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Resumen: 

Las poblaciones silvestres de tortuga mora Testudo graeca se ven amenazadas por la introducción 

de ejemplares domésticos que pueden ser portadores de patógenos. Los objetivos de este 

proyecto son (I) estudiar la comunidad de nematodos endobiontes de tortugas presentes en el 

C.R.F.S. El Valle (Murcia), (II) evaluar posibles relaciones entre la intensidad parasitaria, variables 

biológicas y tres índices de condición física y (III) evaluar distintos métodos de conservación de 

huevos de estos helmintos en heces. Para ello, se recogieron datos biométricos y se realizaron 

análisis coprológicos por flotación de las muestras de heces de tortugas. Las mismas muestras se 

utilizaron para valorar la eficacia de diferentes métodos de conservación (congelación, etanol y 

DESS). Los resultados obtenidos muestran la presencia de oxiúridos (Pharingodonidae) y de 

ascáridos (Ascarididae) en un 100% (25/25) y 36% (9/25) de los individuos, respectivamente. 

Nuestros resultados evidencian una relación inversa del índice corporal 1 (IC1; peso/longitud) 

con la parasitación de oxiúridos y el sexo de las tortugas. Además, se relacionó IC2 

(peso/volumen) con el tiempo de permanencia en el centro. La congelación demostró ser el 

método más efectivo, seguido por el DESS, independientemente de la temperatura. Este 

conservante se sugiere como una opción práctica para la conservación de muestras fecales 

cuando la refrigeración no es posible. 

Palabras clave: Ascáridos, DESS, índice corporal, oxiúridos, tortuga mora 

 

Abstract: 

Wild populations of Testudo graeca tortoises are at risk from the introduction of domestic 

specimens that may carry pathogens. The objectives of this project are as follows: (I) to study the 

endobiont nematode community of tortoises present in the C.R.F.S. El Valle (Murcia), (II) to 

evaluate possible relationships between parasitic intensity, biological variables and three 

physical condition indices, and (III) to evaluate different methods of preserving eggs of these 

helminths in faeces. For this purpose, biometric data were collected, and flotation coprological 

analysis of tortoise faecal samples was performed. The same samples were used to assess the 

efficacy of different preservation methods (freezing, ethanol and DESS). The results 

demonstrate the presence of oxyurids (Pharingodonidae) and ascarids (Ascarididae) in 100% 

(25/25) and 36% (9/25) of the individuals, respectively. Our results indicate an inverse 

relationship of body index 1 (CI1; weight/length) with oxyurid parasitism and sex of tortoises. 

Furthermore, CI2 (weight/volume) was found to be related to the time spent in the centre. 

Freezing was demonstrated to be the most effective method, followed by DESS, regardless of 

temperature. This preservative is therefore recommended as a practical alternative for the 

preservation of faecal samples when refrigeration is not possible. 

Keywords: Ascarids, body index, DESS, oxyurids, spur-thighed tortoise 
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1. Introducción  

El orden Testudines (tortugas) es el taxón de reptiles más amenazado a nivel mundial y el 

segundo de los principales grupos de vertebrados más amenazado del planeta, sólo por detrás 

de primates no humanos (Turtle Taxonomy Working Group & Rhodin, 2021). Se estima que el 

51%-56% de las especies de tortugas se encuentran amenazadas: en peligro crítico (CR), en 

peligro (EN) o vulnerable (VU) , según la Lista Roja de la UICN (Stanford et al., 2018; Böhm et al., 

2013). Los principales factores causantes de este rápido declive son la destrucción de los 

ecosistemas y la caza descontrolada por parte del ser humano (Böhm et al., 2013; Pérez et al., 

2004), generando conflictos que han llevado a la extinción reciente de algunas especies, como la 

tortuga gigante de Pinta en las islas Galápagos (Chelonoidis niger abingdonii), la tortuga pecho 

quebrado de Viesca (Kinosternon hirtipes megacephalum) en México o las cinco especies del 

género Cylindraspis en las islas Mascareñas (A. Rhodin et al., 2021; Turtle Taxonomy Working 

Group & Rhodin, 2021; Lovich et al., 2018). 

1.1. Características generales de la tortuga mora (Testudo graeca) 

La tortuga mora (Testudo graeca Linnaeus 1758) se distribuye por el sur y el este de la 

cuenca mediterránea, los Balcanes, el Cáucaso, Oriente Medio y Asia Central hasta Irán. 

También existen tres pequeños núcleos poblacionales de tortuga mora en España que habitan 

áreas aisladas de Mallorca, la Reserva Biológica de Doñana y las provincias de Murcia y Almería 

(Graciá, 2013; López Jurado & Andreu, 1997). En este último núcleo de población encontramos 

Testudo graeca whitei (Bennett in White), una de las diez subespecies reconocidas de tortuga 

mora (Turtle Taxonomy Working Group & Rhodin, 2021; Graciá et al., 2017a), cuya distribución 

principal es el norte de Argelia. Según estudios filogeográficos realizados por Graciá, (2013), el 

origen de las poblaciones de tortuga mora en Murcia y Almería se remonta a unos 100 individuos 

de T. graeca whitei que llegaron a la península ibérica hace 20.000 años desde el norte de África. 

El punto estimado de entrada se ha localizado en la cuenca de Vera (Almería), desde donde se fue 

expandiendo hasta alcanzar la distribución actual (Graciá, 2013). 

Testudo graeca es una tortuga de tamaño mediano, cuyo caparazón tiene forma de cúpula 

convexa y, desde arriba, se aprecia una forma ovalada en las hembras y trapezoidal en los 

machos. El color de fondo del caparazón es amarillento, oliva pálido o marrón rojizo, con algunas 

manchas negras dispuestas asimétricamente, a menudo con una mancha central en las placas 

vertebrales y costales. El espaldar está compuesto por 5 placas vertebrales, 8 costales y 22 

marginales, más una placa nucal y a diferencia de la tortuga mediterránea (Testudo hermanni 

Linnaeus 1758) tiene la placa supracaudal indivisa. En la parte media posterior del muslo 
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presenta un espolón característico que ayuda a diferenciarlo de otras especies del género 

Testudo, aunque a veces está ausente (Escoriza et al., 2022; Pérez et al., 2004). La cabeza es 

redondeada y oscura, cubierta por escamas pequeñas e irregulares, entre las que destacan la 

prefrontal y la frontal por su mayor anchura (a veces dividida). Las mandíbulas conforman una 

boca en forma de pico córneo ligeramente curvado (Díaz-Paniagua & Andreu, 2015).  

En las subespecies occidentales los machos son más pequeños que las hembras, pero sus 

colas son proporcionalmente más largas y anchas, y normalmente tienen el plastrón más corto, 

pero más cóncavo, con la placa supracaudal más convexa que las hembras (Lambert, 1982). En T. 

g. whitei la longitud del espaldar (LE) media de las hembras varía entre 113,7 y 302,8 mm y en los 

machos entre 83,2 y 241,1 mm. Sin embargo, el tamaño corporal presenta gran variabilidad entre 

distintas poblaciones, siendo las tortugas adultas de las poblaciones del norte de áfrica un 60% 

mayores que las del sudeste ibérico, y en promedio, las hembras norafricanas son un 30% 

mayores que las ibéricas y los machos un 50% (Semaha et al., 2024). La subespecie T. g. whitei 

presenta una coloración variable que va desde el amarillo a un verde oliva pálido o marrón 

verdoso, con manchas negras en el centro y líneas negras bordeando las placas del espaldar 

(Escoriza et al., 2022). 

En el sureste de España (provincias de Murcia y Almería) T. g. whitei habita montañas 

costeras semiáridas con preferencia por suelos silíceos y pendientes moderadas, con una 

precipitación anual cercana a los 260 mm y paisajes de media montaña. Evita las zonas de 

vegetación densa, asociándosele con matorrales de baja cobertura, como albaida, esparto y 

romero. Muestra preferencia por áreas donde esta vegetación se intercala con pinares y con 

cultivos arbóreos tradicionales. Se encuentran con mayor abundancia en las laderas de 

orientación noroeste, con niveles moderados o altos de radiación solar y con abundancia de 

alimento, y en llanos al fondo de los valles, donde encuentran zonas de anidación y hábitats de 

borde entre cultivos y matorrales (Anadón et al., 2005). La tortuga mora cumple una serie de 

funciones ecológicas en el ecosistema, pudiendo actuar como dispersora de semillas (Cobo & 

Andreu, 1988), o como alimentación suplementaria de especies en peligro, como el águila real en 

áreas con escasez de conejos (Gil-Sánchez et al., 2022; Martínez Pastor, 2016). 

Las poblaciones de tortuga mora del sureste ibérico son consideradas las únicas 

poblaciones naturales de la especie en el oeste de Europa, las cuales se encuentran en progresivo 

declive debido una baja densidad poblacional que se ve agravada por la alteración de su hábitat 

(Graciá et al., 2020a; Graciá & Giménez, 2015). Por ello, la especie ha alcanzado un alto estatus 

de protección internacional, nacional y local. En este sentido, la tortuga mora está incluida en el 

apéndice II de la Convención sobre el comercio internacional de especies amenazadas (CITES, 



8 

2017), en el apéndice II del Convenio de Berna (Convenio de Berna, 1979) y se clasifica como 

"Vulnerable” en la Lista Roja de Especies Amenazadas de la UICN (IUCN, 1996). En la Unión 

Europea, la especie se incluye en los apéndices II y IV de la Directiva Hábitats y 243.000 ha de su 

hábitat han sido propuestas como zonas de especial conservación (LIC) para su inclusión en la 

Red Natura 2000 (Directiva 92/43/CEE del Consejo, 1992). En España esta tortuga está 

considerada “En Peligro” (Pleguezuelos et al., 2004). Gracias a esta protección, podemos 

considerar a la tortuga mora en el sureste ibérico una “especie paraguas”, ya que con su estatus 

de protección especial ayuda a conservar los ambientes semiáridos en los que vive. Una 

protección muy necesaria sobre todo en el levante español, en el que existen fuertes intereses 

económicos por urbanización y agricultura intensiva en las áreas de distribución de estas 

tortugas (Giménez et al., 2005). 

La pérdida y fragmentación de hábitat es el principal factor que contribuye a la pérdida de 

biodiversidad mundial (Santos & Tellería, 2006; Brooks et al., 2002). La cuenca mediterránea es 

uno de los “puntos calientes” de biodiversidad global, aunque se estima que para final de siglo el 

bioma mediterráneo habrá perdido un 11–25% de su extensión actual, siendo la península 

ibérica el territorio donde más superficie se perderá en Europa debido a la desertización 

(Barredo et al., 2016; Sala et al., 2000). Entre las áreas más vulnerables se encuentra el sureste 

español, una región especialmente rica en biodiversidad dentro de Europa, con endemismos 

iberoafricanos que han coevolucionado durante siglos en paralelo a las prácticas agrícolas y 

ganaderas tradicionales (Henle et al., 2004; Sainz & Moreno, 2002). En las últimas décadas, 

amenazas como la industrialización de la agricultura y el auge del turismo masivo han provocado 

la pérdida y fragmentación de los ecosistemas (Martínez-Fernández et al., 2015; Martínez & 

Esteve, 2006; Henle et al., 2004). La fragmentación del hábitat aísla poblaciones y crea efectos 

de borde que alteran las condiciones bióticas y ambientales de las manchas (Santos & Tellería, 

2006). La tortuga mora, al tratarse de una especie longeva, con escasa abundancia, con reducida 

movilidad y con un nicho climático restringido, es muy susceptible a la fragmentación y 

alteración de su hábitat (Jiménez-Franco et al., 2024, 2022; Graciá et al., 2020a). Además, los 

paisajes altamente perturbados y homogeneizados son especialmente vulnerables a las 

invasiones de plagas y patógenos. Esto es un resultado de las actividades humanas que facilitan 

el movimiento de especies exóticas o invasoras hacia nuevas áreas y crean condiciones propicias 

para su establecimiento, pudiendo los huéspedes modificar su ecología fisiológica y 

comportamiento en respuesta a estos cambios (Suzán et al., 2012; Amo et al., 2007). 

La captura ilegal de ejemplares es la segunda amenaza más importante a la que se 

enfrentan las tortugas de tierra en todo el mundo (Janssen, 2021). Tradicionalmente, la tortuga 

mora ha sido considerada como un animal doméstico, lo cual ha provocado desde tiempos 
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históricos una captura sistemática en áreas rurales de ejemplares silvestres, causando la 

reducción de sus poblaciones naturales (Giménez et al., 2005; Pérez et al., 2004). Las capturas 

ilegales en Murcia y Almería se deben mayoritariamente a encuentros fortuitos con los 

habitantes de núcleos urbanos cercanos al hábitat natural de T. graeca (Giménez et al., 2005; 

Pérez et al., 2004). Esta costumbre se mantiene todavía en zonas rurales con presencia de 

tortugas. De hecho, se calcula que un 60-68% de las tortugas en cautividad provienen 

directamente de poblaciones silvestres, de las cuales únicamente el 15% acaban regresando a su 

hábitat (Pérez et al., 2004; Giménez et al., 1999). Esta información pone en evidencia la falta de 

sensibilización y conocimiento de la sociedad sobre el estatus de conservación de la tortuga 

mora, así como del papel ecológico fundamental que desempeña en los paisajes semiáridos del 

sureste peninsular (Giménez et al., 2005; López Jurado, 1979).  

1.2. Reintroducción de tortugas domésticas 

Desde julio de 2015, la posesión de cualquier especie animal protegida se considera un 

delito penal (Ley Orgánica 1/2015, de 30 de marzo, 2015). Debido a esta normativa, en estos 

últimos años se ha producido una entrega masiva de tortugas moras a los centros de 

recuperación de fauna de Murcia y Andalucía. Esta situación, y la capacidad de admisión limitada 

de los centros, ha conllevado la liberación no controlada de tortugas en la naturaleza por parte 

de la población (Graciá et al., 2016).  

El declive de las poblaciones silvestres de Testudo graeca, unido al elevado número de 

individuos en los centros de recuperación, plantean un desafío crucial en términos de gestión 

para asegurar la viabilidad de la especie. Para abordarlo, se pueden considerar varias estrategias, 

entre ellas la reintroducción de tortugas cautivas en hábitats naturales. Aunque esta medida 

podría contribuir a la conservación de la especie, su eficacia no ha sido probada y podría ser 

desaconsejable debido a los riesgos que presenta (Graciá et al., 2020b; Moreno, 2017). En 

concreto, desde un punto de vista genético, la exogamia podría alterar la integridad genética de 

las poblaciones locales, lo que a su vez podría ocasionar la pérdida de adaptaciones locales 

cruciales. Es común encontrar tortugas procedentes de poblaciones africanas o híbridos en 

poblaciones silvestres de la península ibérica (Graciá et al., 2017b; Graciá, 2013).  

Además, la potencial transmisión de patógenos a las poblaciones naturales representa un 

riesgo significativo para las tortugas. Las poblaciones alóctonas frecuentemente presentan 

patógenos poco comunes en las poblaciones locales, lo que podría tener implicaciones sanitarias 

importantes, incluida la posibilidad de desencadenar epidemias que comprometan la 
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supervivencia de los grupos locales, tal y como ha sido previamente sugerido (Graciá et al., 

2020b; Berry et al., 2015; Chávarri et al., 2012; Pérez et al., 2011; Jacobson, 1993). 

Conforme aumenta el número de patógenos descritos en quelonios se hace necesario 

incrementar su estudio para conocer con detalle cuál es el papel que desempeñan las tortugas 

en la epidemiológica de estos patógenos. Especial atención merecen aquellos patógenos 

emergentes y/o zoonósicos (eg., virus de la fiebre hemorrágica Crimea-Congo, Salmonella spp…) 

(Adamovicz et al., 2020). Esta problemática ha sido constatada en un estudio con tortugas del 

desierto de Mojave (Gopherus agassizii), donde se observa una correlación positiva entre la 

detección de patógenos que causan clínica respiratoria en tortugas y su cercanía a núcleos 

urbanos. Esta relación puede estar ocasionada por capturas ilegales de G. agassizzi para su uso 

como mascota, similar a la de la tortuga mora en el Mediterráneo (Berry et al., 2015). En la 

cercanía de núcleos urbanos se producen más capturas de tortugas salvajes y se liberan 

domésticas (Pérez et al., 2012), lo que puede generar un flujo de patógenos de las poblaciones 

cautivas hacia las silvestres y viceversa. En este sentido, la introducción de patógenos alóctonos 

en poblaciones naturales de tortugas podría ocasionar alteraciones relevantes sobre el estado 

sanitario de la población (Gonzálvez et al., 2021; Graciá et al., 2016; Smith, 2015).  

Por estos riesgos, las acciones de refuerzo poblacional no son recomendables para la 

conservación de las poblaciones naturales de T. graeca. En consecuencia, es de suma importancia 

evaluar meticulosamente cualquier acción de gestión propuesta y considerar estrategias 

alternativas que minimicen los riesgos para la conservación de la especie (Graciá et al., 2020b; 

Moreno, 2017). 

1.3. Helmintofauna y condición física 

Los nematodos son los principales endoparásitos y endosimbiontes en quelonios. Testudo 

graeca presenta una abundante y diversa población de especies de nematodos 

gastrointestinales, comunes también a otros herpetos herbívoros (Roca, 1999). Numerosos 

estudios epidemiológicos sobre Testudos cautivas de toda Europa y Asia Occidental muestran 

altas prevalencias de infección por nematodos (Benítez-Malvido et al., 2019; Hallinger et al., 

2018; Miñana-Morant & Ponce-Gordo, 2018; Cervone et al., 2016; Papini et al., 2011; Rataj et al., 

2011; Traversa et al., 2005).  

Los oxiúridos de la familia Pharyngodonidae (Travassos, 1919) (superfamilia Oxyuroidea, 

Cobbold, 1864) son los principales nematodos que encontramos en muchos estudios sobre la 

nematofauna del género Testudo (Bouamer & Morand, 2006). Los oxiúridos presentan un ciclo 

biológico directo, en el que los huevos liberados al medio son ingeridos de nuevo por las tortugas 
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debido a sus hábitos geófagos y coprófagos, produciendo con frecuencia reinfecciones (Roca, 

1999). Existen estudios que reportan altas prevalencias de estos parásitos en hospedadores con 

un estado sanitario óptimo, (Jacobson, 2007; Roca, 1999). Además, una abundante diversidad de 

las especies de oxiúridos en tortugas se ha asociado positivamente con las tasas de crecimiento 

en hábitats poco degradados, lo que refuerza la hipótesis de la existencia de una relación 

comensal o mutualista entre parásito y hospedador (Benítez-Malvido et al., 2019). En este 

sentido, los oxiúridos podrían desempeñar un papel importante en la digestión de vegetales 

consumidos por las tortugas, aportando productos nitrogenados que resultan beneficiosos y 

absorbibles para el hospedador y regulando la flora bacteriana en el ciego de las tortugas (Díaz-

Paniagua & Andreu, 2015; Loukopoulos et al., 2007; Roca, 1999). Además, en línea con los 

hallazgos detectados en distintos reptiles, la prevalencia de endoparásitos aumenta con la edad, 

el tamaño y las tasas de crecimiento (Benítez-Malvido et al., 2019; Leung & Koprivnikar, 2019; 

Jacobson, 2007). Sin embargo, las infecciones masivas por oxiúridos pueden ocasionar 

alteraciones digestivas severas (malabsorción severa, anorexia, diarrea, impactación) e incluso 

la muerte (Pasmans et al., 2008; Loukopoulos et al., 2007).  

Los ascáridos (familia Ascarididae, Baird, 1853) tienen también una evidente relevancia 

para la  conservación de las tortugas, ya que estudios previos han demostrado que estos 

nematodos pueden tener consecuencias sanitarias importantes sobre estos reptiles (Cervone et 

al., 2016; Papini et al., 2011; Roca, 1999).  A modo general, los ascáridos suelen tener 

implicaciones más negativas para la salud de los quelonios que los oxiúridos, principalmente 

debido a la migración visceral de las larvas de estos nematodos, normalmente hacia los 

pulmones, donde completan su maduración antes de regresar de nuevo al intestino, ocasionando 

lesión tisular, inflamación, formación de granulomas, fibrosis e infecciones secundarias 

(Hallinger et al., 2018; Papini et al., 2011; Rataj et al., 2011; Jacobson, 2007). 

En biología es común usar índices de condición física como un método de análisis no 

invasivo, indicativo de la salud de los individuos. En tortugas de zonas áridas se han 

correlacionado con la supervivencia y el rendimiento reproductivo (Hofmeyr et al., 2005; Henen, 

2004). Los índices de condición física se expresan a menudo como el cociente entre la masa 

corporal y una medida lineal de tamaño corporal, o bien como los residuos de la gráfica entre el 

tamaño y el peso (Schulte-Hostedde et al., 2005; Willemsen & Hailey, 2002). No obstante, la 

relación entre la masa corporal y una medida lineal del tamaño corporal (generalmente la 

longitud del caparazón en tortugas) puede tener una utilidad limitada (Jacobson et al., 1993). Por 

ello, en trabajos de este tipo es común realizar índices que integren más medidas corporales para 

calcular con más precisión el volumen de los animales y así ajustar la densidad con más fidelidad. 
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1.4. Técnicas de conservación 

Para el estudio de endoparásitos de la tortuga mora, el análisis de heces frescas obtenidas 

directamente de la cloaca es fundamental. Sin embargo, no siempre es posible realizar un análisis 

inmediato, siendo necesario utilizar técnicas para la conservación óptima de las muestras 

(Kozlova et al., 2020).  

La refrigeración es un método recomendado de conservación para la coprología, pues es 

seguro y muy efectivo para mantener el ADN (Gee, 1984) y la estructura tisular de los 

nematodos (Yoder et al., 2006). Pero su principal desventaja se debe a la infraestructura asociada 

necesaria, que requiere un suministro de energía constante para garantizar una temperatura 

uniforme (Beknazarova et al., 2017), lo que vuelve inviable las salidas de campo prolongadas o 

con pocos medios en las que no es posible transportar un refrigerador (Kozlova et al., 2020). 

Como alternativa es común almacenar las muestras inmersas en disoluciones de etanol o de 

formol. El formol presenta una notable capacidad de preservación de tejidos, pero destruye el 

ADN y es altamente tóxico y cancerígeno (tipo II por la IARC). Por su parte, el etanol preserva el 

ADN y la morfología de nematodos adultos, pero deforma y destruye los huevos, disminuyendo 

su número y dificultando la identificación morfológica (Hass et al., 2024; Naem et al., 2010). Otra 

opción es la plastinación, que consiste en la sustitución del agua de los tejidos por polímeros de 

silicona, pero es un método económicamente costoso que degrada por completo el material 

genético (Gonzálvez et al., 2018). 

Ante las desventajas de las técnicas mencionadas, surge el DESS como una alternativa 

viable. DESS se denomina a una disolución compuesta por Dimetilsulfóxido (DMSO), ácido 

Etilendiaminotetraacético (EDTA) y cloruro de Sodio Saturado (NaCl), la cual fue creada por 

Seutin et al. (1991) como un preservante del ADN en tejido y sangre. Desde entonces han sido 

utilizadas diferentes concentraciones de DMSO, EDTA y NaCl para la preservación eficaz del 

ADN en muestras fecales (Beknazarova et al., 2017; Yoder et al., 2006; Frantzen et al., 1998; 

Wasser et al., 1997). La disolución permite además conservar la morfometría de los tejidos a lo 

largo del tiempo gracias a la notable permeabilidad del DMSO en ellos (Seutin et al., 1991), 

permitiendo por tanto la identificación taxonómica por microscopía (incluyendo nematodos 

adultos en muestras fecales) (Thaenkham et al., 2022; Naem et al., 2010), por lo que además, es 

una alternativa a las fijaciones de formol, pero sin sus efectos mutagénicos y tóxicos (Lee et al., 

2019; Gaither et al., 2011; Yoder et al., 2006). Estas características convierten al DESS en un 

medio prometedor para la conservación de muestras de heces en trabajos de campo, ya que 

permite el análisis genético y la identificación morfológica de la helmintofauna de las tortugas.  
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2. Antecedentes y objetivos 

2.1. Antecedentes 

Chávarri y colaboradores (2012) analizaron la helmintofauna de tortugas moras del 

Centro de Recuperación de Fauna Silvestre (C.F.R.S.) de Santa Faz en Alicante, identificando los 

nematodos en heces de individuos silvestres y en cautividad para comprobar la posible relación 

entre su estado físico y la intensidad de parasitación. En este trabajo no se evidenció una relación 

estadísticamente significativa entre la intensidad de parasitación y la condición corporal, el sexo 

del hospedador, la edad, los síntomas de rinitis, la deformidad del caparazón o el grado de 

fragmentación de su hábitat. Estos resultados coinciden con otros estudios que analizan la 

presencia de oxiúridos y ascáridos en Testudo sp. en libertad o cautiverio (Laghzaoui et al., 2021; 

Papini et al., 2011).  

Sin embargo, Chávarri y colaboradores (2012) sí encontraron diferencias entre las 

comunidades de nematodos de tortugas domésticas y silvestres. En las tortugas procedentes de 

poblaciones naturales encontraron un mayor número y diversidad de especies de oxiúridos, 

incrementándose linealmente con la edad del hospedador. A su vez, en ejemplares procedentes 

de cautiverio detectaron mayor presencia de ascáridos.  

Benítez-Malvido et al., en 2019 observaron reducciones en las tasas de crecimiento en 

Testudo graeca en hábitats perturbados y evidenciaron que las características corporales de las 

tortugas y el equilibrio de su helmintofauna, concretamente la infección por oxiúridos, son 

sensibles a la pérdida y fragmentación del hábitat, lo que podría alterar la frágil relación 

simbiótica nematodo-hospedador hacía el parasitismo (Laghzaoui et al., 2021; Benítez-Malvido 

et al., 2019). Estos estudios previos evidencian la necesidad de estudiar en mayor profundidad el 

papel que tienen las distintas especies de nematodos endobiontes en animales cautivos o 

presentes en hábitats degradados. 

El Área de Ecología de la Universidad Miguel Hernández lleva a cabo regularmente 

trabajos de campo sobre las poblaciones norafricanas de tortuga mora, donde recogen muestras 

de heces de las tortugas in situ para analizarlas en el laboratorio una vez regresan a España. Sin 

embargo, dada la dificultad y coste de llevar equipamiento refrigerado a Marruecos se vuelve 

necesario encontrar métodos de conservación alternativos que permitan realizar análisis 

coprológicos de las poblaciones africanas. Existen multitud de estudios que han explorado 

comparativamente las diversas técnicas de conteo de huevos de endoparásitos en heces (Hu et 

al., 2016; Ballweber et al., 2014), pero son escasos los estudios que han comparado la eficacia de 

distintos medios conservantes en la preservación de muestras fecales (Hass et al., 2024; Jagła et 
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al., 2013; Foreyt, 1986). Además, ninguno ha analizado específicamente el DESS como un posible 

medio de conservación de huevos de nematodos en heces, ni cómo podría afectar a la estimación 

de la intensidad parasitaria. Por ello, este estudio presenta un enfoque innovador al evaluar por 

primera vez la viabilidad del DESS como conservante para este propósito. El análisis de los 

métodos de conservación del presente estudio y sus resultados se han materializado en un 

artículo publicado en la revista Research in Veterinary Science (153) por Gonzálvez et al., 2022.  

El presente trabajo de fin de grado se enmarca en el proyecto “Cambio global, endobiontes 

y fitness de especies amenazadas: efectos del manejo de poblaciones en comunidades de 

nematodos de tortugas de tierra” (TED2021-130381B-I00) y está financiado por la convocatoria 

de Proyectos estratégicos orientados a la transición ecológica y la transición digital 

(MICIU/AEI/10.13039/501100011033). 

2.2. Objetivos  

En este Trabajo de Fin de Grado se pretende ampliar el estudio de la nematofauna en 

tortugas moras de origen cautivo del C.R.F.S. El Valle, ubicado en las proximidades del hábitat 

natural de Testudo graeca en Murcia. En él se estimará el estado de los ejemplares mantenidos en 

el centro a través del estudio de su morfología, condición física y grado de parasitación. Además, 

se evaluarán distintos medios de conservación que puedan garantizar la calidad y detectabilidad 

de huevos y adultos de nematodos tras largos periodos de tiempo.  

Con ello, definimos tres objetivos específicos en este trabajo: 

- Identificar los helmintos y estimar la intensidad de parasitación de las tortugas moras 

cautivas del Centro de Recuperación de Fauna Silvestre El Valle (Murcia). 

- Estudiar la relación entre la condición física y la intensidad de parasitación de helmintos 

en las tortugas (huevos por gramo de heces, “hpg”), así como su relación con otras 

características biológicas (sexo) o potenciales factores de riesgo (tiempo de permanencia 

en el centro). 

- Evaluar cuantitativa y cualitativamente la eficacia de distintos métodos para la 

conservación de huevos de ascáridos y oxiúridos, así como los efectos en el tiempo de cada 

método en la estima de la intensidad de parasitación.  
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3. Materiales y métodos 

3.1. Toma de datos y muestras 

Para lograr estos objetivos se recolectaron muestras de ejemplares de tortuga mora del 

Centro de Recuperación de Fauna Silvestre El Valle en Murcia. Ubicado en el Parque Regional 

Carrascoy y El Valle, a menos de 20 km de las poblaciones naturales de tortuga, comparte las 

mismas características climatológicas que el hábitat natural de estas poblaciones (Figura 1).  

 

Figura 1. Ubicación del Centro de Recuperación de Fauna Silvestre El Valle respecto a las poblaciones naturales 
de Testudo graeca en Murcia (Giménez et al., 2005). 

Las recogidas de muestras se realizaron en dos jornadas, el 6 y el 13 de mayo de 2019. En 

ese momento, había alrededor de 30 tortugas en el centro, separadas por sexos en recintos 

exteriores de aproximadamente 15 m2, donde recibían diariamente una dieta compuesta de 

hortalizas.  Las muestras fecales fueron recogidas en tubos Falcon™ de 50 ml directamente de la 

cloaca de cada individuo. Se tomaron las medidas biométricas descritas en la Tabla 1 de cada 

tortuga de la que obtuvimos una muestra, además de las variables sexo y antigüedad en el centro, 

descritas en la Tabla 2 junto con el resto de las variables que se utilizarán en el análisis.  Cada 

animal fue marcado con un código alfanumérico individual para evitar coger muestras por 

duplicado del mismo animal. En total, se recolectaron 13 muestras el primer día y 12 el segundo; 

todas fueron refrigeradas a 4ºC el mismo día de la recolección y se mantuvieron a esta 

temperatura hasta su análisis, que se realizó 48 horas después. 

Tabla 1. Descripción de las medidas corporales (Braza et al., 1981) tomadas en las tortugas moras del Centro de 
Recuperación de Fauna Silvestre El Valle. 

Medidas Descripción de las medidas 

Peso Masa corporal (g) 

LP Longitud del peto o plastrón (mm) 

LE Longitud del espaldar (mm) 
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H Altura de la concha (mm) 

AF Anchura femoral (mm) 

SV Sutura ventral (mm) 

SF Sutura femoral (mm) 

SA Sutura anal (mm) 

AC Anchura a nivel del 5º par de placas marginales (mm) 

AM Anchura a nivel del 8° par de placas marginales (mm) 

 

Tabla 2. Descripción de las variables de estudio 

Variables Descripción de las variables 

Sexo Sexo de los ejemplares identificados (macho o hembra) 

Antigüedad Tiempo de permanencia de las tortugas en el C.R.F.S. (años) 

Oxy Intensidad de parasitación por oxiúridos (huevos por gramo de heces o «hpg») 

Asc Intensidad de parasitación por ascáridos (hpg) 

PAsc Variable binaria de presencia de huevos de ascáridos en heces (0 ó 1) 

IC1 Índice corporal 1 (masa/longitud) 

IC2 Índice corporal 2 (masa/volumen) 

IC3 Índice corporal 3 (residuo de una regresión de log [Peso] y log [LE]) 

3.2. Procesamiento y examen coprológico 

Las muestras de heces fueron transportadas al laboratorio y, en un plazo de máximo 48 

horas se realizó la coprología. Para ello, primero se pesaron todas las muestras («mhi», g de heces 

de cada individuo) y se disolvió cada una en un mortero con movimientos suaves en un volumen 

conocido de agua (~10:1) («VAi», ml de disolvente para cada muestra). Las disoluciones resultantes 

se filtraron con un cedazo de 160 μm para separar los huevos de los adultos y de los restos más 

gruesos de la materia fecal, recogiendo los ejemplares adultos con una aguja estéril para realizar 

la consiguiente identificación morfológica. A partir del filtrado de cada muestra se prepararon: 

- Dos alícuotas de 2 ml por cada muestra filtrada destinadas a obtener la intensidad de 

parasitación de cada individuo muestreado. 

- Por otro lado, se juntó el sobrante del filtrado de cada muestra en un pool («Vp») que se 

utilizará más adelante para evaluar la efectividad de cada método de conservación. 

Para cuantificar ambos objetivos se utilizó la variable numérica de intensidad de 

parasitación en el caso de los oxiúridos («Oxy»), medido en nº de huevos de helmintos / g de heces 

(hpg). Por otro lado, los ascáridos, se trataron como una variable binaria de presencia-ausencia 
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de huevos, pues su presencia fue mínima («PAsc»). Las variables de estudio para el análisis 

coprológico en se muestran en la Tabla 2. 

• Intensidad de parasitación de cada individuo 

En este estudio se pretende evidenciar la presencia en heces de tortuga mora de huevos 

de ascáridos y oxiúridos, pertenecientes a las familias de nematodos Ascarididae y 

Pharyngodonidae, única familia que parasita reptiles en la superfamilia Oxyuroidea Raillet, 1916 

(Sánchez Gumiel, 2005). Para detectar la infección y cuantificar la intensidad de parasitación de 

cada tortuga, se utilizó un análisis coprológico de concentración parasitaria por flotación, con 

posterior recuento en cámara McMaster.  

Con el fin de llevar a cabo el análisis se comenzó con el procesamiento de las muestras. Se 

centrifugaron todas las alícuotas de 2 ml previamente identificadas a 1500 rpm durante 5 

minutos y con una pipeta se descartó el sobrenadante. Al sedimento resultante de cada alícuota 

se le añadieron 1,5 ml de solución de azúcar saturada (solución de Sheather), homogeneizando 

la mezcla con un agitador.  

Una vez procesadas las muestras se introdujeron mediante una pipeta en la cámara de 

McMaster. Esta consta de dos compartimentos de 0,15 ml cada uno, con una cuadrícula 

graduada en su superficie (Figura 2). Con el par de alícuotas de cada muestra se rellenaron los 

dos espacios de la cámara. A partir de aquí, se dejó reposar la muestra 5 minutos antes de 

proceder al conteo e identificación morfológica. Durante este tiempo, en el medio de flotación 

los detritos se hunden mientras que los huevos flotan en la superficie de la cámara, donde 

pueden ser fácilmente contados bajo la cuadrícula segmentada a través del microscopio óptico 

(Ballweber et al., 2014; Zajac & Conboy, 2012; Vadlejch et al., 2011). 

 

Figura 2. Cámara de McMaster de cuadrícula segmentada con muestra fecal en solución de Sheather. 

Este procedimiento se repitió para cada alícuota, obteniendo la concentración de huevos 

en heces de cada muestra («Ri», nº de huevos / 0,3 ml de Sheather).  Conociendo este dato, junto al 
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peso de las heces y el volumen del líquido de flotación se puede extrapolar la intensidad de 

parasitación en nº de huevos de helmintos / g de heces (hpg). 

Los huevos de cada familia de los nemátodos mencionados se pueden distinguir 

principalmente por su forma y por el grosor de su cutícula. Los huevos de oxiúridos son más 

grandes (~75 x150 µm), elipsoidales, ligeramente aplanados en un lado, los rodea una cutícula 

más fina y el embrión tiende a ser más pequeño con relación al tamaño del huevo (Forstner, 1960; 

Greiner & Mader, 2006). Por otro lado, en ascáridos, los huevos son algo más pequeños (96-126 

x 77-103 µm en Angusticaecum holopterum), tienden a ser más circulares, con el embrión de 

mayor tamaño y destacan por el grosor de su cutícula, mucho más gruesa que en oxiúridos 

(Figura 3B) (Sprent, 1980; Waindok et al., 2022). 

 

Figura 3. Imagen al microscopio óptico de huevos de oxiúridos y ascáridos en cámara de McMaster: 
A): (x10) Muestra de heces con infección masiva (ejemplar M1, jornada 1). 

B): (x40, ampliada) Huevo de oxiúrido (izquierda, flecha azul) y de ascárido (derecha, flecha roja). 

• Métodos de conservación de muestras fecales 

Para la preparación del DESS (DMSO, EDTA y NaCl), lo primero que se realizó fue elaborar 

1 l de disolución de EDTA 0,5 M. Se calculó que se necesitarían 186,12 g de EDTA en polvo (99%). 

Para disolver completamente el ácido se creó un medio alcalino, añadiendo NaOH poco a poco 

en 500 ml de agua destilada a 30º C hasta alcanzar un pH = 8 en el pH-metro. En un matraz 

aforado de 1 l y se enrasó con agua destilada, obteniendo la disolución de EDTA 0,5 M. Para 

finalmente obtener el DESS el litro de EDTA se vertió en un vaso más grande al que se añadieron 

400 ml de DMSO y 600 ml de agua destilada desionizada medidos en probeta. Seguidamente se 

añadió cloruro sódico (~300 g) homogeneizando con un agitador magnético hasta que saturase. 

A B 
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La evaluación del método de conservación más adecuado también se llevó a cabo 

mediante un análisis coprológico por flotación en cámaras de McMaster en los siguientes grupos 

de estudio:  

o Congelación a -20º C 

o Conservación en DESS a temperatura ambiente (~20ºC) 

o Conservación en DESS a -20º C 

o Conservación en etanol 70% a temperatura ambiente (~20ºC) 

Se prepararon dos alícuotas por cada método de preservación (15 y 30 días), para lo cual 

se pipetearon 4,5 ml del pool en los 8 tubos Falcon™ correspondientes, se centrifugaron a 1500 

rpm y se eliminó el sobrenadante. Para la conservación en DESS y etanol se añadieron estos al 

precipitado hasta obtener 15 ml en probeta. Para las muestras que iban a ser congeladas sin 

ningún conservante, se procedió a congelar directamente el precipitado.  

A los 15 días se recogieron todos los tubos almacenados, se les añadió la solución de 

Sheather y se contaron en la cámara McMaster del mismo modo que en el primer análisis. A los 

30 días se repitió el procedimiento con las muestras restantes. Así se obtuvieron las intensidades 

de parasitación para cada método a los 15 y 30 días. 

3.3. Análisis estadístico 

El análisis estadístico del presente estudio se realizó en R (R Core Team, 2023) mediante 

RStudio (Posit team, 2023). 

• Relación de las variables biométricas con el resto de las medidas 

Con los datos de las variables biométricas (Tabla 1) se quiere evaluar si la intensidad de 

parasitación influye en la condición física de las tortugas. En el presente estudio se utilizaron 3 

índices corporales habituales en la bibliografía para su medición; uno simple que relaciona 

longitud y peso, otro que añade altura y anchura del caparazón y el último representa los 

residuos del logaritmo del peso observado respecto al logaritmo del peso esperado. Estos se 

nombraron IC1, IC2 e IC3 respectivamente: 

𝐼𝐶1 =
𝑃𝑒𝑠𝑜∗10

𝐿𝐸   (Jackson, 1980; Jacobson, 1993)                                                                                                                                    (1) 

𝐼𝐶2 =
𝑃𝑒𝑠𝑜∗1000
𝐿𝐸∗𝐻∗𝐴𝐶

   (Baycan & Tosunoglu, 2023; Nagy et al., 2002)                                                                                     (2) 

𝐼𝐶3 = log(
𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑒𝑠𝑝𝑒𝑟𝑎𝑑𝑜
𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑜𝑏𝑠𝑒𝑟𝑣𝑎𝑑𝑜

) (Schulte-Hostedde et al., 2005; Willemsen & Hailey, 2002)                  (3) 
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En el cálculo de la tercera ecuación, el logaritmo (Peso/Peso’) equivale al residuo de una 

regresión de log (Peso) y log (LE) (Willemsen et al., 2002), por tanto, el Peso esperado (P’) se halló 

mediante un gráfico de dispersión del logaritmo (log10) del Peso observado (P) respecto al 

logaritmo de LE. Con la ecuación de la recta de regresión generada (Figura 4) se obtuvieron los 

valores del Peso esperado, calculando así el IC3. 

 

Figura 4. Gráfico de dispersión del logaritmo del peso (log Peso) en gramos de los ejemplares de tortuga mora 
Testudo graeca respecto a logaritmo de la longitud del espaldar (log LE) en mm con ecuación y línea de 

tendencia. 

Una vez definidos los índices corporales, y con el objetivo de determinar la influencia que 

las variables independientes Intensidad de Parasitación por Oxiúridos (Oxy), Presencia de Ascáridos 

(PAsc), Sexo y Antigüedad tienen sobre las variables dependientes IC1, IC2 e IC3, se realizó un 

primer análisis exploratorio visual y se construyeron diversos modelos de regresión lineal 

univariantes y multivariantes con cada uno de estos tres índices. Se descartaron los valores 

atípicos extremos para todas las variables y se realizaron contrastes de hipótesis que evaluasen 

si se cumplen los supuestos para el análisis paramétrico en cada modelo.  

La normalidad de las variables continuas se comprobó mediante la prueba Shapiro-Wilk 

(shapiro.test, paquete “stats”), debido a que se comporta mejor que otras pruebas como Lilliefors 

o Jarque-Bera ante un número pequeño de observaciones (Carmona Arce, & Carrión Rosales, 

2015). Los resultados de esta para un intervalo de confianza del 95% muestran que todas las 

variables continuas cumplen el supuesto de normalidad. Sin embargo, la prueba estadística y los 

histogramas sugieren que los datos de IC1 e IC2 siguen una distribución log-normal, por ello se 

aplicó la transformación logarítmica a ambas variables. 

Para la construcción de los modelos de regresión lineal múltiple se evaluó la 

multicolinealidad de las variables independientes de Intensidad de Parasitación (Oxy), Presencia de 
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Ascáridos (PAsc), Sexo y Antigüedad mediante el factor de inflación de la varianza (VIF) (vif, paquete 

“car”) para descartar una asociación significativa entre ellas. En general, se considera que un VIF 

mayor que 10 (o en algunos casos 5) indica la presencia de multicolinealidad significativa. Las 

medidas obtenidas para un modelo lineal múltiple de todas las variables fueron cercanas a 1 en 

todos los casos, confirmando la independencia de las variables explicativas. Para evaluar la 

especificación de los modelos y verificar así la existencia de combinaciones no lineales entre ellas 

se aplicó el test RESET de Ramsey (resettest, paquete “lmtest”). 

Además de las pruebas anteriores, para cada modelo se utilizaron las pruebas de 

homocedasticidad de Breusch-Pagan (bptest, paquete “lmtest”) y Goldfield-Quandt (gqtest, 

paquete “lmtest”) y la prueba de independencia de residuos de Durbin-Watson (dwtest, paquete 

“lmtest”). En todas las pruebas se utilizó un intervalo de confianza del 95%. 

Todos los modelos cumplieron los supuestos paramétricos salvo el modelo lineal de IC1 

con Oxy que presentó heterocedasticidad según el test de Breusch-Pagan. Consecuentemente, 

se realizó un modelo de regresión lineal robusto especialmente resistente a la 

heterocedasticidad con muestras pequeñas (rlm, paquete “MASS”). Para obtener estimaciones 

robustas de los errores estándar y la prueba de hipótesis del RLM se utilizó la función vcovHC 

(paquete “sandwich”), que estima la matriz de covarianza de los coeficientes en modelos de 

regresión teniendo en cuenta la heteroscedasticidad.  

• Métodos de conservación de muestras fecales 

A partir de cada alícuota conservada (una por cada método de conservación y fecha) se 

prepararon 3 muestras para el recuento de huevos, dividiendo cada una en los dos 

compartimentos de la cámara McMaster, con lo que se obtuvieron 6 observaciones por cada 

método y fecha. A partir de los cuales se comprobará si se pueden encontrar diferencias 

significativas entre la intensidades de parasitación con cada método de conservación a los 15 y 

30 días de la recogida, comparando estos resultados con la intensidad de parasitación en 

muestras frescas. Para ello, en primer lugar, se comprobó si la muestra cumplía con los supuestos 

de homocedasticidad y normalidad. Para el primero se utilizó el test de Levene de igualdad de 

varianzas (leveneTest, paquete “car”), concluyendo heterogeneidad entre grupos. Para evaluar la 

normalidad de datos en cada conjunto se realizó la prueba de Shapiro-Wilk. En esta se obtuvo un 

p<0,05 en el grupo de congelación, y un valor ligeramente superior a alfa en DESS con 

congelación. Al no cumplir todos los grupos de estudio con los supuestos para realizar un 

ANOVA, se decidió emplear la prueba no paramétrica de Kruskal-Wallis con corrección de 

Bonferroni (kruskal.test, paquete “stats”), seguida de la prueba post hoc de Dunn (dunn.test, 

paquete “dunn.test”) que permite comprobar la diferencias entre cada grupo por pares.  



22 

4. Resultados 

Tras analizar las heces de las 25 tortugas del centro de recuperación se observó que todas 

(100%; 25/25) presentaban huevos y adultos de oxiúridos de la familia Pharyngodonidae en 

heces. Se encontró que 9 tortugas (36%) presentaban huevos de la familia Ascarididae. No se 

detectó ningún ascárido adulto en las muestras analizadas. Todos los helmintos hallados en las 

muestras pertenecían al orden Spirurida (Railliet, 1915), phylum Nematoda (Rudolphi, 1808) 

(Hodda, 2022). La intensidad media de helmintos en las tortugas fue de 7197 ± 5266 hpg para 

oxiúridos y 530,1 ± 629,2 hpg para ascáridos. Además, la abundancia media de parasitación por 

ascáridos fue de 190,8 ± 446,5 hpg. 

4.1. Índices de condición física 

El primer índice de condición física (IC1), correspondiente a Peso * 10 / LE, con 

transformación logarítmica, mostró una relación estadísticamente significativa con el sexo del 

animal (p<0,01), tal como se puede apreciar en la Figura 5A; con una media del log(IC1) de 3,98 

g/cm y una desviación típica de 0,37 g/cm para hembras y de 3,51 ± 0,34 g/cm para machos, 

donde se observa una fuerte tendencia de las hembras a tener un mayor índice corporal.  

El modelo binomial del número de huevos de oxiúridos en heces respecto al sexo no 

resultó significativo, aunque en la representación gráfica se puede observar una ligera tendencia 

positiva para los machos (Figura 5B); con una media de Oxy de 6135 hpg ± 5319 hpg para 

hembras y de 8032 ± 5266 hpg para machos.  

 

Figura 5. Diagrama de cajas de A. Logaritmo del Índice Corporal 1 (IC1) calculado como Peso (g)*10 / Longitud 
del Espaldar (mm) y B. Huevos por gramo (hpg) de oxiúridos. Ambos en función del sexo de la tortuga mora T. 

graeca. La línea horizontal y la “x” representan la mediana y la media de la muestra, respectivamente. Los puntos 
corresponden a cada uno de los individuos de la misma. 
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En este modelo, la prueba de Durbin-Watson mostró una autocorrelación de los residuos 

estadísticamente significativa (p<0,05); por lo que podemos considerar los residuos de este 

modelo como no independientes. Mientras, los modelos de log(IC1) ~ PAsc (Presencia de 

Ascáridos) y de log(IC1) ~ Antigüedad (Tiempo de Permanencia en el Centro) no han resultado 

significativos, ni se observan tendencias en los gráficos.  

Con el modelo de regresión lineal robusta de log IC1 con Oxy (Intensidad de Parasitación 

por Oxiúridos) se encontró una relación negativa estadísticamente significativa (p<0,05) con un 

tamaño del efecto de 0,33. Indicando que a mayor concentración de huevos de oxiúridos en 

heces, menor es el logaritmo del primer índice corporal, como se observa en la Figura 6. 

 

Figura 6. Gráfico de dispersión del logaritmo del índice corporal 1 (log IC1) de tortuga mora T. graeca calculado 
como Peso (g)*10 / Longitud del Espaldar (mm) respecto a Intensidad de parasitación por oxiúridos medida en 

huevos por gramos de heces (hpg) con ecuación y línea de tendencia. 

El modelo de regresión lineal múltiple construido con el logaritmo de IC1 como variable 

dependiente y con la intensidad de parasitación (Oxy) y el sexo como independientes obtuvo un 

resultado estadísticamente significativo para la variable Sexo con un p<0,01, pero no para la 

Intensidad de Parasitación por Oxiúridos (Oxy) que resultó en un p=0,19. 

Con el segundo índice de condición física (Peso/Volumen) con transformación logarítmica 

únicamente se obtuvieron resultados significativos en función de la Antigüedad en el centro 

(p<0,005), presentando menor IC2 las tortugas que llevaban más tiempo en el centro de 

recuperación, tal como se muestra en el siguiente gráfico de cajas (Figura 7). 
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Figura 7. Diagrama de cajas del logaritmo del Índice Corporal 2 (IC2) calculado como Peso (g) *1000 / 
Longitud del Espaldar (mm) * Altura * Anchura a nivel del 5º par de placas marginales (mm) en función del sexo 

de la tortuga mora T. graeca. La línea horizontal y la “x” representan la mediana y la media de la muestra, 
respectivamente. Los puntos corresponden a cada uno de los individuos de la misma. 

Con el tercer índice (IC3), calculado como los residuos de la recta generada con el 

logaritmo del peso respecto al logaritmo de la longitud del espaldar, no encontramos ningún 

resultado estadísticamente significativo. Aunque el modelo de IC3 respecto a la antigüedad en 

el centro de las tortugas nos muestra una tendencia negativa marginalmente significativa 

(p=0,055). 

4.2. Métodos de conservación  

Los grupos de 15 y 30 días no presentan una diferencia estadísticamente significativa 

entre sí en el número de huevos de oxiúridos. La concentración en la muestra fresca fue de 6307 

hpg, siendo la media a los 15 días de 825,3 ± 864,8 hpg y a los 30 días de 586,5 ± 396,5 hpg. En el 

caso de ascáridos, la concentración de la muestra fresca fue de 230,2 hpg, la media a los 15 días 

fue de 20,46 ± 32,64 hpg y a los 30 días de 40,92 ± 62,91 hpg. El 62,5% de las muestras no 

presentaron ningún huevo, resultando únicamente 9 casos positivos. Teniendo esto en cuenta 

no se encontró diferencia significativa entre la concentración de huevos de ascáridos respecto 

al tiempo de conservación.  

Se realizó una evaluación cualitativa de los resultados derivados de distintos métodos de 

conservación. La congelación demostró ser el método más eficaz, manteniendo la calidad de los 

huevos prácticamente en concurrencia con su estado original. Por otro lado, el uso de DESS 

provocó deformación en la cutícula de los huevos, sin embargo, estos permanecieron intactos. 

En contraste, la preservación en etanol resultó ser considerablemente menos efectiva, causando 
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la destrucción total de los huevos de ascáridos y dejando los de oxiúridos muy deformados, con 

muchos de ellos rotos o reducidos a solo la cutícula externa. Para la evaluación cuantitativa de 

cada técnica se calcularon estadísticos descriptivos como la media, la mediana y la desviación 

típica de la concentración de huevos de cada familia de nematodos. Los hallazgos 

correspondientes se presentan detalladamente en la Tabla 3. 

Tabla 3. Media, mediana y desviación típica de la intensidad de parasitación medida en huevos de oxiúridos y 
ascáridos por gramo de heces (hpg) en función del método de conservación: congelación (C), DESS a temperatura 

ambiente (DA), DESS en congelación a -20ºC (DC) y etanol al 70% (Et). 

 
 

C DA DC Et 

Oxiúridos (hpg) 

𝜇𝑜𝑥  (media) 1456,13 572,90 491,06 303,50 

𝑀𝑑𝑜𝑥  (mediana) 1227,65 491,06 470,60 265,99 

𝜎𝑜𝑥  (desviación típica) 978,31 250,44 127,03 241,44 

Ascáridos (hpg) 

𝜇𝑎𝑠 (media) 61,38 34,10 27,28 0,00 

𝑀𝑑𝑎𝑠 (mediana) 40,92 20,46 20,46 0,00 

𝜎𝑎𝑠 (desviación típica) 80,81 40,23 33,41 0,00 

Para visualizar la diferencia de concentración de huevos entre cada método de 

conservación se generó un diagrama de cajas para cada familia de nematodos en orden 

decreciente según la mediana de cada grupo (Figura 8). 

 

Figura 8. Diagrama de cajas del número de huevos por gramo (hpg) de A, ascáridos y B, oxiúridos en heces de 
Testudo graeca en función del método de conservación de las muestras: congelación (C), DESS a temperatura 

ambiente (DA), DESS en congelación a -20ºC (DC) y etanol al 70% (Et). La línea horizontal y la “x” representan la 
mediana y la media de la muestra, respectivamente. Los puntos corresponden a cada uno de los individuos de la 

misma. 
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El estadístico de Kruskal-Wallis utilizado para cuantificar la diferencia de concentración 

de huevos de oxiúridos para cada método de conservación mostró significancia entre grupos 

(p≈0). La prueba post-hoc de Dunn mostró diferencias estadísticamente significativas entre el 

grupo de congelación y los otros tres. No se observaron diferencias entre el resto de los métodos 

de conservación. Estos resultados se muestran en la Tabla 4, donde los valores en color verde 

reflejan p-valores significativos. 

Tabla 4. Diferencia porcentual entre las medias de cada par de grupos (en las filas amarillas) y p-valor asociado 
(en las filas blancas) calculado mediante las pruebas de Kruskal-Wallis con corrección de Bonferroni y prueba 
post-hoc de Dunn. En verde se representan los p-valores significativos para un intervalo de confianza del 95%. 

Los grupos representados se corresponden con los métodos de conservación de: congelación (C), DESS a 
temperatura ambiente (DA), DESS en congelación a -20ºC (DC) y etanol al 70% (Et). 

 
C DA DC 

DA 
2,878   

0,0120   

DC 
3,308 0,431  

0,0028 1  

Et 
4,944 2,067 1,636 

0,0000 0,1162 0,3055 
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5. Discusión 

En concordancia con estudios previos, los oxiúridos fueron los helmintos más 

frecuentemente detectados seguidos por los ascáridos. Es un hecho bien documentado que los 

oxiúridos presentan prevalencias altas y son muy abundantes en tortugas de tierra de todo el 

mundo, generalmente sin causar alteraciones fisiológicas (Roca, 1999). El 100% de las tortugas 

analizadas del C.R.F.S. El Valle tenían huevos de faringodónidos (Oxyuroidea). Si bien, esta 

prevalencia es superior a la de otros estudios en Testudo graeca domésticas, su variabilidad entre 

los diferentes trabajos es muy amplia a lo largo de su rango de distribución (32-84%) (Hallinger 

et al., 2018; Cervone et al., 2016; Rataj et al., 2011; Traversa et al., 2005), alcanzando una 

prevalencia del 87,5% en el trabajo de Chávarri et al., 2012 en tortugas cautivas del C.R.F.S. de 

Santa Faz (Alicante).  

En cuanto a los ascáridos, se identificaron huevos en el 36% de las muestras de tortugas 

analizadas. Esta prevalencia entra dentro del rango descrito en estudios previos realizados con 

tortugas moras domésticas, los cuales también varían notablemente, con cifras del 0% (Hallinger 

et al., 2018), 14.81% (Cervone et al., 2016), 30,77% (Traversa et al., 2005), 56,94% (Rataj et al., 

2011) y 67,5% (Chávarri et al., 2012). Estos hallazgos reafirman la presencia de ascáridos en 

tortugas moras cautivas del sureste ibérico, aunque en una proporción significativamente menor 

a la encontrada por Chávarri et al. (2012). 

Los estudios que estiman la infección de tortugas mediante el recuento de huevos en heces 

son limitados en Testudo graeca. Las intensidades medias de oxiúridos y ascáridos obtenidas por 

estos fueron de 9902 y 496 hpg en Laghzaoui et al., (2021), 12 337 y 1174 hpg en Chávarri et al., 

(2012) y 1119 y <100 hpg en Traversa et al., (2005), respectivamente. Salvo en el caso de 

Traversa, los hallazgos de este trabajo entran dentro lo previsto, con intensidades de 

parasitación medias en ejemplares infectados de 7198 hpg de oxiúridos y 530 hpg de ascáridos. 

La variabilidad encontrada en las intensidades podría deberse al limitado número de ejemplares 

analizados (25 tortugas). Asimismo, la recogida de una sola muestra fecal por tortuga y la baja 

sensibilidad del conteo mediante cámara McMaster podría llevar a subestimar los niveles reales 

de infección (Nielsen, 2021; Fournié et al., 2015).  

Ante la presencia de ascáridos en un alto porcentaje de las tortugas analizadas es 

fundamental promover la disminución y el control de los individuos cautivos para evitar los 

riesgos sobre las poblaciones silvestres. Así como invertir en el desarrollo de programas de 

educación ambiental y de una normativa eficaz para la persecución del tráfico ilegal de tortugas 

que garantice la supervivencia a largo plazo de las poblaciones naturales de tortuga mora (Graciá 

et al., 2020b). 
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5.1. Índices de condición física 

La tendencia negativa estadísticamente significativa entre el IC1 (Peso*10/LE) y la 

intensidad de parasitación de oxiúridos (Oxy) acaba siendo espuria cuando se incorpora la 

variable sexo al modelo. Además, contradeciría la relación simbiótica entre estos y los reptiles 

herbívoros atestiguada en estudios previos (Díaz-Paniagua & Andreu, 2015; Jacobson, 2007; 

Roca, 1999). Futuros estudios con mayor tamaño de muestra podrían aclarar si esta tendencia 

pudiera ser el resultado de las consecuencias que tiene un ambiente degradado o poco favorable 

sobre las tortugas. Se ha evidenciado que el tipo de interacción entre los oxiúridos y su huésped 

está determinado por el hábitat, inclinándose esta hacia el parasitismo en ambientes alterados 

(Benítez-Malvido et al., 2019). Además, la densidad de población y el tipo de sustrato han sido 

relacionados con la presencia de parásitos en tortugas (Miñana-Morant & Ponce-Gordo, 2018). 

Por tanto, entornos domésticos con condiciones de hacinamiento, como sería el caso de un 

centro de recuperación de fauna o de un recinto privado podrían desembocar en infecciones 

patológicas de estos endoparásitos. Respecto a la parasitación con ascáridos no se relacionó 

significativamente IC1 ni con la presencia ni con la intensidad de parasitación. Esta falta de 

correlación puede ser debida al escaso número de tortugas con presencia de huevos de ascáridos 

en heces. 

Además, en este estudio se evidenció la relación entre el IC1 y el sexo de los animales, 

presentando las hembras una relación masa-longitud mayor que los machos. Generalmente, 

conforme aumenta la longitud del caparazón aumenta el ratio masa/longitud (IC1) tal como 

atestiguó Jackson, 1980 en T. graeca y T. hermanni. Así, la relación hallada entre el sexo e IC1 

puede explicarse porque las hembras de tortuga mora son significativamente más grandes que 

los machos (Semaha et al., 2024) y por tanto presentan mayor IC1.  

Del mismo modo, no se encontró una relación significativa entre el sexo y el número de 

huevos de oxiúridos, aunque los machos tenían valores marginalmente más altos. Miñana-

Morant & Ponce-Gordo (2018), Chávarri et al. (2012) y Traversa et al. (2005), tampoco 

observaron diferencias entre la intensidad de parasitación y el sexo, aunque en los dos últimos 

las hembras tenían tendencia a mayores intensidades parasitarias. 

IC2 e IC3 no han sido sensibles a la intensidad de parasitación ni al sexo, por otra parte, sí 

han disminuido con el tiempo de permanencia, aunque en IC3 de forma marginalmente 

significativa. En la literatura solo se ha encontrado un estudio que calcula el IC2 

(Peso*1000/[LE/H/AC]) en tortugas moras (Baycan & Tosunoglu, 2023). En él, los autores sí 

observaron una relación significativa de entre la condición física y el sexo, con promedios de 

0,40-0,58 g/cm3 en machos y 0,42-0,51 en hembras. En nuestro estudio los machos presentaban 
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mayores índices que las hembras, con 0,59 y 0.56 g/cm3 respectivamente. No se encontraron 

estudios que analicen el IC3 (log [m/m']) en Testudo sp. en función de las variables de este estudio. 

Conforme a los resultados obtenidos, las tortugas que más tiempo llevan en el centro presentan 

peor condición física, lo cual  a su vez es coherente con los estudios que relacionaban las 

condiciones de hacinamiento con la proliferación de infecciones por patógenos 

densodependientes (Amo et al., 2007; Benítez-Malvido et al., 2019; Miñana-Morant & Ponce-

Gordo, 2018; Suzán et al., 2012). Estos resultados ponen de manifiesto que las condiciones de 

cautividad pueden ser un condicionante para que se produzca el parasitismo.  

Las diferencias encontradas entre IC1, e, IC2 e IC3 podrían ser debidas a la simpleza del 

primer método. Jacobson y colaboradores (1993) indicaron que la fórmula masa/LE puede ser 

inexacta debido a variaciones en los pesos de las tortugas después de la hibernación, a los 

cambios rápidos en el peso de las tortugas a medida que beben agua, y a las variaciones en el 

espesor del hueso dérmico en función de la ubicación geográfica. Sin embargo, en este estudio, 

las variables mencionadas no deberían alterar los resultados, ya que todas las tortugas fueron 

muestreadas simultáneamente y se les proporcionó la misma dieta y horarios. No obstante, la 

densidad del hueso dérmico podría ser una excepción, ya que se desconoce el origen de las 

tortugas y si antes de ingresar al centro de recuperación estuvieron en condiciones de 

hacinamiento, lo que podría afectar los valores de IC1. Si bien, es posible que estas notables 

diferencias sean debidas únicamente a la incertidumbre provocada por el bajo número de 

ejemplares analizados. Además, los resultados de este estudio para el IC2 no coinciden con 

anteriores estudios previos (Baycan & Tosunoglu, 2023), mientras que para IC3 no existen 

trabajos previos en tortugas mora o no coinciden cuando estudian otros animales (Schulte-

Hostedde et al., 2005). Los resultados obtenidos con el IC1 parecen más consistentes con la 

bibliografía de Testudo graeca que los índices 2 y 3. Ante estas conclusiones, el IC1 se muestra 

como una medida sencilla y funcional para analizar tortugas cautivas que compartan las mismas 

condiciones y hábitat. 

5.2. Métodos de conservación 

En el presente trabajo se aborda el DESS como un método novedoso en la conservación 

de huevos de nematodos en muestras fecales de Testudo graeca. Hasta la fecha, existen estudios 

que han analizado diferentes métodos de preservación para la conservación de huevos de 

nemátodos, aunque mayoritariamente se han centrados en parásitos de mamíferos (Hass et al., 

2024; Jagła et al., 2013; Foreyt, 1986). Otros estudios han investigado la efectividad del DESS en 

la preservación de ADN de endoparásitos (Beknazarova et al., 2017; Yoder et al., 2006; Frantzen 

et al., 1998; Wasser et al., 1997) y, en menor medida, en la preservación de la morfometría de 
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nematodos adultos para su identificación taxonómica (Thaenkham et al., 2022; Naem et al., 

2010). Sin embargo, este estudio se distingue al ser el primero en evaluar y documentar la 

viabilidad y eficacia del DESS como método de conservación específicamente para huevos de 

nematodos en heces y el primero que utiliza la tortuga mora como modelo. 

De acuerdo con los resultados, no se detectaron diferencias en las concentraciones de 

huevos de oxiúridos y ascáridos en heces entre las dos fechas de recuento (15 y 30 días). La 

mayor disparidad en las concentraciones de huevos se observó con el conteo en fresco de las 

muestras, evidenciando un marcado descenso en su número ya en los primeros 15 días y en el 

propio proceso de conservación. Jagła et al. (2013) obtuvieron un resultado similar para el 

método de la congelación; observaron una drástica disminución de los hpg de los 3 a los 14 días, 

mientras que no encontraron diferencias significativas de los 14 a los 30 días. Aun con la falta de 

significancia, en el presente trabajo, la intensidad de parasitación por oxiúridos disminuyó de los 

15 a los 30 días en el 71% de las muestras. En cambio, para ascáridos no se observó ninguna 

tendencia, posiblemente debido al reducido número de muestras positivas. 

En cuanto al análisis comparativo de los métodos de conservación, se observó que la 

congelación indujo la mínima pérdida de huevos, seguida por la disolución DESS a temperatura 

ambiente, DESS a -20ºC y finalmente, el etanol. Estadísticamente, la congelación fue el único 

método que mostró diferencias significativas respecto a los demás. La intensidad de parasitación 

por oxiúridos en la congelación a los 15 días representó el 27,5% de la concentración original de 

huevos en la muestra fresca. Las muestras tratadas con DESS a temperatura ambiente y DESS 

congelado conservaron un 10,8% y 8,2% de la intensidad inicial, respectivamente, mientras que 

el método con etanol presentó una tasa de conservación del 5,8%. Jagła et al. (2013) en el mismo 

periodo (14 días) para huevos de estrongílidos conservó 41% en refrigeración y 29% en etanol al 

40%. Estas diferencias pueden deberse al uso de otro agente de flotación o a la mayor resistencia 

de los huevos de Strongylida. Aun así, los resultados coinciden en que la congelación permite 

conservar mejor que el etanol las formas parasitarias estudiadas. 

Para las muestras conservadas en DESS a diferentes temperaturas, no se encontró una 

diferencia significativa entre ambos grupos (4ºC y -20ºC). Por tanto, ante estos resultados se 

puede concluir que la eficacia de este preservante no depende de la temperatura de almacenaje.  

El recuento de huevos en etanol mostró una reducción notable respecto al DESS a 

temperatura ambiente, aunque no resultó significativa en este caso. En lo que respecta a los 

ascáridos, el orden se mantuvo idéntico, aunque con diferencias significativas entre el grupo del 

etanol y el resto de métodos, pues no se encontró ningún huevo de ascárido en este medio. Esta 

limitada efectividad del etanol para conservar la morfometría de los tejidos en huevos y adultos 
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es bien conocida, pues provoca la deshidratación de los huevos, que se encojen, deforman o se 

destruyen por completo (Hass et al., 2024; Jagła et al., 2013; Naem et al., 2010). Asimismo, el 

DESS mantiene la morfometría mejor que el etanol y de manera similar a la congelación, el formol 

y la plastinación, métodos reconocidos por preservar la morfología sin cambios apreciables 

respecto a las muestras frescas (Hass et al., 2024; Gonzálvez et al., 2018; Jagła et al., 2013; Naem 

et al., 2010; Yoder et al., 2006).  

Además, el DESS ofrece evidentes ventajas, ya que, a diferencia de la congelación y la 

plastinación, no requiere infraestructura especializada, lo que facilita su uso en entornos fuera 

del laboratorio, estando además su transporte permitido en países que restringen el uso de 

formol y etanol (IATA, 2024; Gonzálvez et al., 2018; Beknazarova et al., 2017). Sumado a ello, a 

diferencia del formol, el DESS no es tóxico ni cancerígeno (Lee et al., 2019; Gaither et al., 2011; 

Yoder et al., 2006) y permite conservar el ADN de forma equivalente a la congelación 

(Beknazarova et al., 2017; Yoder et al., 2006; Frantzen et al., 1998; Wasser et al., 1997). 

Con las muestras recogidas y analizadas en este trabajo, Gonzálvez et al., 2022 

continuaron la investigación sobre la viabilidad del DESS para preservar la morfometría de 

huevos y adultos de nematodos en heces, así como la viabilidad del análisis de ADN a largo plazo. 

En el estudio publicado se demostró que la solución DESS preserva las estructuras microscópicas 

clave para la identificación de los nematodos (como espículas, cola y esófago) por al menos dos 

años. Además, se pudo extraer ADN viable de una muestra fecal almacenada durante dos años 

en DESS, un período mucho más largo que los descritos previamente (Chałańska et al., 2016; Bik 

et al., 2009; Yoder et al., 2006). La integración de métodos morfológicos y genéticos es 

particularmente beneficiosa para estudios epidemiológicos de vida silvestre, y permite la 

conservación rentable de parásitos, manteniendo la morfometría y el ADN de los especímenes, 

y facilita el trabajo de campo y el envío de muestras a nivel mundial sin restricciones (Gonzálvez 

et al., 2022).  
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6. Conclusiones y proyección futura

Los resultados obtenidos en este trabajo hacen referencia directa a los objetivos propuestos

al inicio. A continuación, se presenta una conclusión para cada uno de ellos: 

1) Se confirmó la presencia de oxiúridos y ascáridos en las Testudo graeca del C.R.F.S. El Valle,

obteniendo una prevalencia de parasitación por oxiúridos del 100% y por ascáridos del 36%. 

2) La disminución del IC1 (peso/longitud) se relacionó con la intensidad de parasitación por 

oxiúridos (hpg) y con el sexo (machos). Sin embargo, la intensidad de oxiúridos se vuelve 

espuria cuando se construye un modelo multivariante junto al sexo. Las tortugas con mayor 

antigüedad en el centro presentaron un menor IC2 (peso/volumen).

3) La congelación es el método más apropiado para preservar huevos de nematodos en heces, 

pues presenta la menor variación respecto a la muestra fresca. No obstante, el DESS a

temperatura ambiente es un método recomendable para trabajos de campo sin acceso a la

refrigeración, a la vez que permite la conservación del ADN por largos periodos.

De cara a futuros desarrollos es fundamental considerar varios aspectos que pueden

mejorar y extender el alcance de la investigación actual. Entre ellos, resultaría conveniente 

ampliar la cohorte del estudio para mejorar la precisión de los resultados obtenidos y reducir la 

incertidumbre de los modelos. Por otro lado, sería pertinente continuar investigando cómo el 

hábitat influye en la relación entre los oxiúridos y las tortugas moras, así como qué 

características específicas del mismo pueden propiciar que esta relación se incline hacia el 

parasitismo.  

En este estudio se ha probado la efectividad en el tiempo del DESS como conservante de 

helmintos endobiontes. Para profundizar aún más en sus atributos, sería pertinente investigar 

su capacidad para preservar la microbiota en heces, lo que abriría una nueva vía para 

comprender más detalladamente las interacciones hospedador-endobionte. 

Además, debido a la escasa investigación sobre el uso del DESS como método que permita 

conservar la morfometría de huevos y adultos de helmintos, no existe un protocolo 

estandarizado para la toma de muestras y el procesamiento en laboratorio. Por lo cual, sería 

interesante desarrollar un procedimiento adaptado a las características específicas del DESS. 

Puesto que es probable que los procedimientos convencionales diseñados para muestras frescas 

o conservadas con otros métodos no sean óptimos.
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