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INTRODUCCION

La diversidad de anfibios esta disminuyen-
do a escala global, se conocen mas de 7500
especies y cerca del 41 % de ellas estan amena-
zadas (Stuart et al., 2004; Pounds et al., 2006;
AmphibiaWeb, 2016). Entre las principales
causas de este fendmeno se han identificado el
cambio de uso del suelo (pérdida o alteracion
de los habitats), la introduccion de especies
invasoras, la sobreexplotacion, el cambio cli-
matico global y las enfermedades emergentes
(Wake y Vredenburg, 2008; Catenazzi, 2015).
Sin embargo, la sinergia entre mas de una de
estas causas a escala local parece ser la inter-
pretacion mds coherente al decline de las po-
blaciones (Hof et al., 2011; Mantyka-Pringle
etal,2012).

Hasta la fecha, Cuba cuenta con unas 68
especies reconocidas de anfibios (Fig. 18.1,
Anexo 18.1), lo que constituye casi un ter-
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cio de la fauna de estos vertebrados en las
Antillas (Caribherp, 2016). De los tres 6r-
denes en que se agrupan los anfibios, solo
Anura esta representado en el archipiélago
y son cuatro las familias e igual nimero de
géneros las que componen la batracofauna
cubana (Tabla 18.1, Anexo 18.2). Se destaca
el género Eleutherodactylus por su diversidad
y endemismo, en tanto el archipiélago alberga
la mayor riqueza de especies de Peltophryne,
un género endémico de las Antillas Mayores,
cuyas representantes son todos exclusivos de
sus respectivas islas. De las cinco especies de
anfibios introducidos en Cuba (Hoplobatra-
chus tigerinus, Lithobates catesbeianus, Osteo-
cephalus sp., Pseudacris crucifer, y Rhinella
marina), solo una de ellas (L. catesbianus) ha
logrado expandirse en los ecosistemas cuba-
nos (Borroto-Pdez et al., 2015).

Segun la UICN (2016), Cuba figura entre los
paises con mayor cantidad de especies de

Tabla 18. 1. Diversidad y endemismo de especies de anfibios en el archipiélago cubano*

Familias Géneros
Bufonidae Peltophryne
Eleutherodactylidae Eleutherodactylus
Hylidae Osteapilus
Ranidae Lithobates

Especies 9% Endemismo
8 100
58 98,3
1 0
1 0

* Cuba es uno de los primeros diez paises del mundo con mayor porcentaje de endémicos (Stuart et al., 2008).
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anfibios bajo alguna categoria de amenaza.
En el Libro Rojo de los Vertebrados Cubanos
(Gonzélez et al., 2012), de las 61 especies eva-
luadas, aproximadamente 44 % de estas fue-
ron categorizadas como amenazadas (Anexo
18.1). La mayoria de ellas bajo la categoria
Vulnerable por su reducida distribucion geo-
grafica, y solo para dos se han detectado de-
clines en el numero de localidades conocidas
(Anexo 18.1). Sin embargo, poco se conoce
acerca de la estructura y densidad poblacio-
nal de la mayoria de las especies (Fong et al.,
2010) y de los principales riesgos que estas
afrontan en sus respectivos habitats (Rodri-
guez, 2012).

Aunque en los ultimos dos siglos se han dado
a conocer numerosas listas de especies de an-
fibios de Cuba (Gundlach, 1880; Barbour y
Ramsden, 1919; Alayo, 1955; Buide, 1967;
Garrido y Jaume, 1984; Diaz y Cadiz, 2008;

Estrada, 2012; Rivalta et al., 2014), con infor-
macion por localidades (Estrada et al., 1987;
Novo et al., 1987; Estrada, 1994, Hedges,
1999; Fong, 2000; Rivalta, 2000; Fong y Nava-
rro, 2001; Rivalta et al., 2014), pocos son los
trabajos que brindan detalles sobre los méto-
dos y técnicas empleadas (Fong, 2010; Fong
et al., 2010). En un esfuerzo por contribuir
al conocimiento de la biodiversidad cubana,
utilizando una aproximacién a la metodolo-
gia de inventarios rapidos (Sayre et al., 2000),
entre los anos 2005-2006, fueron publicados
varios informes que recogen los resultados de
los inventarios floristicos y faunisticos de va-
rias localidades de la isla, donde se incluyeron
los anfibios (Diaz y Abreu, 2005; Diaz et al.,
2005; Fong et al., 2005; Fong, 2006).

Figura 18.1. Representatividad de la diversidad de anfibios presentes en Cuba. A. Peltophryne gundlachi, B. P longinasa,
C. E.empusa, D. P taladai, E. Eleutherodactylus acmonis, F. E. dimidiatus, G. E. atkinsi, H. E. goini e . E. zugi.
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Figura 18.1 (continuacion). ). Eleutherodactylus caspari, K. E. limbatus, L. E. ricordii, M. E. orientalis, N. E. iberia, N. E.
guanahacabibes, 0. E. klinikowskii, P. E. blairhedgesi, Q. E. thomasi, R. E. greyi, S. E. symingtoni, T. E. eileenae, U. E. olibrus,
V. Osteopilus septentrionalis en amplexus y W. Lithobates catesbeianus. © R. Alonso (A, D, E, L, N), © L. Y. Garcia (B, G, N,
S, U), © T. M. Rodriguez (1, Q), © A. . Castellén (C), © R.Teruel (M) y © C. A. Mancina (T).
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METODOS DE INVENTARIO Y MONITOREQ
CONSIDERACIONES GENERALES PREVIAS

Antes de recomendar cuales podrian ser los
métodos y técnicas mas apropiados para
inventariar y monitorear exitosamente la
diversidad de anfibios de Cuba (“el como”),
primero hay que tener claro qué es lo que se
desea inventariar especificamente, ademas
de donde y cuando debemos llevar a cabo el
estudio. Algunas especies viven en habitats
proximos a las costas, en zonas bajas o llanu-
ras al nivel del mar, mientras otras habitan
tierra adentro, ocupando incluso las cotas
maximas de altitud en los principales macizos
montafnosos de la isla (Hedges, 1999; Rivalta
et al., 2014). Un gran nimero de especies se
encuentran asociadas a habitats boscosos, en
tanto otras exhiben mayor plasticidad ecol6-
gica, lo cual les ha permitido sobrevivir en
una gran diversidad de ambientes, incluso en
sitios perturbados por la actividad humana
(Henderson y Powell, 2009).

Se debe tener en cuenta que la mayor parte de
la fauna de anfibios de Cuba es de habitos te-
rrestres, muchos de ellos se han independiza-
do casi totalmente del agua para la reproduc-
cion. Solo diez especies (ocho bufénidos, un
hilido y un ranido) acuden a los cuerpos de
agua para la reproduccion, donde tiene lugar
el amplexus, la ovoposicion, el desarrollo lar-
val y la metamorfosis. Los eleuterodactilidos
frecuentan sitios himedos protegidos de la
desecacion y la depredacion, donde desarro-
llan todas sus actividades vitales, incluidas la
alimentacion y la reproduccion (Diaz y Cé-
diz, 2008). En los ecosistemas boscosos cuba-
nos suele apreciarse una segregacion espacial
entre las especies, las que exhiben adaptacio-
nes morfologicas, ecoldgicas y conductuales
para la vida en los diferentes microhabitats
(Diaz y Cadiz, 2008).

Los individuos de algunas especies de estas
comunidades se encuentran exclusivamente
adaptados a la vida entre la hojarasca y otros
componentes del suelo (Fig. 18.2A); este
quizas sea el grupo mas abundante y diverso
entre los anfibios de una comunidad. Otras

Figura 18.2. Ejemplos de la diversidad de ecomorfos dentro del género Eleutherodactylus. A. De suelo y hojarasca: Eleu-
therodactylus emiliae, B. De suelo y vegetacion herbacea: E. varleyi, C. Arboricola: £. auriculatus, D. Bromeliadicola: £.
guantanamera, E: Riberefa: E. riparius, F. Cavernicola-lapidicola: £. zeus. © L.Y. Garcia (E, F), © R. Alonso (D), © S. L. del

Castillo (C) y © L. Larramendi (B).



CAPITULO 18. ANFIBIOS

desarrollan gran parte de su actividad en el
estrato herbaceo (Fig. 18.2B), mientras un
grupo, quizas el mas conspicuo dada su abun-
dancia y el atractivo de sus vocalizaciones,
esta representado por tres o cuatro especies
y ocupa sitios elevados entre las ramas, hojas
y troncos de la vegetacion arbustiva y arbdrea
(Fig. 18.2C), con la mayor especializacion en
las ranas bromeliadicolas (Fig. 18.2D), que
son aquellas que desarrollan gran parte de
su ciclo de vida en las bromelidceas epifiti-
cas del dosel del bosque. En las méargenes de
rios, arroyos, lagunas, presas, estanques y
otros cuerpos de agua usualmente aparecen
una o dos especies con habitos riparinos y
adaptaciones a la vida riberefia (Fig. 18.2E).
Otro grupo perfectamente distinguible den-
tro de una comunidad de anfibios cubanos,
esta constituido por aquellas especies con ha-
bitos cavernicolas-lapidicolas que frecuentan
solapas, abrigos rocosos, oquedades entre las
rocas, cuevas, cavernas y otras formaciones
carsicas (Fig. 18.2F). Es por ello que ala hora
de realizar un inventario debe considerarse
que el muestreo podria abarcar zonas bajas,
llanuras y montanas, cuerpos de agua dulce
o salobre (Iénticos y loticos, perennes o tem-
porales), dreas abiertas o boscosas, abrigos
0C0S08 y cavernas, entre otros microhabitats
(Fig. 18.3A-F).

Para realizar los inventarios es preciso con-
siderar en qué momento las especies focales
son mas activas, por ello el periodo de mues-
treo debe ajustarse al de mayor actividad dia-
ria y estacional. Los monitoreos de anfibios
deberan llevarse a cabo por lo menos dos
veces al afo, para incluir los cambios esta-
cionales asociados a los periodos de seca y de
lluvia. Sin embargo, inicialmente se sugiere
hacer tres a cuatro monitoreos por afo, espe-
cialmente en sitios poco estudiados (Ibanez,
2014). Algunos autores han apuntado que el
inicio de la temporada lluviosa es el mejor
momento para el muestreo de anfibios, dadas
las condiciones de temperatura y humedad
(Duellman, 1995), pero las precipitaciones
intensas suelen afectar la conducta de mu-
chos individuos adultos, y ocasionar dafos a
huevos y larvas.

Los anuros son mayoritariamente nocturnos
(Wells, 2007), en Cuba la mayor parte de las
especies son activas desde el atardecer y las
primeras horas de la noche. Algunas tienen
cortos picos de actividad, mientras otras per-
manecen activas durante toda la madrugada.
Unas pocas especies tienen actividad diurna
(e. g las ranas del grupo Eleutherodactylus
limbatus) o crepuscular (e.g. algunas especies
del grupo E. auriculatus). En nuestro pais no
se ha investigado la influencia de la fase lu-
nar sobre la actividad y detectabilidad de los
anfibios, no obstante se sugiere evitar las no-
ches de luna llena. Los muestreos de huevos
y larvas deben realizarse durante el dia para
garantizar una mayor fiabilidad en la toma y
cuantificacion de datos.

Otro aspecto importante a tener en cuenta
es el numero de réplicas que deben realizarse
para cada muestreo. Se sugiere hacer tantas
réplicas como sean posibles, pero como mi-
nimo se deben tener tres en cada habitat se-
leccionado, de manera que esto pueda ofrecer
un cuadro representativo de la diversidad del
area de estudio y pueda ser utilizado con fines
comparativos en el tiempo y el espacio.

Paralelamente a la toma de datos de los indi-
viduos se debe recopilar informacion sobre
las variables abidticas y climatologicas (e.g.
temperaturas del aire, humedad relativa, ve-
locidad y direccion del viento; en el caso del
agua: pH, conductividad del agua, etc.), las
caracteristicas del habitat (topografia, tipo de
suelo, formacion vegetal, cobertura y altura
de la vegetacion; en ambientes acudticos, si es
de tipo léntico o 6tico, profundidad del agua,
grado de perturbacion antropogénica, etc.).
Se recomienda obtener datos sobre las condi-
ciones ambientales al comenzar y al finalizar
los muestreos. Los valores de temperatura y
acumulados de precipitacion a largo plazo en
las areas de estudio son también importantes
para los inventarios.

En el disefo de los inventarios deben consi-
derarse ademas otros aspectos claves como,
la disponibilidad de personal y tiempo para
hacer los muestreos, asi como el equipamien-
to disponible. De igual manera se debe tener
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en cuenta cuales son los materiales indispen-
sables para lograr obtener la informacion de-
seada. La lista de materiales podria incluir:
libreta de notas, planillas disenadas a los efec-
tos (Anexo 18.3), lapices y marcadores inde-
lebles, cintas de colores para sefalizar el area
de trabajo, calibrador y balanzas para medir
la longitud hocico-cloaca y estimar la masa
corporal de los animales respectivamente,
un equipo de posicionamiento global (GPS)
para la ubicacién y localizacion precisa de las
areas trabajadas, asi como el equipamiento
necesario para la medicion de las variables
ambientales (e. g. termo-higrometro, termo-
metros para medir la temperatura del agua y
los sustratos, anemometros, etc.). La toma de
datos climatoldgicos puede hacerse de forma
manual activa o de forma automatica pasiva,
en funcion de la disponibilidad de tiempo,
personal capacitado y equipamiento.

INVENTARIOS Y MONITOREOS DE ADULTOS Y
JUVENILES

Varios son los métodos descritos y evalua-
dos para realizar inventarios y monitoreo de
poblaciones de anfibios (Heyer et al., 1994;
Pearman et al., 1995; Parris, 1999; Lips et al.,
2001; Rodda et al., 2001; Rodel y Ernst, 2004;

Angulo et al., 2006). Estos pueden brindar
informacién sobre la riqueza de especies,
la densidad de individuos e incluso ofrecer
datos sobre la fenologia y la dinamica pobla-
cional de cada una de ellas en una localidad
dada. La efectividad de estas metodologias
varia de acuerdo con el tipo de habitat y la de-
tectabilidad de las especies (Doan, 2003). En
la Tabla 18.2 se ofrece una valoracion de cada
uno de los métodos para que el investigador
pueda decidir cual de ellos elegir en funcién
de los objetivos y las realidades concretas de
su investigacidn.

A continuacién se exponen algunos de los
métodos mds comunmente utilizados, aun-
que para obtener informacion mas detallada
de cada uno de estos, se recomienda consul-
tar Heyer et al. (1994). Estos métodos, aun-
que estandarizados, son flexibles y suscepti-
bles a cambios para una mejor adecuacion a
las condiciones locales. La combinacién de
dos o mas de ellos, permitiria obtener una
informacién mds completa de la diversidad
y abundancia de anfibios del area de estudio.
En el Anexo 18.3 se ofrecen algunas planillas
para facilitar la toma de datos segtin el mé-
todo empleado.

Tabla 18.2. Factores a considerar para la seleccion de técnicas estandares, adaptado de Heyer et al. (1994).

TECNICA

Inventarios completos de especies Riqueza de especies

Transectos de franja auditiva Abundancia relativa
Muestreo de parcelas Densidad
Muestreo de transectos Densidad
Grabaciones automaticas Riqueza de especies
Trampas de caidas Riqueza de especies y
Abundancia relativa
Cercas de desvio con trampas de Riqueza de especies y
caidas Abundancia relativa
Inventario en sitios de aparea- Abundancia relativa
miento
Inventario de larvas Densidad o abundancia

relativa

INFORMACION OBTENIDA

INVERSION DE (0STO PERSONAL
TIEMPO
Alta Barato 1 persona
Media Moderadamente caro 1 persona
Alta Barato 10mas
Alta Barato Tomas
Baja (aro 1 persona
Alta Moderadamente caro 3 0mas
Alta Moderadamente caro 3 0mds
Media Barato 1oméds
Media Moderadamente caro Tomés
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Figura 18.3. Algunos paisajes y microhabitats donde es posible recolectar anfibios en Cuba. Areas abiertas en zonas
bajas y llanuras: A. Los Pretiles, Pinar del Rio. B. Llanura al Sur de Sierra de Cubitas, Camagiiey. Areas boscosas en zonas
montafiosas: C. Pan de Guajaibdn, Artemisa. D. Meseta de Monte Iberia, Guantdnamo. Ambientes I6ticos (rios y arroyos
de curso permanente o estacional): E. Afluente de rio Trinitario, Cienfuegos. Ambientes lénticos (lagunas, presas y charcas
estacionales). F. Pluvisilva en la Meseta de Monte Iberia, Guantdnamo. G. Cavernas, cuevas y abrigos rocosos, Gran Caverna
de Santo Tomds, Vifales, Pinar del Rio. H. Lago El Palmar, Artemisa. © R. Alonso (B, D, E, F, H) y © L.Y. Garcia (A, , G).
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1. INVENTARIOS COMPLETOS DE ESPECIES
(busqueda libre y sin restricciones). Segin
Rueda-Almonacid et al. (2006) este es el mé-
todo mas eficiente, por parte de personal ex-
perimentado, para detectar el mayor nimero
de especies en el menor tiempo. Consiste en
buscar anfibios en todos los microhébitats
disponibles, durante el dia y la noche, sin
restricciones de tiempo, distancia o area. No
obstante, se recomienda cuantificar el na-
mero de observadores y el nimero de horas
muestreadas. La riqueza estimada podria ser
predicha mediante curvas de acumulacion de
especies, exponencial o logaritmica, en fun-
cion del esfuerzo de muestreo y el tamafio y
heterogeneidad del habitat muestreado; tam-
bién podrian emplearse analisis de regresion.
En Cuba este método se recomienda para
muestrear especies que viven en habitats ho-
mogéneos (e. g. bosques de pinos, vegetacion
costera) o en areas pequenas (e. g. pequefios
cayos ¢ islotes, parches aislados de vegeta-
cion, etc.).

2. INSPECCION POR ENCUENTRO VISUAL.
Consiste en que, durante un tiempo fijo, el
investigador caminando observa y cuenta
todos los animales detectados. La basque-
da puede realizarse en direcciones al azar, a
lo largo de transectos o en cuadrantes (Fig.
18.4 A-C). Este método es utilizado para la
evaluacion rapida en grandes areas boscosas
donde la visibilidad sea buena. Debe de evi-
tarse hacer los inventarios cerca de caminos
y trochas usadas por pobladores locales. En
Cuba puede ser utilizado para ranas de hoja-
rasca, arboricolas que frecuenten los estratos

arboreos y arbustivos bajos, y algunas ripari-
nas que habiten bosques de galerias relativa-
mente abiertos. Esto requiere por supuesto
que cada individuo observado sea considera-
do una sola vez. La abundancia relativa, para
fines comparativos, podria ser estimada en
funcion del tiempo.

3. MUESTREO DE TRANSECTOS. Son recorri-
dos de longitud previamente establecida que
permiten evaluar diferencias faunisticas entre
varias areas (gradientes topograficos y de ha-
bitats, zonas con diferentes tipos de vegeta-
cion, etc.). Se recomienda que el trazado de
cada transecto sea debidamente sefializado
(banderillas o cintas de colores) para garan-
tizar el éxito del muestreo y sus réplicas, du-
rante el estudio o en investigaciones futuras.
Los transectos deben disponerse de forma
perpendicular y alejada entre 5 y 10 m del
acceso, camino o trocha (Lips et al., 2001), en
tanto deberan espaciarse unos de otros entre
50y 250 metros (Lips et al., 2001; Doan, 2003;
Rueda-Almonacid et al., 2006).

a) TRANSECTOS DE REGISTRO DE ENCUEN-
TROS VISUALES (REV). El método consiste en
que dos 0 mas personas caminan lentamente
a lo largo de un transecto y cuidadosamente
buscan ranas en todos los microhdbitats posi-
bles. Se pueden realizar inspecciones limitada
por distancia (e. g. 400 m) o tiempo (1 hora de
busqueda) o una combinacién de ambos (e. g.
un transecto de 400 m inspeccionado en una
hora). La distancia efectiva para encontrar
ranas visualmente es aproximadamente de 1
a3 ma cada lado del transecto, dependiendo

Figura 18.4. Disefio de rutas para inspecciones visuales en el interior de un bosques. A. En direcciones al azar. B. A lo
largo de transectos lineales. C. En transectos miiltiples paralelos, adaptado de Heyer et al. (2001).



CAPITULO 18. ANFIBIOS

de la densidad de la vegetacion. Para mayor
eficiencia se sugiere lo realicen dos personas,
una hace las observaciones, mientras la otra
registra la informacion.

En la medida de lo posible se hace necesario
determinar la especie, sexo y edad (adulto,
juvenil) de cada ejemplar avistado. Debera
también medirse la longitud y peso de cada
individuo, registrar la informacién basica
sobre su actividad, hora de captura y el sus-
trato donde fue detectado. Deberd registrarse
ademas la localizacion de cada animal en re-
lacién a la marca mas cercana en el transec-
to, asi como las variables ambientales que se
requieran. El animal deberd manipularse lo
menos posible y liberarse rapidamente en el
mismo sitio de captura. En nuestro pais estos
transectos pueden ser efectivos en el inven-
tario y monitoreo de ranas terrestres, arbo-
ricolas (en el interior del bosque), riparinas
(alolargo del curso de un cuerpo de agua) y
cavernicolas-lapidicolas (en el interior de una
cueva o caverna).

b) TRANSECTOS DE FRANJA AUDITIVA. Los
transectos auditivos son similares a los en-
cuentros visuales, pero se basan en la detec-
cion de las sefales acusticas especie-especifi-
cas emitidas por los machos adultos (vocali-
zaciones) para atraer a las hembras durante la
época reproductiva. Los observadores iden-
tifican y cuantifican el nimero de machos
vocalizando a lo largo de un transecto. Para
ello deben estar lo suficientemente entrena-
dos, o disponer de un equipo reproductor (e.
g CD 6 MPEG-4) con las vocalizaciones de
la mayor parte de las especies conocidas de
la zona para facilitar la identificacién. Indi-
viduos juveniles, hembras, o no aptas para el
apareamiento no son detectados mediante
inventarios auditivos, se recomienda que se
utilice en combinacién con los transectos de
registro de encuentros visuales. En ocasiones
puede estimarse el nimero de individuos vo-
calizando; Bishop et al. (1995) recomenda-
ron rangos para la estimacion de la densidad
poblacional de machos cantores, estos son:
1. para un macho individual, 2. coros de 2 a
5, 3. coros de 6 a 10, y 4. coros de mas de 10
machos.

En nuestro pais los inventarios auditivos re-
sultan efectivos para identificar y cuantificar
individuos de especies que vocalizan desde
los diferentes estratos del bosque, desde el
suelo hasta el dosel, siempre y cuando las
vocalizaciones sean lo suficientemente in-
tensas como para ser audibles. Este método
es particularmente util para el registro de las
especies arboricolas del género Eleutherodac-
tylus, las cuales emiten conspicuas e intensas
vocalizaciones.

Paralosinventarios en sitios de apareamiento,
los observadores se deben posicionar proxi-
mos a los cuerpos de agua donde se congre-
gan hembras y machos para la reproduccion
desde donde es posible estimar la abundancia
de especies individuales durante sus picos de
actividad acustica. La cuantificacién puede
realizarse de la misma manera que para los
transectos auditivos.

4. GRABACIONES AUTOMATICAS DE LAS VO-
CALIZACIONES. Se coloca el equipo de gra-
bacion automatico digital en un lugar selec-
cionado y se procede a grabar por un tiempo
determinado (Fig. 18.5). El equipo (Song-

Figura 18.5. Equipo de grabacion remota (SongMeter®)
instalado en lo alto de la vegetacion para grabar especies
que frecuentan los estratos arbustivos y arbéreos en el in-
terior de un bosque (Upper Green River Biological Reserve,
Kentucky, EE UU). © R. Marquez.
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Meter®) permite hacer ciclos de grabaciones
programables y almacena los datos en una
tarjeta de memoria SD. Los registros acus-
ticos obtenidos se transfieren a una compu-
tadora y se analizan utilizando un programa
de audio adecuado para el procesamiento (e.
g. SongScope). Por ejemplo, es posible grabar
5 minutos de actividad acustica cada hora,
durante 12 horas consecutivas y de esta ma-
nera obtener informacion sobre las diferentes
especies que vocalizaron durante este perio-
do. Sin la necesidad de hacer un muestreo
activo y presencial es posible ademads obtener
informacion acustica de especies raras o poco
comunes, grabar todo o parte importante del
repertorio vocal de las especies y establecer
sus picos de actividad acustica diaria y/o
estacional.

5. MUESTREO DE PARCELAS (cuadrantes). Los
cuadrantes son dreas de tamafo conocido de-
limitados sobre el terreno, dentro de los que
se deben identificar y contar a todos los in-
dividuos presentes. Los resultados a obtener
dependeran del tamano, forma y nimero de
cuadrantes utilizados y del habitat, si es ho-
mogéneo o no. Se recomienda emplear pe-
quenas parcelas cuadradas (e. g. 5 x 5 m) para
aumentar el numero de réplicas en espacios
accesibles; y parcelas grandes (e. g. 10 x 10
m) para incrementar la probabilidad de en-
contrar un mayor numero de animales (Fig.
18.6A). Estas deben ser dispuestas y mues-
treadas en una secuencia aleatoria para mi-
nimizar los efectos de los cambios temporales
de corto plazo en la actividad de las especies.
El procedimiento implica que un equipo de
dos o mas observadores (cuatro es preferible)
recoge y remueve lentamente toda la hojaras-
ca y otros restos vegetales fuera de esta, co-
menzando de los bordes hacia adentro (Lips
et al., 2001; Doan, 2003). Los animales cap-
turados se identificaran, mediran y liberaran
en un area cercana. De ser posible, el equipo
debera colocar la hojarasca nuevamente en la
parcela para minimizar el disturbio causado.

Este método usualmente muestra buenos
resultados en la cuantificacién de algunas
especies del género Eleutherodactylus, es-
pecialmente aquellas del ecomorfo terrico-

Bostue

Parcela de 100 m* [ Cuadrante de 5x 5m

Figura 18.6. Disefio del muestro en parcelas de hojarasca.
A. Localizacion de parcelas al azar dentro de un drea de
muestreo, cuyas dimensiones varian en funcién de la(s)
especie(s) en estudio. B. Un ejemplar activo del subgénero
Eleutherodactylus dentro de una parcela de hojarasca en el
Occidente de Cuba.© L. Y. Garcia (B).

la o de hojarasca (Fig. 18.6B), pero también
aquellos arboricolas que encuentran refugio
diurno en el suelo. Tiene como principales
inconvenientes que ademas de requerir una
intensa labor, puede no ser muy efectivo en
terrenos irregulares o pendientes, y causa
perturbacién en los habitats.

6. TRAMPAS DE CAIDA (pitfalltraps). Este mé-
todo involucra la colocacidon de recipientes
cilindricos enterrados en el suelo con la boca
hacia la superficie. El tamaiio, la forma y la
profundidad del recipiente (3 — 20 L) de-
penderan de las especies a muestrear. Los
recipientes pueden colocarse en cuadrantes
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Figura 18.7. Disposicion de trampas y cercas de desvio
dentro en disefios para el monitoreo de especies que fre-
cuentan cuerpos de agua, y para parcelas de dimensiones
variables, modificado de Heyer et al. (2001).

— Corcs oo dosvie

o transectos (Fig. 18.7). Los animales cap-
turados pudieran marcarse para hacer esti-
maciones del tamano poblacional mediante
el método de captura-recaptura. Para fines
comparativos entre areas, el muestreo debe
estandarizarse en relacion al tipo de trampa
utilizada, disposicion, época y horario. Es re-

comendable para pequenas especies de hoja-
rasca que no tengan gran capacidad de salto.

7. CERCAS DE DESV{o (drift fences) ASOCIA-
DAS A TRAMPAS (pitfall o funnel traps). Es
una de las técnicas mads efectivas para la cap-
tura de anfibios. Se basa en la intercepcion
de animales con cercas (0,8 — 1 m de altura),
ya que al encontrarse con éstas, los anfibios
cambian de direccion a la izquierda o dere-
cha y contintian a lo largo de la cerca hasta
que caen dentro de las trampas (Fig. 18.8).
Sin embargo, las cercas y trampas requieren
de un esfuerzo considerable para construir-
las, colocarlas, mantenerlas y operarlas, por
ello su empleo se suele restringir a lugares
relativamente planos, de suelos arenosos o
fango-arenosos, faciles de cavar y bien dre-
nados, y en programas de monitoreo a largo
plazo (Rueda-Almonacid et al., 2006). Las
trampas de caida tienen la ventaja de ser me-
nos conspicuas y elaboradas que las cercas.
Recomendamos este trabajoso método para
algunas especies de bufénidos que concurren
a pequefios cuerpos de agua temporales para
su reproduccion.

Figura 18.8. Disposicidn de tipos de trampas y cercas de desvio, el esquema representa laampliacion de uno de los sistemas
de trampas de la Fig. 18.7, representando la colocacién de una de desvio en combinacién con una trampa de caida y una
trampa de tunel de doble entrada, modificado de Heyer et al. (2001).
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La longitud de la cerca puede variar depen-
diendo del habitat, por lo general estas pue-
den ser de alrededor de 10 m (Rueda-Almo-
nacid et al., 2006). Es importante que las cer-
cas estén bien tensionadas y sean enterradas
a una profundidad de al menos 25 cm. Las
cercas pueden contener de dos a seis recipien-
tes, separados entre cinco y diez metros. Cada
recipiente requiere orificios de drenaje para
permitir la salida del agua (Rueda-Almona-
cid et al., 2006). Estas trampas usualmente se
colocan por un minimo de cuatro dias y se
revisan periodicamente (cada seis a ocho ho-
ras), para evitar que los animales capturados
logren escapar, sean depredados o ahogarse
después de fuertes lluvias.

De cualquier manera se deben emplear
como minimo dos técnicas de muestreo
para cada drea de inventario, para que este
sea mas completo y exhaustivo. Los métodos
de muestreos pueden a su vez combinarse
con estrategias de remocion de individuos o
captura-recaptura para que los estimados de
abundancia sean mads certeros y confiables.
La remocion de individuos, es la extraccién
tisica o por marcado consecutivo de los orga-
nismos para contabilizarlos en un drea dada,
la tasa de disminucién de las nuevas remo-
ciones esta en relacion directa con el tamafo
de la poblacién. Mientras que con el proce-
dimiento de captura-marcaje-recaptura, los
individuos detectados se capturan, marcany
liberan en el sitio de captura, para luego ser
recapturados durante multiples muestreos
consecutivos. La probabilidad de recapturar
al mismo individuo sera menor en la medida
que la poblacién a la que se reincorpore sea
de mayor tamafio.

INVENTARIOS Y MONITOREOS DE LARVAS

En Cuba diez especies de anfibios ponen sus
huevos en el medio acuatico (Fig. 18.9), don-
de tiene lugar el desarrollo larval y la meta-
morfosis: las ocho especies de sapos endémi-
cos (Peltophryne ssp), la nativa rana platanera
(Osteopilus septentrionalis) y la introducida
rana toro (Lithobates catesbeianus). Para una
apropiada identificacion de las larvas de cada

Figura 18.9. A. Osteopilus septentrionalis en amplexo, B. Pel-
tophryne fustiger en amplexo. Nétese las puestas a modo
de masa de huevos en Ay cordones gelatinosos (una sola
hilera de huevos) en B. © L. Y. Garcia (B).

una de estas, se sugiere consultar Diaz y Ca-
diz (2008)

Di1seNO DEL MUESTREO. Existen dos técnicas:
1) para estimados del tamafio de la poblacion
por remocion, donde el muestreo es aleatorio,
sin poner atencion a la independencia de la
muestra; 2) para cuadrantes, donde las mues-
tras deben ser independientes. Atribuir inde-
pendencia en habitats acuaticos no siempre
es sencillo, porque las larvas pueden nadar
varios metros para escapar de la red o del hu-
mano. Las muestras que estén separadas a 5
m pueden ser consideradas independientes
(Shaftfer et al., 1994). Entonces, si una charca
pequeiia o un arroyo son muestreados, di-
chas muestras, por definicion, no son inde-
pendientes, y el estimado por cuadrantes para
estimar abundancia en este caso es inapro-
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piado. La seleccion de la técnica dependera
del tamarfio del area muestreada en relacion
con el tamafo del hébitat. Algunos de los
andlisis cuantitativos pueden ser aplicables
solo en determinadas situaciones. Cuando
un esfuerzo desigual es requerido para mi-
crohabitats diferentes entonces estos tipos de
analisis se hacen imposibles. Sin embargo,
la riqueza de especies podria determinarse
cualitativamente.

Si el barrido de las redes de captura es de-
masiado lento o las redes no se sumergen lo
suficiente, las larvas pueden escapar hasta el
fondo del cuerpo de agua dado que la ma-
yoria son rapidas y buenas nadadoras. Mu-
chas larvas de anfibios se especializan en el
habitat donde se encuentran, por tal razén
cada parte del habitat debe ser identificado
como un “estrato diferente”. Para mayor in-
formacion sobre los diferentes tipos de larvas
y sus microhabitats se recomienda consultar
a McDiarmid y Altig (1999). Por ejemplo,
las larvas de los sapos usualmente utilizan el
fondo y son semi-sésiles; mientras que las de
O. septentrionalis pueden nadar en cualquier
lugar de la columna de agua, tanto en el fon-
do, como en el medio o la superficie. En estos
casos el fondo, el medio y la superficie son
identificados como tres estratos diferentes en
un disefio de muestra estratificado.

Aunque existen varias clasificaciones de
aguas, como minimo deberia especificarse si
son ldticas o lénticas, temporales o perma-
nentes o claras, blancas o negras. Hay tres ti-
pos basicos de habitats donde se desarrollan
las larvas de los anfibios:

a) PEQUENOS CUERPOS DE AGUA. Se incluyen
hoyos en el suelo y en los arboles, charcas
y otros cuerpos de agua de menos de 1 m
de diametro. En estos hébitats es preferible
la utilizacion de redes barrederas o peque-
fas redes sumergibles. El nimero de larvas
capturadas en cada barrido es contabilizado,
pero no son devueltas al agua, sino que se
mantienen en un depésito. Después de cinco
a diez barridos sin capturar larvas, es proba-
ble que se haya capturado la poblacion total,
o al menos la mayoria de las larvas. Luego

de haber tomado los datos correspondientes,
las larvas se devuelven al cuerpo de agua. En
nuestras condiciones solo las larvas de un par
de especies podrian ser identificadas en estos
microhabitats. Osteopilus septentrionalis dada
su extraordinaria plasticidad ecoldgica, parti-
cularmente relacionada con la reproduccion
(Meshaka, 2001), y Peltophryne florentinoi,
que utiliza para la ovoposicién y desarrollo
de los renacuajos exclusivamente casimbas
y pequenas depresiones en el carso del suelo
que han sido inundadas por las lluvias (Diaz
y Cadiz, 2008).

b) CHARCAS O LAGUNAS. Para charcas tem-
porales se sugiere un esfuerzo de muestreo
estratificado por cada microhabitat. Se re-
comienda usar un esquema aleatoriamente
estratificado, teniendo en cuenta la profun-
didad y distancia de la orilla. Para esto es ne-
cesario establecer un transecto a lo largo del
perimetro de la charca o laguna (Shaffer et
al., 1994). En lagunas se pueden seleccionar
transectos de 100 m de longitud, dispuestos
paralelos a la linea costera y subdivididos en
5 secciones de 20 m de longitud cada uno.
Las diferentes zonas de profundidad (tres o
cuatro como maximo) pueden ser estableci-
das acorde con la maxima profundidad regis-
trada (Rueda-Almonacid et al., 2006). Con
excepcion de P, florentinoi, las restantes espe-
cies podrian encontrarse reproduciéndose en
tales condiciones (Diaz y Cadiz, 2008).

c) Rios Y ARROYOS. Los arroyos tienden a
ser mas heterogéneos, lo que hace que el es-
timado cuantitativo de la abundancia sea mas
dificil. Por eso se recomienda hacer conteos
basados en muestras por cada hébitat en un
intervalo de tiempo determinado, prome-
diando las muestras de larvas en todos los ti-
pos de habitats. Varias especies de sapos (Pel-
tophryne fustiger, P. longinasa, P. peltocephala,
P taladai), la rana platanera y la rana toro
utilizan los remansos de rios y arroyos para
la reproduccion (Diaz y Cadiz, 2008).

Varias técnicas se utilizan con el fin de con-
tar e identificar las especies de larvas en un
cuerpo de agua, entre estas se encuentran: re-
des sumergidas (seining), red barredera o red
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“D” (dipnetting), muestreo cercado (enclose),
y trampas (trapping). Estas técnicas proveen
un muestreo cualitativo o cuantitativo rapido,
relativamente confiable y con un minimo de
personal, recursos y tiempo; ademds, si son
usadas correctamente, no dafian a las larvas.
Las dos metas principales que se persiguen
con estos procedimientos son: determinar la
riqueza de especies de larvas en un cuerpo de
agua y tener un estimado del tamafo pobla-
cional (Shaffer et al., 1994; Lips et al., 2001).

Cada técnica es mas eficiente en cierto tipo de
hébitats. Basados en lo propuesto por Shaffer
et al. (1994) a continuacion describiremos
cada técnica, donde seria mejor utilizarla y
el tipo de estudio que se puede realizar con
cada una.

1. REDES SUMERGIDAS O NASAS (seining).
Son redes sin marco, sostenidas por los ex-
tremos laterales por dos personas, una a cada
lado, y en caso de redes pequefias es posible
sostenerlas con pequeiias varas para facili-

tar su manipulacion por una sola persona
(Fig. 18.10A). Esta técnica es muy efectiva
en charcas poco profundas y en lagunas con
pequeiia vegetacion en el fondo. Quizas sea
esta la técnica mds eficiente para lograr un
tamano de muestra suficiente como para es-
timar la riqueza y la abundancia de larvas de
anfibios, especialmente cuando las muestras
son removidas del cuerpo de agua, en lugar
de utilizar la técnica de captura-marcaje-re-
captura antes mencionada.

Es recomendable barrer el fondo de orilla a
orilla; algunos investigadores colocan flotan-
tes en la parte superior de estas redes y en la
base colocan pesos (como plomadas o cade-
nas) para evitar que las larvas escapen por
encima o por debajo, ademas de que facilita
el trabajo en fondos con mucha hojarasca.
Tanto los flotadores como los pesos deben
estar acordes al tipo y tamafo de red, para
evitar roturas y facilitar la manipulacién. Es-
tas redes son utilizadas, generalmente para
muestrear larvas grandes, como pueden ser

Figura 18.10. Algunas técnicas utilizadas para el muestreo y cuantificacién de larvas de anfibios en un cuerpo de agua.
A. Representacion esquemética de una red sumergida (seining). B. Un investigador utilizando una red de barredera en
forma de D o jamo (dipnetting)en la orilla de un arroyo. C. Esquema de un muestreo cercado (enclose). D. Esquema de una

trampa tubo de doble entrada sumergida.
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las de L. catesbeianus (McDiarmid y Altig,
1999). No obstante, también podrian ser
utiles para muestrear las larvas de Osteopilus
septentrionalis, Peltophryne fustiger, P. pelto-
cephala, P. taladai, P. empusa, P. gundlachi y
P, cataulaciceps.

2. REDES BARREDERAS (dipnetting). Son re-
des relativamente pequenas con marcos, que
por lo general son rectangulares o con for-
ma de “D” (Fig. 18.10B). El mango debe ser
de metal y su longitud varia en dependencia
de la profundidad del cuerpo de agua. Es el
método mas simple para monitorear lugares
con vegetacion densa, arroyos de dificil ac-
ceso o gran complejidad estructural, peque-
nas charcas, agujeros en los drboles, axilas de
bromelias, etc. Es mas efectivo para estimar
abundancia en arroyos poco profundos (ge-
neralmente menos de 1 m de profundidad),
y su efectividad aumenta a medida que el
cuerpo de agua es mas pequeno. En charcas
pequeiias es posible contar y remover todos
los individuos, pudiéndose obtener incluso la
abundancia absoluta. Las larvas de Osteopi-
lus septentrionalis, Peltophryne longinasa'y P.
florentinoi podrian ser muestreadas con esta
técnica.

3. MUESTREO POR CERCADO (enclose). Pue-
den utilizarse cajas u otros objetos que permi-
tan cercar un area determinada (Fig. 18.10C).
Esta técnica es efectiva en habitats de aguas
poco profundas con sustrato relativamente
uniforme (fondos fangosos, grava fina, hoja-
rasca o plantas sumergidas), y como las redes
barrederas, es apropiada para pequefos cuer-
pos de agua y se utiliza generalmente para es-
timar el tamaiio de la poblacion. Tiene entre
sus limitaciones que la profundidad del agua
nunca debe ser superior a la altura de la caja
y que esta tiene que hacer un contacto total
con el fondo. Adicionalmente, el disturbio
provocado por la persona al colocar la caja
puede hacer que las larvas evadan la captu-
ra y cuando la caja es de un material pesado
(e. g zinc galvanizado) pueda ser dificil su
traslado y manipucién por una sola persona.
Las larvas de especies cubanas que pudieran
ser muestreadas con esta técnica son: Os-
teopilus septentrionalis, Peltophryne fustiger,

P. peltocephala, P. empusa, P. gundlachi, y P.
cataulaciceps.

4. TRAMPAS (trapping). Ya que generalmen-
te son usadas en peces, esta técnica también
es conocida como trampas para peces. Po-
siblemente sea la unica forma de monitoreo
para larvas que se encuentran en habitats
profundos o fondos complejos, como fondos
rocosos y palizadas. Esta técnica es utiliza-
da solo en situaciones especiales, cuando las
otras técnicas fallan. En general, este tipo de
trampa (trampa-tubo, porque tiene forma ci-
lindrica; Fig. 18.10D) puede utilizarse como
herramienta para estimar la riqueza de es-
pecies y la abundancia relativa. No obstante,
esta técnica aun no ha sido apropiadamente
validada para larvas de anfibios, por lo que
su uso puede considerarse aun experimen-
tal. Las larvas de Lithobates catesbeianus que
aparezcan en tales situaciones son factibles de
ser muestreadas con esta técnica.

Independientemente del tipo de técnica que
se utilice, es muy util tomar datos abidticos de
lalocalidad por cada muestra. Un minimo de
datos pueden incluir, la profundidad, tipo de
sustrato del fondo, condiciones climaticas y
algunos parametros del agua como la tempe-
ratura, la concentracion del oxigeno disuelto,
conductividad y turbidez; también es util to-
mar datos de la presencia de otros animales
como peces e invertebrados acudticos. Para
mayor informacion sobre las técnicas antes
descritas, se recomienda consultar los tra-
bajos de: Shaffer et al. (1994), Adams et al.
(1997), Olson y Leonard (1997), Wassersug
(1997) y McDiarmid y Altig (1999).

PRESERVACION DE ESPECIMENES PARA USO
CIENTIFICO Y COMO MATERIAL DE COLECCIONES
Z00LOGICAS

Una vez recolectados aquellos individuos
cuya identificaciéon no haya sido posible hasta
el nivel especifico, se recomienda su preser-
vacion para la consulta de especialistas. Los
animales deben ser sacrificados (eutanasia)
mediante su inmersién en una solucion de
clorobutanol (1 cdta/ galén) o en una solu-
cion de hidrato de cloral (1 cc de una solucién
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saturada en alcohol etilico 70 %/ 1 L). Una vez
sacrificados, se procede a su montaje, fijacion
y preservacion (Fig. 18.11A). Las soluciones
preservantes mas comunmente utilizadas son
la formalina 10 % y el alcohol etilico (etanol)
70 %. La formalina se emplea generalmente
para fijar y preservar larvas y huevos, mien-
tras el etanol 70 % es la solucién por excelen-
cia para adultos y juveniles; las muestras de
tejidos suelen conservarse en etanol 95 %. Se
sugiere que todo el material recolectado du-
rante los inventarios u otro tipo de estudios
sean depositados en colecciones cientificas
con personal especializado en su manteni-
miento y preservacion a largo plazo.

Adultos y juveniles deben inyectarse con el
liquido fijador en el abdomen o a través de
la cloaca, pero debe procurarse mantener la
postura del animal, evitando que la piel se
distienda por un volumen exagerado de liqui-
do. Los animales pequefios no necesitan ser
inyectados, mientras los grandes requieren
incluso que les sean inyectados los miembros
posteriores. Si no se dispone de material de
inyeccion debe realizarse una pequena in-
cision en el abdomen para garantizar que
penetre el liquido fijador. Las larvas deben
ser cubiertas totalmente con formalina 10 %
y luego de 24 hrs. debe ser remplazada por

formalina fresca al mismo porcentaje. Una
vez fijados los especimenes, estos deben ser
colocados preferiblemente en frascos de vi-
drio que contengan la solucién preservante y
almacenados en sitios protegidos. Estos sitios
deben ser mas bien oscuros o con poca ilu-
minacion (el material no debe ser expuesto
directamente a los rayos solares) y con con-
diciones estables de temperatura (~23 °C) y
humedad relativa (<50 %). El formol se ex-
pende comercialmente como solucién acuosa
al 30-40 % por lo que es necesario mezclar-
la con agua destilada hasta el 10 %. Segtin
Hughes y Cosgrove (1990) es recomendable
utilizar 4 g de fosfato de sodio basico mono-
basico monohidratado (Na2H2PO4 + H20)
y 6 g de fosfato de sodio basico monobasico
anhidratado (Na2H2PO4) por cada litro de
formalina 10 %).

Transferir los datos de campo a un catalogo
de una coleccién y a la correspondiente eti-
queta de cada animal es crucial para su valor
como material de coleccion cientifica. Estas
etiquetas no deben retirarse del ejemplar en
estudio y deben contener como minimo: la
identificacion especifica, sexo y/o estadio, lo-
calidad con la mayor precision posible (pais,
provincia, municipio, localidad especifica,
georreferenciacion, etc.), nombre (-s) del

Figura 18.11. Ejemplares de colecciones de museo. A. Ejemplares de especies de los cuatro géneros de anfibios presentes
en Cuba, fijados y montados en posicion de estudio. B. Frasco de la coleccion del Museo de Historia Natural “Felipe Poey”
de la Facultad de Biologia de la Universidad de La Habana, véase la etiqueta con los datos de recolecta del ejemplar

preservado. © R. Alonso.
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recolector (-es), fecha y observaciones mas
relevantes (Fig. 18.11B).

PRECAUCIONES PARA EVITAR LA DISEMINACION
DE ENFERMEDADES INFECCIOSAS EN ANFIBIOS

La Fuerza de Tarea para Enfrentar el Decline
de los Anfibios (DAPTFE, por sus siglas en in-
glés) ha dado a conocer una lista de medidas
para evitar la diseminacion de enfermedades
entre las poblaciones de anfibios (DAPTE
1998). Esta organizacién recomienda lavar
y desinfectar todo el equipo de campo (e. g.
botas, redes, guantes de goma, tripodes, ins-
trumentos para calidad del agua, etc.). Para
la desinfeccion se sugiere preparar una solu-
cion diluyendo 4 oz (120 ml) de hipoclorito
de sodio en un galén (4 L) de agua limpia.
Se recomienda que aquellos individuos con
sintomas y/o signos de aletargamiento deban
recolectarse y tratarse con cautela, e informar
inmediatamente a especialistas. Para mayor
detalle sobre estas medidas se sugiere consul-
tar FROGLOG (http://acs-info.open.ac.uk/
info/newsletters/ FROGLOG.html) boletin
oficial de la Fuerza de Tarea para Enfrentar el
Decline de los Anfibios (Declining Amphibian
Population Task Force).
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Anexo 18.1. Lista de las especies conocidas de anfibios para Cuba. Para cada especie se indica el patron de distribucién
geografica (PDG) y la categoria de amenaza segtn la Union Internacional para la Conservacion de la Naturaleza (UICN) y
el Libro Rojo de los Vertebrados cubanos (Gonzalez et al., 2012). PC: Pancubano, CPC: Cuasi-pancubano, R: Regional, RPA:
regional pero con poblaciones aisladas, L: local [varias localidades dentro de un drea relativamente reducida o por encima
de una cota de altitud (e. g. macizo Sierra Maestra, costa sur oriental)], LR: Local restringido (conocido de unas pocas
localidades dentro de un drea relativamente reducida), LMR Local restringido (solo conocido de una a tres localidades).

FAMILIA/ESPECIE PDG CATEGORIA DE AMENAZA
UICN LIBRO ROJO

FAMILIA BUFONIDAE
Peltophryne cataulaciceps Schwartz, 1959 RPA EN EN
Peltophryne empusa Cope, 1862 PC VU NE
Peltophryne florentinoi Moreno y Rivalta, 2007 LMR (R VU
Peltophryne fustiger Schwartz, 1960 R LC NE
Peltophryne gundlachi Ruibal, 1959 PC VU NE
Peltaphryne longinasa Stejneger, 1905 EN EN

Peltophryne |. longinasa Stejneger, 1905 LMR

Peltophryne I. cajalbanensis Valdés de la Osa y Ruiz Garcia, 1980 LMR

Peltophryne |. dunni Barbour, 1926 R

Peltophryne |. ramsdeni Barbour, 1914 LMR
Peltophryne peltocephalaTschudi, 1838 (PC LC NE
Peltophryne taladai Schwartz, 1960 RPA VU NE
FAMILIA ELEUTHERODACTYLIDAE
Eleutherodactylus acmonis Schwartz, 1960 LMR EN VU
Eleutherodactylus adelus Diaz, Cadiz y Hedges, 2003 LMR EN VU
Eleutherodactylus albipes Barbour y Schreve, 1937 L R VU
Eleutherodactylus atkinsi Dunn, 1925 LC NE

Eleutherodactylus a. atkinsi Dunn, 1925 R

Eleutherodactylus a. estradai (Lynch, 1991) R
Eleutherodactylus auriculatus (Cope, 1863) CPC LC NE
Eleutherodactylus bartonsmithi Schwartz, 1960 LMR (R VU
Eleutherodactylus beguei Diaz y Hedges, 2015 LMR NE NE
Eleutherodactylus blairhedgesi Estrada, Diaz y Rodriguez, 1997 LMR (R (R
Eleutherodactylus bresslerae Schwartz, 1960 L (R VU
Fleutherodactylus casparii Dunn, 1926 R EN NE
Eleutherodactylus cattus Rodriguez et al., 2017 LR NE NE
Eleutherodactylus cubanus Barbour, 1942 L (R VU
Eleutherodactylus cuneatus (Cope, 1863) R LC NE
Eleutherodactylus dimidiatus (Cope, 1863) NT NE

Eleutherodactylus d. dimidiatus (Cope, 1863) (PC

Eleutherodactylus d. amelasma Schwartz, 1958 R
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Anexo 18.1 (Continuacion). Lista de las especies conocidas de anfibios para Cuba.

FAMILIA/ESPECIE

Eleutherodactylus eileenae Dunn, 1926

Eleutherodactylus emiliae Dunn, 1926

Eleutherodactylus erythroproctus (Schwartz, 1960)
Eleutherodactylus etheridgei Schwartz, 1958
Eleutherodactylus feichtingeri Diaz, Hedges y Schmid, 2012
Eleutherodactylus glamyrus Estrada y Hedges, 1997
Eleutherodactylus goini Schwartz, 1960

Eleutherodactylus greyi Dunn, 1926

Eleutherodactylus guanahacabibes Estrada y Novo Rodriguez, 1985
Eleutherodactylus guantanamera Hedges, Estrada y Thomas, 1992

Eleutherodactylus gundlachi Schmidt, 1920
Eleutherodactylus iberia Estrada y Hedges, 1996
Eleutherodactylus intermedius Barbour y Schreve, 1937
Eleutherodactylus ionthus Schwartz, 1960

Eleutherodactylus jaumei Estrada y Alonso, 1997
Eleutherodactylus klinikowskii Schwartz, 1959
Eleutherodactylus leberi Schwartz, 1965

Eleutherodactylus limbatus (Cope, 1862)

Eleutherodactylus maestrensis Diaz, Cadiz y Navarro, 2005
Eleutherodactylus mariposa Hedges, Estrada y Thomas, 1992
Eleutherodactylus melacara Hedges, Estrada y Thomas, 1992
Eleutherodactylus michaelschmidi Diaz, (adiz y Hedges, 2007
Fleutherodactylus olibrus Schwartz, 1958

Eleutherodactylus orientalis Barbour y Schreve, 1937
Eleutherodactylus pezopetrus Schwartz, 1960
Eleutherodactylus ricordii (Duméril y Bibron, 1841)
Eleutherodactylus pinarensis Dunn, 1926

Eleutherodactylus planirostris (Cope, 1863)
Eleutherodactylus principalis Estrada & Hedges, 1997
Eleutherodactylus riparius Estrada y Hedges, 1998
Eleutherodactylus rivularis Diaz, Estrada y Hedges, 2001
Eleutherodactylus ronaldi Schwartz, 1960

Eleutherodactylus simulans Diaz y Fong, 2001
Eleutherodactylus staurometopon Schwartz, 1960
Eleutherodactylus symingtoni Schwartz, 1957
Eleutherodactylus tetajulia Estrada y Hedges, 1996

PDG

RPA
R
LMR

= — 0 —

== - B - = B o B

LR
(PC

LMR

LR

LMR
LMR

RPA
PC

(PC

LMR

LMR
LR

CATEGORIA DE AMENAZA
UICN LIBROR0JO

NT NE
EN U
NA NE
EN W
LC NE
EN W
VU NE
R EN
EN NT
VU NE
EN NE
(R VU
EN NE
EN NE
(R W
EN NE
EN VU
W NE
EN VU
(R W
EN w
EN U
NA NE
(R U
(R W
VU NE
LC NE
LC NE
EN NE
LC NE
(R VU
W NE
EN NE
NA NE
(R EN
(R VU
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Anexo 18.1 (Continuacion). Lista de las especies conocidas de anfibios para Cuba.

FAMILIA/ESPECIE

Eleutherodactylus thomasi Schwartz, 1959
Eleutherodactylus t. thomasi Schwartz, 1959
Eleutherodactylus t. trinidadensis Schwartz, 1959
Eleutherodactylus t. zayasi Schwartz, 1960

Eleutherodactylus toa Estrada y Hedges, 1991

Eleutherodactylus tonyi Estrada y Hedges, 1997

Eleutherodactylus turquinensis Barbour y Schreve, 1937

Eleutherodactylus varians (Gundlach y Peters, en Peters, 1864)

Eleutherodactylus varleyi Dunn, 1925

Eleutherodactylus zeus Schwartz, 1958

Eleutherodactylus zugi Schwartz, 1958

FAMILIA HYLIDAE

Osteapilus septentrionalis (Duméril y Bibron, 1841)

FAMILIA RANIDAE

Lithobates catesbeianus Shaw, 1802

PDG

R

PC

(PC

CATEGORIA DE AMENAZA

UICN LIBRO ROJO
NE
EN NE
(R U
R w
w NE
LC NE
EN NE
EN NE
LC NE
LC NE



CAPITULO 18. ANFIBIOS

Anexo 18.2. Clave para la identificacion de las familias y géneros de anfibios presentes en Cuba, modificado de Diaz y
(&diz, 2008; © R. Alonso, © J. Boschy © J. Larramendi.

1. Pies sin membranas interdigitales o con éstas muy reducidas a la base de los dedos. Desarrollo directo (sin fase larval
acudtica) ELEUTHERODACTYLIDAE: GENERO ELEUTHERODACTYLUS
12, Pies con las membranas interdigitales sobrepasando la base de los dedos. Con fase larval acuatica 2.

2. Glandulas parotoides presentes; discos digitales siempre ausentes. Larvas con ojos dispuestos dorsalmente
BUFONIDAE: GENERO PELTOPHRYNE
22, Glandulas parotoides ausentes; discos digitales presentes o ausentes. Larvas con ojos laterales 3.

3. Discos digitales desarrollados; vientre granuloso; membranas interdigitales de los pies alcanzando la mitad del cuar-
to dedo. Larvas con claro rostral sin inflexiones laterales HYLIDAE: GENERO OSTEOPILUS
32, Discos digitales ausentes; vientre liso; membranas interdigitales de los pies casi alcanzando el extremo del cuarto
dedo. Larvas con claro rostral con inflexiones laterales; a partir del estadio 26 son de gran tamafio

RANIDAE: GENERO LITHOBATES

(8002) 1pe) A ze1q ap opesyipoly
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Anexo 18.3. Algunos formularios o planillas de campo propuestos por Lips et al. (2001).

Anexo 18.3.1 Datos del Sitio de Muestreo

Institucion a cargo del proyecto Sede Central de la Institucidn Persona a cargo del proyecto
Pais Provincia Nombre del pueblo més cercano Nombre del sitio
Descripcion del lugar
Coordenadas Altitud
TOPOGRAFIA: INCLINACION: ASPECTO:
Llanuras Montafias Pequefias lomas | Poca (<3%) Norte Este

Moderada (3-6%) Mucha>6% Sur Oeste
FORMACION VEGETAL: ALTURA DE LA VEGETACION:

Baja(<3m)  Mediana (3-6m) Alta(>6m)
DOSEL: CANTIDAD DE EPIFITAS:
Denso Medioabierto Muy Abierto Mucha Media Poca Nada
CLASE DE EPIFITAS: SOTOBOSQUE: Denso  Moderado
Bromelidceas Helechos Musgos Orquideas Otras Abierto
GRADO DE PERTURBACION:
Ninguna (hdbitat maduro) Poca (Algunos arboles extraidos)
Moderada (vegetacion secundaria) Extrema (Uso del suelo totalmente cambiado)
AGUA

(lase de agua superficial: Rio  Arroyo  Ciénaga  Laguna  Charca temporal

Evidencia de inundacién estacional: SI ~ NO Evidendia:
SUELO
Sustrato general: Fango/arcilla Arena Piedra (arso Hojarasca

PROFUNDIDAD DE LA HOJARASCA: No hay:
Hay, pero no cubre totalmente el suelo  Cubre el suelo <1cm ~ Cubre el suelo>1cm

COMENTARIOS
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Anexo 18.3.2. Descripcion del transecto

DESCRIPCION DEL TRANSECTO

Sitio Nombre del Transecto
(lase de transecto Terrestre Acuético

Rio Laguna Ciénaga
UBICACION DEL TRANSECTO
Coordenadas del Inicio Orientacion
Altitud | Longitud Ancho
DESCRIPCION DEL HABITAT:

DESCRIPCION Y UBICACION DEL AGUA SUPERFICIAL A LO LARGO DEL TRANSECTO

OTRAS OBSERVACIONES DEL TRANSECTO QUE PUEDEN INFLUIR SOBRE LOS RESULTADOS DEL MUESTREO

Anexo 18.3.3. Datos para el Muestreo en un Transecto

Nombre del Sitio

Nombre del transecto

Fecha (dd/mm/aa) Hora inicial Hora final No. de observadores
1 2 3 4
Nombres de los observadores:
Condiciones meteoroldgicas
Cielo Viento
Claro Neblina Lluvia Sin viento Ppco Mucho Direccion
Poco nublado Bastante 100% Viento | viento (0-360°)
nublado nublado
Precipitacion hoy: Horario
Volumen: mm Mafana Tarde Noche
Precipitacidnen | Seco Poca lluvia Muchalluvia | Inundaciones
los tltimos dias:
Luna hoy: Nueva Cuarto creciente Llena (uarto menguante
Distancia total del transecto: m Ancho del transecto: m
Nivel del agua Alto Medio Bajo
REGISTROS
Especie Sexo L(HC ) Actividad Hora Sustrato | Comentarios
mm
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Anexo 18.3.4. Datos para el muestreo en una parcela

Nombre del Sitio Nombre del transecto
Fecha (dd/mm/aa) Hora inicial Hora final No. de observadores
1 2 3 45
Nombres de los observadores:
(ondiciones meteoroldgicas
Cielo Viento
Claro Neblina Lluvia Sinviento | Pocoviento | Mucho Direccion
viento (0-360°)
Poco nublado Bastante 100%
nublado nublado
Precipitacion hoy: Horario
) Mafana Tarde Noche
Volumen: mm
Precipitacionen | Seco Poca lluvia Mucha lluvia Inundaciones
los dltimos dias:
Luna hoy: Nueva (uarto creciente | Llena (uarto menguante
Parcela:

Tamano. Longitud de cada lado (m)

Profundidad de la hojarasca (mm)

Humedad de la hojarasca Seca Himeda | Saturada Inclinacion: poca<3%

moderada (3-6%) mucha > 6%

Humedad del suelo Seca Himeda | Saturada

Habitat dentro de la parcela:

Arbol(es)> 10 cm DAP Arbol(es)< 10 cm DAP

Troncos secos | 1-5 plantas > 5plantas
en el suelo < Tmaltura < Tmaltura

REGISTROS

Especie Sexo LHC (mm)

Peso (g) | Comentarios
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Anexo 18.3.5. Datos para el muestreo de vocalizaciones

Nombre del Sitio Nombre del punto de observacion
Fecha (dd/mm/aa) Hora inicial Hora final No. de observadores
1 2 3 45
Nombres de los observadores:
Condiciones meteoroldgicas
Cielo Viento
(laro Neblina Lluvia Sin Poco viento | Mucho Direccion
viento viento (0-360°0
Poco nublado Bastante 100%
nublado nublado
Precipitacion hoy: Horario
Volumen: mm Manana Tarde Noche
Precipitacion en Seco Poca lluvia Mucha lluvia Inundaciones
los tiltimos dias:
Luna hoy: Nueva (uarto creciente | Llena Cuarto menguante
Descripcion del drea acudtica
(lase: (iénaga Rio o Laguna o represa Charca estacional
Arroyo
Tamano: Area aproximada en m? Largo (m) Ancho (m)
(si es ciénaga, laguna o represa) | (si es rio 0 Arroyo)
Profundidad promedio (Coordenadas
Indice de Vocalizaciones: ~ 1: 1 macho 2: coro de 2-5 machos
3: coro de 6-10 machos 4: coro> 10 machos

REGISTROS:
Especie Indice de Vocalizaciones Comentarios

1T 2 3 4

1 2 3 4

ANEXO 3.6 Planilla para datos de microhabitat para renacuajos

FECHA [ HORA
Localidad
Coordenadas Altitud | No. Estacidn:
Tipo del Acuatorio: Medidas
Tipo de microhdbitat:
Descripcion:
Tipo de sustrato/fondo
Corriente: PH Temperatura Grado de turbidez
Oxigeno disuelto Salinidad
Posicion Vertical:
Biota Acompafiante:
Otros datos:

375



