta Estadual Edmundo de Navarro de Andrade, 
Município de Rio Claro, CFBH 1374, 5233–5235, 5293–5295, 5592–5294, 17133–17135, 17557, 19629, 
39073‒39083 (4/XI/2014); Parque Ecológico, Universidade Federal de São Carlos, Município de São Carlos, 
CFBH 39093, 39094 (1/XI/2014); Sitio Cantaclaro, Distrito de Itapé, Município de Rio Claro, CFBH 5579–
5583, 39101‒39107, 39109‒39111, 39116‒39119, 39120‒39122 (3/XI/2014); Tietê, alrededores, carretera a 
Capivari, Município de Tietê, CFBH 39192‒39195 (30/X/2014), 39129‒39133 (31/X/2014). 
Scinax granulatus.—URUGUAY. Departamento de Treinta y Tres. Bañado de los Oliveras, MNHN 9528 
(22/I/2006). 
Scinax similis.—BRASIL. Estado de São Paulo. Floresta Estadual Edmundo Navarro de Andrade, Município de 
Rio Claro, CFBH 6003, 39089 (4/XI/2014); Sitio Cantaclaro, Distrito de Itapé, Município de Rio Claro, CFBH 
7148, 7151, 39108 (3/XI/2014). 
Scinax squalirostris.—URUGUAY. Departamento de Rocha. La Paloma, camino a Laguna de Rocha, MNHN 
9528 (2/VIII/2013). 
Xenopus laevis.—URUGUAY. Departamento de Canelones. Atlántida (acuario comercial), MNHN 9523 
(28/I/2011; n = 4). Departamento de Montevideo. Rincón del Cerro, Montevideo (criadero y acuario comercial), 
MNHN 9524 (13/VII/2011; n = 11). 
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Apéndice 3. Retracción del rango de distribución de Physalaemus 

fernandezae, Physalaemus henselii y Pleurodema bibroni en Uruguay. 
 

 

Se reunió información sobre distribución geográfica actual e histórica de las especies 

estudiadas teniendo en cuenta registros en la literatura, material en colecciones (ver Apéndice 

2), y datos obtenidos entre los años 2000 y 2014 durante 313 visitas no sistemáticas a 41 

localidades principalmente del sur y este de Uruguay. Se constató la existencia de ejemplares 

en colecciones para 33 de los 41 sitios visitados (80,5 %), pero solamente en 10 se pudo 

detectar al menos una de las especies (24,4 %), ver tabla 3.I. 

 

 

Physalaemus henselii 

 

Esta especie es nativa de Uruguay, el estado de Rio Grande do Sul en Brasil y unas pocas 

localidades en Argentina sobre el Río Uruguay (Barrio 1964; Barrasso 2014). Se examinaron 

468 ejemplares adultos en colecciones. En Uruguay, la mayoría de los registros corresponden 

a distintas zonas del país entre 1941 y 1982, y no existen colectas entre 1984 y 2000. A partir 

de 2001 éstos provienen en tres zonas, serranías del Dpto. de Rivera en el norte, serranías del 

centro-este en la formación Cuchilla Grande, y planicies costeras del Dpto. de Rocha. En este 

último caso, entre los años 2001 y 2007 (n = 23) en su mayoría fueron realizados por el autor 

(n = 10; MNHN 9512, ZVCB 11180‒11183, 15213, 17128‒17131); algunas de las 

localidades fueron citadas en publicaciones previas (Kolenc et al. 2006; Borteiro & Kolenc 

2007; Maneyro et al. 2008; Tomatis et al. 2009). Las distribuciones histórica y actual en 

Uruguay se indican en la figura 3.I, y el número de ejemplares colectados según el año se 

indica en la figura 3.II. La colecta histórica de ejemplares en Rio Grande do Sul mostró un 

perfil similar, fueron colectados principalmente entre 1953 y 1984, no existen ingresos entre 

1985 y 1996, y hay unos pocos ejemplares colectados entre 2004 y 2012 (n = 25), ver figura 

3.II. 
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TABLA  3.I . Localidades y muestreos realizados en el rango de distribución de Physalaemus 
fernandezae (Pf), P. henselii (Ph) y Pleurodema bibroni (Plb) en Uruguay (2000‒2014). 

Localidades Registros 1 Muestreos Resultado 2 Amenazas/Obs. 
Dpto. de Canelones     

Arroyo Solís Pf, Ph 1 X Urbanización 
Salinas Ph, Plb 1 X Urbanización 
Atlántida, Parque del Plata, Las Toscas Ph, Plb 11 X Urbanización 
Carrasco Ph, Plb 1 X Urbanización 
Jaureguiberry ----- 4 Plb (1) Urbanización 
Solymar ----- 4 X Urbanización 
Marindia ----- 2 X Urbanización 

Dpto. de Cerro largo     
Aceguá Ph 5 X  
Cuchilla de Mangrullo ----- 3 X  
Mazangano y alrededores Ph 1 X  
Melo y alrededores Ph 3 X  
Sierra de Vaz Ph 1 X  

Dpto. de Colonia     
Santa Ana y alrededores Ph 1 X Urbanización 

Dpto. de Florida     
Ruta 7 entre Fray Marcos y José Batlle 
y Ordóñez (aproximadamente 80 km) 

Plb 12 Ph (1)  

Dpto. de Lavalleja     
Aiguá Plb 4 X  
Sierras de Minas Plb 24 X  

Dpto. de Maldonado     
Sierra de las Ánimas Ph 10 X  
Cerro Verdún Ph 1 X  
Piriápolis, Cerro Pan de Azúcar Ph, Plb 6 X Urbanización 

Dpto. de Montevideo     
Pajas Blancas y alrededores Ph 12 X Urbanización 
Santiago Vázquez y alrededores Pf, Ph, Plb 8 X Urbanización 
Malvín Plb 1 X Urbanización 

Dpto. de San José     
Playa Penino y alrededores Ph, Plb 6 X Urbanización 
Arazatí y alrededores Ph, Plb 4 X  
Delta del Tigre Ph, Plb 25 X Urbanización 
Sierra de Mahoma Ph 5 X  

Dpto. de Rivera     
Ciudad de Rivera y alrededores Ph 6 Ph (1) Forestación  

Dpto. de Rocha     
Barra de Valizas Ph, Plb 8 Ph (3), Plb (4)  
Ciudad de Rocha y alrededores Ph 3 X Urbanización 
La Coronilla, Cerro Verde Ph, Plb 3 Ph, Plb(2)  
Laguna de Rocha ------ 19 ------ Plb 3 
La Paloma y alrededores Ph, Plb 22 X Urbanización 
La Pedrera y Punta Rubia Plb 21 X Urbanización 
Ruta 9 entre Castillos y La Coronilla ----- 4 Ph (2)  
Ruta 10 entre Punta Rubia y Valizas Ph 15 Ph (5), Plb (6)  
Ruta 109 entre Rocha y Aiguá ----- 6 -----  
Santa Teresa y alrededores Plb 5 Ph (2) Forestación 

Dpto. de Tacuarembó     
Paso Aguiar y alrededores ------ 2 X  

Dpto. de Treinta y Tres     
Ciudad de Treinta y Tres Ph, Plb 15 ------ Plb  4 
Quebrada de los Cuervos y alrededores Plb 20 X  
Valentines y Sierra del Tigre ----- 8 Ph (4), Plb (2)  

TOTAL                   41                       33/41 (80,5 %) 313 10/41 (24,4 %) 
1 material en colecciones; 2 se indica el número de muestreo en que se detectó la especie; 3 un ejemplar 
colectado próximo a los sitios de muestreos (ver Kolenc et al. 2012); 4 registro acústico (Kolenc et al. 2009). 
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FIGURA 3.I. Distribución geográfica de Physalaemus henselii en Uruguay. Los 
puntos corresponden a registros en colecciones y los círculos a poblaciones 
actuales: 1, serranías de la Cuchilla Negra; 2‒5, poblaciones en sierras de la 
Cuchilla Grande (Ruta 7, km 138 y 139, km 154, Valentines y Sierra del Tigre 
respectivamente); zonas costera entre Oceanía del Polonio (6) y La Coronilla (7).  

 

 

Pleurodema bibroni  

 

El rango de distribución histórico de esta especie en tiempos recientes corresponde a una 

amplia región en el sur de Uruguay y una pequeña zona del sureste de Brasil, en los estados 

de Rio Grande do Sul, Santa Catarina y Paraná (Braun 1973; Barrio 1977; Kolenc et al. 2009; 

Lignau 2009; Trein et al. 2014). Una serie de ejemplares colectados en 1893‒1894 en el Río 

Apa, Paraguay, depositados en el Museo de Zoologia de la Universidad de Turín, MZUT 

An447 (1‒7) y considerados como Physalaemus fuscomaculatus (ver Cei 1990) fueron 

examinados durante la realización de este trabajo. De acuerdo a sus caracteres morfológicos 

se asignaron a Pleurodema bibroni (Kolenc et al. 2011). La declinación de Pl. bibroni en 
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Uruguay, donde la especie era muy común, ya fue presentada en un trabajo previo (Kolenc et 

al. 2009). Un elevado número de ejemplares en colecciones fue colectado a fines de los años 

1960s y principios de los años 1970s asociado a los estudios de Avelino Barrio (Kolenc et al. 

2009). El hallazgo de esta especie se volvió una rareza a partir de los años 1970s, con escasas 

colectas durante más de 30 años y pocas poblaciones actuales conocidas, figuras 3.III y 3.IV. 

 

 

FIGURA 3.II.  Especímenes de Physalaemus henselii de Uruguay y sur de Brasil (estado de Rio 
Grande do Sul) presentes en las colecciones herpetológicas estudiadas, colectados entre 1930 y 2010. 
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FIGURA 3.III.  Distribución geográfica de Pleurodema bibroni en Uruguay. Los 
puntos corresponden a localidades conocidas en base a registros en colecciones. 
Los círculos indican poblaciones actuales detectadas en este estudio o reportadas 
en publicaciones recientes: 1, Valentines; 2, Ciudad de Treinta y Tres (Kolenc et 
al. 2009); 3, Jaureguiberry; 4, Laguna de las Nutrias; 5, Refugio de fauna Laguna 
de Castillos (Kolenc et al. 2009); 6, 7, poblaciones entre Oceanía del Polonio y La 
Coronilla (Kolenc et al. 2009; Natale & Maneyro 2008). 
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FIGURA 3.IV.  Especímenes de Pleurodema bibroni procedentes de Uruguay presentes en las 
colecciones herpetológicas estudiadas, según año de colecta. Gráfico adaptado de Kolenc et al. (2009). 

 

 

Physalaemus fernandezae  

 

Su rango de distribución se encuentra casi totalmente en la Provincia de Buenos Aires, 

Argentina (Barrio, 1964), donde es abundante y de hallazgo común (Barrasso 2014; D. 

Barrasso, com. pers.). Barrio (1964) indicó su presencia en Uruguay sobre el Río de la Plata 

hacia el este hasta Solís, Dpto. de Canelones. Dicho autor colectó 41 de los 43 ejemplares 

provenientes de Uruguay presentes en colecciones (CENAI 122, n = 39; CENAI 156/1, 3261). 

Existe además un solo registro hacia el interior, en los alrededores de Cerro Colorado, Dpto. 

de Florida (Núñez et al. 2004), MNHN 1164. No se colectan ejemplares en el país desde 

1962. La distribución geográfica en Uruguay se muestra en la figura 3.V.  
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FIGURA 3.V. Distribución geográfica de Physalaemus fernandezae en Uruguay. 
Localidades: 1, Santiago Vázquez; 2, Arroyo Solís; 3, Cerro Colorado.  
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Apéndice 4. Anfibios encontrados muertos o moribundos durante muestreos 

de campo en Uruguay (2000‒2014). 
Especie Localidad Fecha Observaciones 

Leptodactylus gracilis 
Laguna de Rocha, Dpto. 
de Rocha  

15/VIII/2010 
Hembra hallada muerta 
deshidratada en dunas 
costeras.  

Leptodactylus latinasus 
Barra de Valizas, Dpto. 
de Rocha 

1/V/2007 
Subadulto bajo tronco, en 
descomposición. 

Leptodactylus latrans 
Santiago Vázquez, 
Dpto. de Montevideo 

28/XI/2009 
Macho en descomposición 
avanzada, en margen de 
cuerpo de agua temporal. 

Physalaemus gracilis 
Ruta 109 próximo a 
ciudad de Rocha, Dpto. 
de Rocha 

8/X/2006 

Hembra moribunda flotando 
en orilla de charco temporal 
durante el día, apenas móvil. 
Histología de piel sin 
indicios de quitridiomicosis. 

Physalaemus henselii 
Barra de Valizas, Dpto. 
de Rocha 

23/IX/2007 
Hembra en descomposición, 
bajo tronco. 

Odontophrynus americanus 
Delta del Tigre, Dpto. 
de San José 

7/II/2014 

Hembra muerta flotando en 
charco temporal, durante 
explosión reproductiva luego 
de lluvias. 

Pseudis minutus 

Cerro Cueva del Tigre, 
Sierra de las Ánimas, 
Dpto. de Maldonado 

8/IX/2013 
Macho en descomposición en 
el fondo de charco temporal, 
luego de fuertes lluvias. 

Se excluyen anfibios muertos por vehículos en caminos y carreteras.  

 

FIGURA 4.I. Anfibios encontrados muertos en condiciones naturales en Uruguay. A, Odontophrynus 

americanus, Delta del Tigre, Dpto. de San José (7/II/2014). B, Pseudis minutus, Sierra de las Ánimas, 
Dpto. de Maldonado (8/IX/2013). 
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Apéndice 5. Árboles obtenidos en el análisis filogenético de Dermocystida. 
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Apéndice 6. Distancias genéticas en Dermocystida. 

Taxones: 1‒4, Sphaerothecum destruens; 5, Sphaerothecum sp. nov., Rio Claro, Brasil; 6, 7, Rhinosporidium ranae; 8, 10, 11, Rhinosporidium viridescens; 9, Rhinosporidium viridescens (Di 
Rosa & Fagotti, no publicado); 12, Rhinosporidium fennicum; 13, Rhinosporidium hylarum; 14, Rhinosporidium salmonis; 15, Rhinosporidium  rwandae, Valentines, Uruguay; 16, 
Rhinosporidium rwandae, La Paloma, Uruguay; 17, Rhinosporidium rwandae; 18, Rhinosporidium sp. (Ragan et al. 1996, Proc. Natl. Acad. Sci., USA, 93. 11907‒11912); 19‒23, 
Rhinosporidium seeberi; 24‒26, Dermocystidium pusula (González-Hernández et al. 2010, Parasitol. Int., 59, 344‒350); 27, 28, Amphibiothecum penneri; 29‒37, Dermotheca percae. En gris 
se indican las nuevas secuencias producidas en este estudio 

Secuencia 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 19 20 21 22 23 24 25 26 27 28 29 30 31 32 33 34 35 36 
1 AY267345 -                                    
2 AY267346 0,06 -                                   
3 AY267344 0,23 0,17 -                                  
4 L29455 0,34 0,29 0,34 -                                 
5 KU982985 2,58 2,50 2,66 2,82 -                                
6 AY550245 5,21 5,15 5,21 5,32 5,59 -                               
7 AY692319 5,09 5,03 5,09 5,21 5,36 0,57 -                              
8 EF493029 5,78 5,63 5,93 5,63 5,59 2,12 1,40 -                             
9 EU650666 4,87 4,81 4,87 5,01 5,10 1,95 1,83 - -                            
10 EF493028 5,41 5,27 5,55 5,27 5,24 1,99 1,32 - - - -                          
11 EF493030 5,41 5,27 5,55 5,27 5,24 1,99 1,32 - - - -                          
12 AF533950 4,77 4,71 4,77 4,88 4,78 2,13 2,02 0,84 1,11 0,79 0,79 -                         
13 KU982982 5,20 5,12 5,27 5,45 4,86 1,77 1,55 0,98 1,02 0,92 0,92 0,88 -                        
14 U21337 5,19 5,13 5,19 5,31 5,26 2,15 2,04 1,12 1,53 1,05 1,05 0,63 1,17 -                       
15 KU982984 5,17 5,03 5,31 5,04 4,87 3,16 2,35 1,71 1,56 1,60 1,60 1,43 1,56 1,96 -                      
16 KU982983 4,88 4,81 4,95 5,11 4,71 2,79 2,58 1,69 1,87 1,59 1,59 2,01 1,77 2,44 - -                     
17 KP172222 4,81 4,73 4,88 5,05 4,76 2,69 2,48 1,41 1,76 1,32 1,32 1,90 1,72 2,26 0,26 0,21 -                    
18 U21336 4,96 4,89 4,96 5,07 5,02 2,43 2,31 1,83 1,47 1,72 1,72 1,55 1,39 1,98 1,95 2,01 1,83 -                   
19 AF158369 4,80 4,74 4,80 4,92 4,78 1,93 1,81 0,98 1,03 0,92 0,92 1,32 0,95 1,75 1,03 1,24 1,19 1,50 -                  
20 AF118851 4,65 4,59 4,65 4,76 4,78 1,90 1,79 0,98 1,00 0,92 0,92 1,38 0,95 1,68 1,03 1,24 1,19 1,61 - -                 
21 AY372365 4,65 4,59 4,65 4,78 4,78 1,91 1,80 0,98 1,00 0,92 0,92 1,38 0,95 1,69 1,03 1,24 1,19 1,61 - - -                
22 AF399715 4,59 4,53 4,59 4,70 4,79 1,85 1,73 0,98 1,00 0,92 0,92 1,32 0,95 1,69 1,04 1,24 1,19 1,55 - 0,06 0,06 -               
23 JQ231220 4,49 4,18 4,18 4,19 4,50 4,13 2,62 2,03 2,03 2,03 2,03 2,32 2,03 2,92 1,72 1,72 1,72 2,03 0,86 0,86 0,86 0,86 -              
24 GU232541 6,65 6,51 6,64 7,08 5,44 4,85 4,47 4,83 3,94 4,83 4,83 3,82 3,69 3,81 5,97 4,71 4,58 4,33 3,94 3,94 3,94 3,94 3,21 -             
25 GU232542 6,87 6,75 6,87 7,29 5,58 4,88 4,52 4,71 3,89 4,71 4,71 3,77 3,65 3,76 5,78 4,62 4,50 4,38 3,76 3,76 3,76 3,77 3,21 - -            
26 GU232543 6,77 6,64 6,77 7,19 5,48 4,78 4,42 4,57 3,79 4,57 4,57 3,79 3,67 3,78 5,64 4,52 4,40 4,28 3,78 3,78 3,78 3,79 3,21 - - -           
27 AY772001 7,97 7,90 8,04 8,25 6,93 6,93 6,72 7,27 6,44 6,80 6,80 6,20 5,98 6,71 5,82 6,35 6,54 6,47 6,33 6,33 6,28 6,40 6,30 7,21 7,28 7,18 -          
28 AY772000 7,83 7,75 7,90 8,11 6,93 6,93 6,72 7,27 6,44 6,80 6,80 6,20 5,98 6,71 5,82 6,35 6,54 6,47 6,33 6,33 6,29 6,41 6,30 7,21 7,28 7,18 0,45 -         
29 AF533941 8,69 8,62 8,69 8,80 7,83 7,74 7,62 6,58 7,15 6,17 6,17 6,97 6,42 7,34 7,07 7,23 7,35 7,15 7,44 7,30 7,32 7,24 9,24 7,17 7,23 7,13 11,01 11,24 -        
30 AF533943 8,82 8,76 8,82 8,94 8,00 7,87 7,75 6,74 7,28 6,31 6,31 7,10 6,58 7,47 7,22 7,38 7,51 7,22 7,58 7,43 7,45 7,36 9,24 7,30 7,36 7,26 11,24 11,47 0,22 -       
31 AF533945 8,62 8,55 8,62 8,73 7,83 7,61 7,49 6,58 7,15 6,16 6,16 6,97 6,50 7,41 7,07 7,30 7,42 7,15 7,44 7,29 7,32 7,23 8,90 7,43 7,49 7,39 11,01 11,24 0,22 0,33 -      
32 AF533947 8,81 8,75 8,81 8,93 8,00 7,98 7,86 7,04 7,40 6,59 6,59 7,22 6,74 7,60 7,50 7,53 7,65 7,40 7,70 7,54 7,57 7,48 9,56 7,56 7,73 7,63 11,31 11,54 0,33 0,44 0,44 -     
33 AF533949 8,75 8,69 8,75 8,87 7,75 7,80 7,68 6,28 7,22 5,88 5,88 6,91 6,51 7,35 6,79 7,31 7,43 7,21 7,51 7,36 7,39 7,30 8,90 7,31 7,37 7,27 11,10 11,33 0,39 0,50 0,39 0,61 -    
34 AF533942 8,77 8,70 8,77 8,89 7,91 7,73 7,61 6,13 7,12 5,74 5,74 6,89 6,50 7,27 6,64 7,08 7,19 7,07 7,37 7,22 7,25 7,22 8,90 7,31 7,24 7,14 10,78 11,01 0,62 0,73 0,62 0,84 0,56 -   
35 AF533946 8,94 8,88 8,94 9,06 8,00 7,73 7,61 6,43 7,40 6,03 6,03 7,08 6,66 7,34 6,93 7,38 7,50 7,20 7,57 7,41 7,44 7,35 9,24 6,91 6,85 6,76 11,30 11,53 1,72 1,84 1,84 1,95 1,78 1,58 -  
36 AF533948 8,95 8,88 8,94 9,06 7,84 7,73 7,61 6,13 7,33 5,74 5,74 7,09 6,50 7,34 6,65 7,23 7,35 7,20 7,50 7,41 7,44 7,35 8,60 6,65 6,61 6,51 11,15 11,38 1,73 1,84 1,84 1,95 1,78 1,53 0,22 - 
37 AF533944 8,81 8,75 8,81 8,93 7,92 7,66 7,54 6,43 7,08 6,02 6,02 6,77 6,50 7,02 6,93 7,15 7,27 6,95 7,37 7,22 7,25 7,16 9,57 7,17 7,10 7,01 10,94 11,16 0,94 1,05 1,05 1,16 1,00 0,79 0,88 0,89 
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Apéndice 7. Anfibios examinados en sitios con infección por 
Rhinosporidium rwandae en Hypsiboas pulchellus. Abreviaturas: LP, La 
Paloma; LR, Laguna de Rocha; VA, Valentines. 

Especie 
Localidad y 

fecha 
Otoño Invierno Primavera Verano Total 

Dendropsophus sanborni 
LP 10/II/2007 ----- ----- ----- 0/5 

0/9 LR 12/VIII/2011 ----- 0/3 ----- ----- 
LR 9/XI/2013 ----- ----- 0/1 ----- 

Julianus uruguayus LP 11/VIII/2011 ----- 0/14 ----- ----- 0/14 

Leptodactylus latrans 
LP 5/II/2014 ----- ----- ----- 0/2 

0/3 
LR 17/IV/2013 0/1 ----- ----- ----- 

Melanophryniscus montevidensis 

LR 7/VIII/2006 ----- 0/4 ----- ----- 

0/21 
LR 8/X/2006 ----- ----- 0/2 ----- 
LR 29/II/2008 ----- ----- ----- 0/13 
LR 11/8/2011 ----- 0/2 ----- ----- 

Odontophrynus americanus 
LP 6/V/2007 0/3 ----- ----- ----- 

0/4 
LP 11/VIII/2011 0/1 ----- ----- ----- 

Odontophrynus maisuma 
LR 14/VIII/2006 ----- 0/4 ----- ----- 

0/5 
LR 12/VIII/2011 ----- 0/1 ----- ----- 

Physalaemus gracilis LR 29/IX/2012 ----- ----- 0/1 ----- 0/1 

Pseudis minutus 

LP 28/XI/2002 ----- ----- 0/1 ----- 

0/42 

LP 10/II/2007 ----- ----- ----- 0/2 
LP 1/V/2007 ----- 0/2 ----- ----- 
LR 1/V/2007 ----- 0/3 ----- ----- 

LR 11/VIII/2011 ----- 0/7 ----- ----- 
LR 17/IV/2013 0/24 ----- ----- ----- 
LR 11/IV/2014 0/3 ----- ----- ----- 

Pseudopaludicola falcipes 

LP 11/VIII/2011 ----- 0/1 ----- ----- 

0/6 
LP 29/IX/2012 ----- ----- 0/1 ----- 
LP 9/XI/2013 ----- ----- 0/2 ----- 
LR 8/X/2006 ----- ----- 0/2 ----- 

Rhinella arenarum LP 1/II/2006 ----- ----- ----- 0/1 0/1 

Rhinella dorbignyi 

LP 1/V/2006 0/1 ----- ----- ----- 

0/10 

LP 8/X/2006 ----- ----- 0/1 ----- 
LP 5/II/2014 ----- ----- ----- 0/1 

LR 7/VIII/2006 ----- 0/1 ----- ----- 
LR 8/X/2006 ----- ----- 0/1 ----- 
LR 1/V/2007 0/1 ----- ----- ----- 

LR 11/VIII/2011 ----- 0/4 ----- ----- 

Scinax squalirostris 

LP 5/III/2088 ----- ----- ----- 0/2 

0/20 
LP 2/8/2013 ----- 0/1 ----- ----- 

LR 12/VIII/2011 ----- 0/11 ----- ----- 
LR 29/IX/2012 ----- ----- 0/6 ----- 

Sub-total LP/LR  0/34 0/58 0/17 0/26 0/136 
Elachistocleis bicolor VA 1/XI/2009 ----- ----- 0/2 ----- 0/2 
Julianus uruguayus VA 1/XI/2009 ----- ----- 0/25 ----- 0/25 

Melanophryniscus sanmartini 
VA 5/VII/2009 ----- 0/2 ----- ----- 

0/3 
VA 2/VIII/2009 ----- 0/1 ----- ----- 

Odontophrynus americanus VA 15/VI/2012 ----- 0/3 ----- ----- 0/3 

Physalaemus biligonigerus 
VA 1/XI/2009 ----- ----- 0/18 ----- 

0/20 
VA 29/X/2012 ----- ----- 0/2 ----- 

Pleurodema bibroni 
VA 5/VII/2009 ----- 0/2 ----- ----- 

0/3 
VA 15/VI/2012 ----- 0/1 ----- ----- 

Pseudis minutus 
VA 2/VIII/2009 ----- 0/1 ----- ----- 

0/4 VA 5/IX/2009 ----- 0/1 ----- ----- 
VA 1/XI/2009 ----- ----- 0/2 ----- 

Pseudopaludicola falcipes 
VA 5/VII/2009 ----- 0/1 ----- ----- 

0/4 VA 5/IX/2009 ----- 0/1 ----- ----- 
VA 1/XI/2009 ----- ----- 0/2 ----- 

Scinax granulatus VA 1/XI/2009 ----- ----- 0/3 ----- 0/3 
Sub-total VA  ----- 0/13 0/54 ----- 0/67 

TOTAL  0/34 0/71 0/71 0/26 0/203 
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Apéndice 8. Resumen de los diagnósticos realizados en anfibios de Uruguay 

y sur de Brasil.  
 

Taxón 
Agente infeccioso/hallazgo 

patológico 
Observaciones 

Ceratophrys ornata Batrachochytrium dendrobatidis 
Cautiverio, haplotipo 

UyIII 

Dendropsophus sanborni Batrachochytrium dendrobatidis  

Hypsiboas pulchellus 

Batrachochytrium dendrobatidis haplotipo UyI, UyIII 

Rhinosporidium rwandae  

Ichthyophonus sp.  

Spirometra sp. 
Larva plerocercoide 

(Sparganum) 

Hannemania sp.  

melanoforomas  

Julianus uruguayus Batrachochytrium dendrobatidis haplotipo UyIII 

Leptodactylus latrans 
Batrachochytrium dendrobatidis  

Hannemania sp.  

Limnomedusa macroglossa Batrachochytrium dendrobatidis  

Lithobates catesbeianus 
Batrachochytrium dendrobatidis 

Poblaciones silvestres 
y criadero, haplotipo 

UyIII 

Hiperpigmentación anómala de la piel  

Melanophryniscus sanmartini 
Batrachochytrium dendrobatidis haplotipo UyI 

 lipoma  

Odontophrynus americanus Batrachochytrium dendrobatidis haplotipo UyI 

Physalaemus henselii Batrachochytrium dendrobatidis haplotipo UyI, UyIII 

Pleurodema bibroni Batrachochytrium dendrobatidis 
haplotipo UyI, UyII, 

UyIII 

Pseudis minutus Batrachochytrium dendrobatidis  

Rhinella arenarum Batrachochytrium dendrobatidis haplotipo UyI 

Scinax fuscovarius 
Rhinosporidium hylarum Rio Claro, São Paulo, 

Brasil Sphaerothecum sp. 

Scinax granulatus Hannemania sp.  

Scinax squalirostris Hannemania sp.  

Xenopus laevis Batrachochytrium dendrobatidis 
Cautiverio, haplotipo 

UyIII 

Las muestras corresponden a especímenes de anfibios de Uruguay, salvo indicación. 
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ABSTRACT: We report infection by Ichthyo-
phonus sp. in a South American amphibian, the
hylid frog Hypsiboas pulchellus in Uruguay.
This frog had a large subcutaneous mass over
the urostyle and dorsal musculature comprised
of parasitic cysts with mild granulomatous
inflammation but otherwise appeared healthy.

Protistans of the Mesomycetozoea in-
clude emerging parasites that have been
associated with high mortality in aquatic
vertebrates (Rowley et al. 2013). These
fungal-like organisms have received atten-
tion, as they can be spread by the
introduction of alien species, posing a
threat to biodiversity (Glockling et al.
2013). Several mesomycetozoeans are
pathogenic for amphibians, mainly Am-
phibiocystidium, Amphibiothecum (Der-
mocystida), and Ichthyophonus (Ichthyo-
phonida). The genus Ichthyophonus
includes species virulent for both fish
and amphibians whose life cycles and
ecology are poorly known (Mendoza et
al. 2002; Rowley et al. 2013). In amphib-
ians, it causes a chronic and potentially
lethal granulomatous disease that affects
skin and muscles (Raffel et al. 2006).
Histopathologic diagnostic features of
ichthyophonosis are the occurrence of
spores with a double wall and the
coexistence of resting and active spores
(Mikaelian et al. 2000). Ichthyophonosis
was associated with outbreaks of morbidity
and mortality in frog and newt species
native to the US and Canada (Herman
1984; Hill and Parnell 1996; Mikaelian et
al. 2000; Green et al. 2002; Raffel et al.
2006; Ware et al. 2008; Sherman et al.
2009). We report infection by Ichthyo-
phonus-like parasites in an amphibian

outside North America. We detected the
condition in a juvenile specimen of the
hylid frog Hypsiboas pulchellus. The
froglet measured 20.3 mm (snout-vent
length) and was collected in southern
Uruguay at Paso Mauricio, Departamento
de San José (34u409580S, 56u4191990W;
Fig. 1) on 2 November 2007 (Fig. 1). The
habitat at the collection site is a temporary

FIGURE 1. Top: study site, Paso Mauricio in
southern Uruguay (arrow). Bottom: specimen of
Hypsiboas pulchellus infected with Ichthyophonus
sp. Arrows indicate the anterior and posterior
boundaries of the lump on the back (bar55 mm).
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pond of about 1-m maximum depth,
located in a flooding area close to the
stream Arroyo Mauricio. The ‘‘madrecita’’
livebearer fish (Cnesterodon decemmacu-

latus; Poecilidae) was fairly abundant in
the pond.

The frog was euthanized in the labora-
tory by cutaneous application of 20%

FIGURE 2. Ichthyophonus sp. infection in the frog Hypsiboas pulchellus. (A) Sagittal view of the
granulomatous lump in the fixed specimen, full of parasitic cysts (bar51 mm). (B) Surface of the dorsal
muscles affected by the granuloma (bar5500 mm). (C)–(F) Histologic sections of the lump with H&E staining:
(C) low magnification view of the granuloma (bar5200 mm); (D) active cyst at syncytial stage (bar550 mm);
(E) active cyst at fibrous stage (left) next to a resting cyst (bar550 mm); (F) endospores of a mature cyst
(bar520 mm).
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benzocaine (Chen and Combs 1999), fixed
in 10% formalin, and deposited at the
herpetologic collection of Museo Nacional
de Historia Natural de Montevideo
(MNHN 9505). It had a lump (approxi-
mately 533 mm) on the urostyle covered
by intact skin, with no other anomalies
evident (Fig. 1). Dissection of the swelling
revealed a mass of small spherical cysts of
approximately 100–200 mm in the subcu-
taneous tissue, reaching muscular layers of
the dorsum (Fig. 2); a few cysts were
immediately beneath muscles, inside the
coelomic cavity. The granuloma extended
in the dorsal muscles (Fig. 2) for about
two thirds of the dorsum, and there were
only sparse cysts in its most anterior part.
Internal organs were not affected. The
cysts had a double wall consisting of an
external eosinophilic capsule and a slightly
basophilic membrane. As previously de-
scribed (Goodchild 1953), smaller cysts
were in resting condition, while active
cysts were at different developmental
stages, fibrous, syncytial, and full of
endospores (Fig. 2). The capsule ap-
peared wrinkled in smaller cysts and
smoothed with increasing size. Endo-
spores of mature cysts were about 1 mm
and stained lightly basophilic with H&E.
Light granulomatous inflammation was
present in some areas between the cysts.

These gross and histologic findings in H.
pulchellus are characteristic of Ichthyopho-
nus infection in amphibians (Goodchild
1953; Raffel et al. 2006). In recently
metamorphosed ranid frogs, infected indi-
viduals also presented with a granulomatous
lump on the urostyle, and the infection often
progressed to severe disease (Goodchild
1953). In our case, the frog was not severely
affected and had no other signs of disease,
such as abnormal postures or behavior.

Mesomycetozoean parasites from the
genus Amphibiocystidium were reported
in Neotropical amphibians from south-
eastern Brazil in 1940 and recently in
Uruguay (Borteiro et al. 2014), but there
have been no prior reports of Ichthyopho-
nus in South America. The impact of these

pathogens on individuals and populations
of native amphibians is unknown.

The identity of Ichthyophonus found in
H. pulchellus in Uruguay deserves future
work to determine its precise taxonomy
and its origin and host range. Surveys and
molecular studies are needed to deter-
mine if the infection spread from fish or is
specific to amphibians. Hypsiboas pulchel-
lus is common and widespread in southern
Uruguay, and the locality where this
specimen was found is only about 9.5 km
west of a rearing facility of American
bullfrogs (Lithobates catesbeianus), a spe-
cies that carries Ichthyophonus in the US
(Green et al. 2002). This frog farm near
the city of Libertad was established in
1998, with L. catesbeianus imported from
Brazil (Mazzoni et al. 2003), and contin-
ued to be active at least until 2010 (C.B.
and F.K. pers. obs.). Amphibian patho-
gens that can be dispersed by bullfrogs,
such as the chytrid fungus Batrachochy-
trium dendrobatidis and ranaviruses, were
reported from the frog farm near Libertad
and others in southern Uruguay (Mazzoni
et al. 2003; Galli et al. 2006).
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Sección Herpetologı́a, Museo Nacional de
Historia Natural de Montevideo. The sug-
gestions of an anonymous referee, James N.
Mills, and Lee Berger greatly improved
our manuscript. We also acknowledge the
support of Programa de Desarrollo de las
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Abstract.  We report the first record of parasitic larval tapeworms of the genus Spirometra (sparganum) in the 
frog Hypsiboas pulchellus. A total of 139 frogs were collected in Uruguay, and two of them presented a single 
sparganum (1.4%). One sparganum was found free into the coelomic cavity, and the other was located under 
the skin and in the coelomic cavity. The relevance of this finding in Uruguayan amphibians is discussed 
along with a review of available data. 
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Sparganosis is a cosmopolitan parasitic disease 
caused by plerocercoid larvae of tapeworms be-
longing to the genus Spirometra, curently included 
in the family Diphyllobothriidae (Platyhelminthes: 
Eucestoda; see Kuchta et al. 2008). These larvae are 
called sparganum. Adult tapeworms inhabit the 
intestine of carnivore mammals (like cats and 
dogs), their eggs are spread with faeces and pro-
duce ciliated forms called coracidia, which once 
ingested by copepods (primary intermediate host) 
develop into procercoid larvae. The procercoid 
may develop the plerocercoid larval form in skin 
or viscera after ingestion by secondary intermedi-
ate vertebrate hosts, usually amphibians and rep-
tiles (Mueller 1974, Bowman et al. 2002). Spar-
ganosis is an uncommon zoonosis that could be le-
thal, acquired by consumption of water with in-
fected copepods, raw amphibian and reptile meat 
or close contact with them, being particularly im-
portant in Asia (Chi et al. 1980, Ausayakhun et al. 
1993, Hou et al. 2012). 

In Uruguay, the occurrence of plerocercoid 
larvae of Spirometra was first reported by Vogel-
sang (1925) in anuran amphibians of the species 
Leptodactylus latrans that beared spargana encysted 
in forelimb musculature. Also in Uruguay, Wolff-
hügel and Vogelsang (1926) found sparganum in 
native marsupial mammals (Didelphis albiventris 
and Lutreolina crassicaudata parnalis). These larvae 
were identified as Sparganum reptans, and then 
dogs were experimentally infected using them for 
completion of the parasitic life cycle, identifying 

the adult form as Dibothriocephalus decipiens, cur-
rently in the genus Spirometra. Dei-Cas et al. (1976) 
communicated also the finding of sparganum in 
some species of reptiles from Uruguay and in 
specimens of L. latrans collected in south of the 
country, at the Departments of Montevideo, 
Maldonado and Rocha. Spontaneous cases of Spi-
rometra in domestic cats were more recently re-
ported from Montevideo by Sampaio et al. (1987). 
In this work we communicate the finding of spar-
ganum in anuran amphibians of the species Hypsi-
boas pulchellus (Hylidae) collected in Uruguay. 
 

Between September 2012 and April 2014 a total of 139 
specimens of Hypsiboas pulchellus were collected at La 
Paloma, Department of Rocha, in southeastern Uruguay, 
as part of a monitoring protocol of amphibian diseases. 
The specimens were captured at temporary and perma-
nent ponds close to the Atlantic Ocean used for reproduc-
tion; they were apparently in good condition and did not 
present weakness, abnormal postures or behaviours. 
They were transported to the laboratory, euthanized by 
cutaneous application of lidocaine (20%) and dissected for 
inspection of the coelomic cavity. They were fixed in for-
malin 10%, preserved in ethanol 70% and deposited in the 
herpetological collection of Museo Nacional de Historia 
Natural de Montevideo (MNHN). Histological prepara-
tions of worms were done to confirm diagnosis; samples 
from the studied specimens were embedded in parafin, 
sectioned at 5 µm and stained with haematoxylin and eo-
sin. 
 

Two male frogs (1.4%) were parasitized by a single 
worm each, with typical external characters of 
sparganum, a flattened, whitish and flexible body  
 
 
 



C. Borteiro et al. 
 

172
 

  

  
 

Figure 1. Sparganosis in the frog Hypsiboas pulchellus from Uruguay. A, sparganum extracted from the 
coelomic cavity of an adult male frog MNHN 9503, La Paloma, Rocha (August 2013). Bar = 1 mm. B, adult 
male frog MNHN 9504 from the same site (April 2013). Notice the dorsal swelling (arrow). C, specimen 
MNHN 9504 with the swelling dissected, a large sparganum can be seen under the skin and extending to 
the coelomic cavity through the dorsal musculature (arrow). Bar = 2 mm. D, view of the parasite from the 
coelomic cavity (arrows), covered by a thin membrane. (i- intestine; k- kidney. Bar = 2 mm). 

 
 

presenting an enlarged end with evident trans-
verse wrinkles (Fig. 1A). The frogs, MNHN 9503 
and MNHN 9504, measured 32.8 and 36.4 mm of 
snout-vent length, and were collected on 17 Au-
gust and 17 April 2013 respectively. They were 
collected at a permanent pond used for cattle pro-
duction in a grassland area (34º38'29'' S, 54º12'39'' 
W). In MNHN 9503, the sparganum measured 25 
mm, and was found free in the coelomic cavity. In 
the second case a sparganum of 47 mm was found 
in a swelling of approximately 4 x 2 mm on the 
posterior part of the back (Fig. 1B). The parasite 
was partially located at this site under the skin, 
but about a half of the worm was into the coelomic 
cavity through a communication between the dor-
sal muscles. This sparganum was covered by a 
thin and translucent membrane (Fig. 1B-D). Ex-
amination of worm histologic preparations 
showed some characteristic anatomical features of 
cestodes such as a thick external cuticle, lack of di-
gestive tract, groups of muscle fibers in the paren-
chyma and the presence of calcareous corpuscles. 

In the present study, the frog Hypsiboas pul-
chellus is reported as an intermediary host of Spi- 

rometra for the first time. This frog species has 
mostly terrestrial habits and fed mainly on terres-
trial prey (Maneyro & da Rosa 2004). The acquisi-
tion of plerocercoid larvae in non-aquatic am-
phibians like H. pulchellus probably occurs during 
the anuran larval phase, by the accidental con-
sumption of infested copepods (Venturini 1989). 
The prevalence of sparganum in the studied sam-
ple was low (1.4%) as also the parasitic load, one 
larva in each host. Some reports on amphibian 
sparganosis documented low parasitic loads (Vo-
gelsang 1925, Gomez-Puerta et al. 2010). However, 
the parasitic load and incidence of sparganosis in 
amphibians could be high (Cui et al. 2011, Bezerra 
et al. 2012), causing a severe disease condition 
(Berger et al. 2009). It must be noticed that the ob-
servation of rather low parasitic loads is strongly 
influenced by sample size because high concentra-
tions of parasites are unusual events in host popu-
lations (Poulin 2013). In our case, studied frogs 
seemed to be not severely affected by relatively 
large spargana. Most of previous reports in am-
phibians described small spargana, measuring be-
tween of 2 and 32 mm (Vogelsang 1925, Gomez-
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Puerta et al. 2010, Bezerra et al. 2012). Berger et al. 
(2009) found spargana of Spirometra erinacei in 
amphibians of Australia with size up to 50 mm. 
The location of spargana in adult amphibians is 
variable, these migrant parasitic larvae can be pre-
sent in the subcutaneous tissue, muscles, coelomic 
epithelium, liver or they are just free in the 
coelomic cavity (Rego & Schäffer 1992, Berger et 
al. 2009, Bezerra et al. 2012). As far as we know, 
the double location of a single larva we observed 
in the specimen MNHN 9504, subcutaneous and 
coelomic, is novel.  

In Uruguay there are only two recorded cases 
of human sparganosis, probably caused by the in-
gestion of water contaminated with copepods 
(Osimani & Peyrallo 1954, Sakamoto et al. 2003). 
The risk of acquiring the disease in this country by 
the use of amphibians is extremely low as am-
phibians are not used in folk medicine and human 
consumption of amphibian meat is limited to Lep-
todactylus latrans, but it is extraordinary. 

The species of Spirometra affecting amphibians 
in South America remains to be further character-
ized. The incidence and pathogenicity of its plero-
cercoid larvae in amphibian populations also 
merit more studies, as Spirometra has a broad host 
range and many species could be potentially af-
fected (Berger et al. 2009). Coastal Uruguay is be-
ing rapidly urbanized and an increment of domes-
tic dogs and cats that are final hosts of Spirometra 
may enhance infestations in intermediate hosts, 
like amphibians. This effect on wildlife was docu-
mented for other parasitic diseases as sarcoptic 
mange and toxoplasmosis (Dickman 1996, Skerrat 
et al. 1999). 
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ABSTRACT: We present gross and histologic
evidence of coinfection in amphibians by
fungal-like parasites of the order Dermocystidia
(Amphibiocystidium sp.) and the fungus Ba-
trachochytrium dendrobatidis. The condition
was observed in frogs Hypsiboas pulchellus
(Hylidae) from Uruguay in 2009 to 2012. This
report is the first of dermocystids in Neotrop-
ical amphibians since 1940.

Amphibian fungal-like pathogens of the
order Dermocystidia have been known
since the early 20th century (Pérez 1907).
These parasites, grouped in the genus
Amphibiocystidium, are present in Eu-
rope and North and South America and
cause a disease that is recognized by the
presence of characteristic skin nodules
(González-Hernández et al. 2010). Their
life cycle and the mechanisms of infection
are virtually unknown (González-Hernán-
dez et al. 2010). In contrast, much
research has focused on the chytrid fungus
Batrachochytrium dendrobatidis (Chytri-
diomycota), which is associated with
amphibian mortality and declines world-
wide (Vredenburg et al. 2010). This fungus
may cause skin erosions and hyperkerato-
sis (Voyles et al. 2009).

We present evidence of natural coin-
fection of both pathogens in frogs from
Uruguay. While doing fieldwork in south-
ern and eastern Uruguay to inventory
amphibians, we observed three adult
males of Hypsiboas pulchellus presenting
a nodular skin disease. They were col-
lected and transported individually to
the laboratory, euthanized by cutaneous
application of lidocaine 20%, fixed in

formalin, and deposited at the herpetolo-
gic collection of Museo Nacional de
Historia Natural de Montevideo (MNHN).
Voucher specimens and collection data are
the following: MNHN 9477, Valentines
(33u159S, 55u069W) September 2009;
MNHN 9478, La Paloma (34u389S,
54u129W) August 2011; MNHN 9479, Rı́o
Tacuarı́ (32u359S, 54u049W) August 2012
(Fig. 1). Skin samples were embedded in
paraffin, sectioned at 5 mm, and stained
with hematoxylin and eosin. Some nodules
were fixed in 3% glutaraldehyde, embed-
ded in epoxy resin, and ultrathin sections
stained with lead citrate and uranyl acetate
for electron microscope examination.

Hypsiboas pulchellus is a common
species at the study sites, and we did not
observe dead or moribund frogs. By the
time studied specimens were collected, we
could only capture a few additional
individuals. The numbers of specimens
with skin nodules/specimens captured at
each site were 1/2, 1/1, and 1/15 for
Valentines, La Paloma, and Rı́o Tacuarı́,
respectively. Studied specimens (Fig. 2A)
were collected while calling at breeding
sites in temporary ponds and did not
present abnormal postures or behavior;
they were apparently in good condition
according to their general aspect and
muscle mass. Spherical nodules, some
covered by ulcerated skin, were present
mostly on the head and dorsum (MNHN
9477, 9479) or the belly (MNHN 9478).
One specimen presented clusters of nod-
ules in the skin over the urostyle (MNHN
9477). Nodules contained spherical cysts
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of approximately 520–540 mm (Fig. 2B)
full of eosinophilic fungal-like microor-
ganisms of 5–9 mm (Fig. 2C, D), and
limited by a capsule (Fig. 2E). Vegetative
reproductive structures were observed
(Fig. 2C). The spores usually presented a
large inclusion that pushed the cytoplasm
and nucleus to the periphery (Fig. 2D).
There were no evident inflammatory
reactions in the surrounding tissue. Active
B. dendrobatidis infection was observed in
the three frog specimens, as determined
by the presence of mature sporangia in
histologic preparations (Fig. 2E).

The nodular disease observed is similar
to previous reports of amphibian dermo-
cystid skin infection (Pascolini et al. 2003;
González-Hernández et al. 2010). Until
new evidence is obtained, we tentatively
refer to the parasites found in H. pulchel-
lus as Amphibiocystidium sp. The only
previous report of dermocystids in Neo-
tropical amphibians is the description of
Amphibiocystidium hylarum in frogs from
southeastern Brazil (Carini 1940). Our
specimens were collected approximately
1,500 km further south, suggesting a wide
distribution of dermocystid infection in
Neotropical amphibians. Infection by B.
dendrobatidis in native amphibians is
known from a few localities in northern
and coastal southern Uruguay (Borteiro

et al. 2009). Our findings of this pathogen
at Valentines and Rı́o Tacuarı́ are the
first for central and northeastern Uruguay,
respectively.

Coinfection of B. dendrobatidis with
other eukaryotic skin pathogens has not
been previously documented in free-living
amphibians. Green and Kagarise Sherman
(2001) identified B. dendrobatidis and
Amphibiocystidium penneri in toads (Ana-
xyrus canorus) inhabiting the same site but
did not observe a true coinfection. Groner
and Relyea (2010) reported dermal cysts
presumably due to Amphibiocystidium
viridescens in populations of newts No-
tophthalmus viridescens infected by B.
dendrobatidis but without further detail.

We are unaware on how dermocystid
parasites and the coinfection with B.
dendrobatidis can affect native amphibi-
ans in Uruguay. Further research is
needed to study the possible interaction
between the pathogens in amphibian skin
and whether skin damage by B. dendro-
batidis would facilitate dermocystid infec-
tion or vice versa.
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Pleurodema bibroni (Fig. 1) was formerly widespread 
and abundant in Uruguay, being a frog commonly 
collected by the naturalists of the 19th century who 
visited the northern shore of the River Plate. For 
example, A. d’Orbigny, C. Darwin, and M. Jiménez de 
la Espada brought specimens to Europe which resulted 
in multiple descriptions of it (Tschudi, 1838; Bell, 1843; 
Jiménez de la Espada, 1875). 

The species was common in much of southern Uruguay 
at least until the mid-1970s or early 1980s, when it 
seems to have suffered a sudden, severe and widespread 
decline (for a historical review and a defence of the 
case for a recent decline, see Kolenc et al., 2009). Apart 
from Uruguay, P. bibroni is known from north-eastern 
Rio Grande do Sul state, Brazil, where no findings 
were reported after 1973 (Braun, 1973), although some 
specimens preserved in natural history collections 
were collected in 1976 (Kolenc et al., 2009). Recently, 
some specimens collected in north-eastern Paraguay in 
1893-1894 and previously confused with Physalaemus 
fuscomaculatus (Cei, 1990) were identified as P. bibroni 
(Kolenc et al., 2011). There are no later records of this 
species in Paraguay (Brusquetti and Lavilla, 2006). 
Assessments of the conservation status of P. bibroni 
considered this species as “near threatened” globally 
(Silvano et al., 2004) and “vulnerable” in Uruguay 
(Canavero et al., 2010). The cause of the decline of 
many populations is unknown: habitat destruction may 
be associated with vanished populations in some coastal 
areas, but the species also disappeared from relatively 

unaltered habitats (Kolenc et al., 2009). Other possible 
causes are climate change and chytrid infection. 
Although the presence of chytrids was demonstrated 
in sites where the species was extirpated, it was also 
detected in one of the few remaining populations 
(Borteiro et al., 2009; Bardier et al., 2011).

Intensive fieldwork recently led to the finding of some 
remnant populations of this species in Uruguay (Natale 
and Maneyro, 2008; Kolenc et al., 2009). Since the 
last review in 2009, some new localities inhabited by 
Pleurodema bibroni were found. In this paper we report 
these localities and present an updated map of the places 
where this species is known to occur at present. We 
include in this last category those records since 2000, 
which except for one are posterior to 2007. Voucher 
specimens are housed in the herpetological collection of 
the Museo Nacional de Historia Natural de Montevideo, 
Uruguay (MNHN).

The new localities of Pleurodema bibroni are the 
following:

Uruguay, Departamento de Canelones, Balneario 
Jaureguiberry, 34.77° S; 55.41° W; altitude 5 m a.s.l.; 
MNHN 9455: Many males were calling at night on 20 
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June 2011 from a temporary pond, close to the shore 
of the Solis Grande Stream. Two amplectant pairs were 
observed.

Uruguay, Departamento de Rocha, Laguna de las 
Nutrias, 34.68° S; 54.28° W; altitude 9 m a.s.l.; MNHN 
9457, 9458: Two specimens were collected with pit-fall 
traps on 20 December 2011 as a result of faunal surveys. 
No additional specimens were observed.

Uruguay, Departamento de Treinta y Tres, Valentines, 
33.25° S; 55.11° W; altitude 280 m a.s.l.; MNHN 9456: 
Some males were calling at night on 5 July 2009, on 
a temporary pond on a prairie at hilly landscapes. Two 
clutches were observed. We found tadpoles of this 
species on later visits to this pond, on 17 August 2009 
and 5 September 2009.

The new localities presented herein significantly 
extend the known current presence of the species 
(Fig. 2), although all of them fall within its historical 

geographic range. These new findings may correspond 
to remnant populations, since they appear isolated. 
Intensive searches in areas close to the ponds at 
Valentines and Jaureguiberry on repeated occasions 
resulted in no additional findings, and previous surveys 
in surrounding areas were negative (see comments in 
Kolenc et al., 2009). The pond at Valentines occurs in a 
prairie with cattle, with no remarkable differences with 
the landscapes of surrounding areas. On the contrary, 
the pond at Jaureguiberry occurs on a relic of riparian 
plains, next to urbanized zones. Historical records before 
1975 close to both localities are common (Núñez et al., 
2004; Kolenc et al., 2009; Prigioni, Borteiro and Kolenc, 
2011). The finding at Laguna de las Nutrias, at the south-
western shore of Laguna de Rocha is very interesting, 
since the eastern and south-eastern shores of this last 
lagoon (only eight km distant) were intensively and 
repeatedly searched for the last ten years with negative 

Figure 2. Updated map with the localities where Pleurodema bibroni is currently known to occur in Uruguay. Black dots represent 
records based on Kolenc et al. (2009) and red dots represent the new records. 1) Jaureguiberry, Canelones; 2) Laguna de las 
Nutrias, Rocha; 3) km 248-255 Route 10, Rocha; 4) several localities in the surroundings of Barra de Valizas and Refugio de Fauna 
Laguna de Castillos, Rocha; 5) Cerro Verde, Rocha; 6) Ciudad de Treinta y Tres, Treinta y Tres (recorded call, not vouchered); 
and 7) Valentines, Treinta y Tres. 
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results, and chytrid fungus infection is widespread in the 
amphibians of this place (Borteiro et al., 2009; Borteiro 
and Kolenc, unpublished results). The last documented 
finding of Pleurodema bibroni close to Laguna de las 
Nutrias dates from 1991, at La Paloma Resort, 12 km to 
the north-east (Kolenc et al., 2009).

The new findings of Pleurodema bibroni in Uruguay 
highlight the value of intensive surveys, as more remnant 
populations are likely to occur. Additional studies are 
needed to assess the current status of extant populations 
of this species and to identify the causes of its historical 
decline.
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