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Resumo 

 

Angiostrongylus vasorum é um nematóide parasito de canídeos domésticos e silvestres, 

cuja forma adulta pode ser encontrada no ventrículo direito, artérias pulmonares e 

ramificações. O ciclo envolve uma fase no ambiente e a participação de moluscos 

aquáticos e terrestres como hospedeiros intermediários. O presente trabalho avaliou a 

relação entre Achatina fulica infectado experimentalmente com 1000 L1 A. vasorum, 

nos dias 01, 08,13 e 30. Analisou-se a presença de fenoloxidase (PO), na fração acelular 

da hemolinfa, no sobrenadante de hemócitos, utilizando os substratos L-Dopa L- 

Tirosina e p-fenilenediamine (PPD), assim como a evidência de melanina no tecido da 

região cefalopodal. Também quantificou-se óxido nítrico, na fração acelular de A. fulica 

pela Reação de Griess. Ainda, nesse estudo, avaliou-se a morfologia e morfometria de 

L1, L2 e L3, fixadas com paraformaldeído 4% e marcadas com anticorpos anti-β-

tubulina, anti- α- tubulina, anti- colga 1/1- colagen, anti-β- actina, pelo picrosirius, oil 

red em microscópio de epifluorescência.  E, para observar a infecção natural por A. 

vasorum, realizou-se digestão química de A. fulica, capturados na cidade de Belo 

Horizonte, Sabará, Igarapé e Lagoa Santa. Observou-se atividade de PO e produção de 

melanina tecidual em A. fulica, variando entre o controle e infectados. Ao 1°dpi, 

observou-se com L-tirosina (p<0,001), L-Dopa (p<0,05) e PPD (p<0,01) aumento de 

PO coincidente com melanina. Ao 8° dpi, observa-se modulação de PO dependente de 

L-DOPA (p<0,001) e L-tirosina, mas não com o PPD (p<0,05).  Já as análises teciduais 

foram inversamente proporcionais à PO dosificada com L-DOPA, L-tirosina. Ao 13° 

dpi, a inibição de PO ocorreu para os três substratos, sendo para L-DOPA (p<0,01) e 

PPD (p<0,001), e os níveis circulantes de melanina diminuíram no tecido. Ao 30° dpi, a 

PO com L-tirosina não alterou, enquanto para L-DOPA e PPD aumentaram, e no tecido 

decresceu a concentração de melanina. O NO foi crescente até o 8° dpi, decrescendo até 

o 30° dpi. As larvas L1, L2, L3 de A. vasorum apresentam, na composição do 

citoesqueleto, fibras de actina, tubulina, colágeno. Com picrosirus na luz polarizada não 

evidenciou a morfologia das larvas. No entanto, na epifluorescência associada ao 

APOTOME, observaram-se estruturas internas da região anterior e posterior. Pelo Oil 

red, verificou-se que existem reservas de lipídeos localizadas na região anterior e 

posterior de L1; na L2, as reservas lipídicas preenchem toda a extensão da larva e, na 

L3, localiza-se na parte posterior. Nos moluscos da região metropolitana de Belo 
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Horizonte encontrou-se, apenas, larvas do gênero Strongyluris sp e Rhaditis sp.. O 

trabalho apresenta um possível mecanismo, a fenoloxidase, na eliminação das larvas de 

A. vasorum, principalmente no estádio L1 para L2, onde há aumento de óxido nítrico e 

melanina nos tecidos. O picrossirius foi o corante usado que apresentou o melhor 

resultado para análise morfológica das larvas, tendo como vantagem de ser barato e de 

fácil acesso. Os moluscos coletados em Belo Horizonte e na região metropolitana não 

estavam infectados com larvas de metastrongilideos, podendo indicar a ausência dos 

parasitos nesses locais, sendo áreas livres para metastrongilideos. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



5 

 

Abstract 

 

Angiostrongylus vasorum is a parasitic nematode of domestic and wild canids, whose 

adult form can be found in the right ventricle, pulmonary arteries and their 

ramifications. The cycle involves is heteroxene with the participation of aquatic and 

terrestrial molluscs as intermediate hosts. The present study evaluated the relationship 

between Achatina fulica experimentally infected with 1000 L1 of A. vasorum on days 0, 

1º, 8º, 13º and 30º after infection (dpi). The presence of phenoloxidase (PO) in the 

hemolymph acellular fraction in the hemocyte supernatant was analyzed using the L-

DOPA, L-Tyrosine and p-phenylenediamine (PPD) substrates, as well as the evidence 

of melanin in the tissue of the region cephalopodal. The level of nitric oxide in the 

acellular fraction of A. fulica was quantified by the Griess reaction. In this study, the 

morphology and morphometry of L1, L2 and L3 were evaluated and fixed with 4% 

paraformaldehyde and labeled with antibodies: anti-β-tubulin, anti-α-tubulin, anti-

collagen 1/1-collagen and anti-β-actin, and by the dyes: picrosirius and oil red, under an 

epifluorescence microscope. To observe the natural infection by A. vasorum was carried 

out the chemical digestion of A. fulica captured in the city of Belo Horizonte, Sabará, 

Igarapé and Lagoa Santa. PO activity and tissue melanin production were observed in A. 

fulica, varying between control and infected. At the 1st dpi, L-tyrosine (p <0.001), L-

DOPA (p <0.05) and PPD (p <0.01) were observed, increased PO coincident with 

melanin. At 8° dpi, modulation of L-DOPA-dependent PO (p <0.001) and L-Tyrosine, 

but not with PPD (p <0.05) was observed, while in the tissue analyzes they were 

inversely proportional to PO on substrates L-DOPA and L-Tyrosine. At 13° dpi the 

inhibition of PO occurred in all three substrates and circulating levels of melanin in the 

tissue decreased. At 30° dpi the PO with L-Tyrosine did not change, whereas for L-

DOPA and PPD they increased and in the tissue there was a decrease in the 

concentration of melanin. At the level of NO, it increased up to 8° dpi and decreased to 

30° dpi. The larvae L1, L2, L3 of A. vasorum present in the cytokinetic composition 

fibers of actin, tubulin and collagen. With picrosirus, in the epifluorescence associated 

with ApoTome obervou internal structures in the anterior and posterior region. In the oil 

red, lipids were found to be dispersed throughout L1, L2 the lipid reserves fill the entire 

length of the larva and L3 were located in the posterior part of the larvae. In the 

molluscs of the metropolitan region of Belo Horizonte, only larvae of the genus 
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Strongyluris sp and Rhaditis sp. were found. The work presents a possible mechanism, 

phenoloxidase, in the elimination of larvae of A. vasorum, mainly in the L1 to L2 stage, 

where there is an increase of nitric oxide and melanin in the tissues. Picrossirius was the 

used dye that presented the best result for morphological analysis of the larvae, having 

the advantage of being cheap and easy to access. The molluscs collected in Belo 

Horizonte and in the metropolitan region were not infected with metatrongilid larvae, 

and could indicate the absence of the parasites in these places, being areas free for 

metastrongilideos. 
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1. Introdução 

 

 Os parasitos Angiostrongylus cantonensis, Angiostrongylus costarisensis e 

Angiostrongylus vasorum são parasitos da artéria mesentérica e artéria pulmonar de 

roedores, felídeos e canídeos. Esses parasitos possuem o ciclo heteróxeno, com os 

moluscos gastrópodes, presentes nos ambientes de água doce e terrestre como 

hospedeiros intermediários (Guilhon 1965, Lie & Basch 1967, Lima et al. 1985, 

Zakikhani et al 2003).  

 Angiostrongylus cantonensis causa a meningite eosinofílica no homem, 

principalmente na Ásia, Sul do Pacífico e América do Sul, incluindo o Brasil (Caldeira 

et al 2007, Lima et al 2009, Thiengo et al 2010). Alguns moluscos são descritos como 

hospedeiros intermediários naturais para esse parasito, tais como Sarasinula marginata, 

Subulina octona, Bradybaena similaris (Caldeira et al. 2007, Oliveira et al. 2015), 

Pomacea canaliculata (Lv et al. 2009, Zhang et al. 2008, Hu et al. 2011), Thelidomus 

asper (Lindo et al. 2002) e Achatina fulica (Zhang et al.2008, Hu et al. 2011, Fontanilla 

& Wade 2012). No Brasil A. fulica foi descrito infectado, naturalmente, nos estados de 

Pernambuco, Rio de Janeiro, Santa Catarina, Espírito Santo e Amazonas (Lima et al. 

2009, Maldonado et al. 2010, Caldeira et al 2007, Moreira et al. 2013, Oliveira et 

al.2015). 

 Angiostrongylus costaricensis, agente etiológico da angiostrongilose abdominal 

no homem, é encontrado desde o sul dos Estados Unidos até o norte da Argentina (Pena 

et al. 1995, Incani et al. 2007). Os moluscos descritos infectados naturalmente foram: 

Phyllocaulis variegatus, Bradybaena similaris (Teixeira et al. 1993, Rambo et al. 1997), 

Belocaulus angustipes, Phyllocaulis soleiformis (Rambo et al. 1997), Limax maximus, 

Limax flavus (Teixeira et al. 1993) e Sarasinula linguaeformis (Laitano et al. 2001). 

Angiostrongylus vasorum parasita as artérias pulmonares e suas ramificações, 

principalmente dos canídeos domésticos e silvestres. Este nematódeo tem como 

hospedeiros intermediários as espécies: Arion distinctus, Tandonia sowerbyi, Arion 

distinctus, Tandonia sowerbyi, Arion rufus, Arion flagellus e Limacus maculatus 

(Guillhon, 1960, Patel et al. 2014, Aziz et al. 2016). Outros moluscos foram infectados 

experimentalmente tais como, Arion rufos (Guilhon 1965), Helix aspersa, Helix 

pomatia, Cepaea nemoralis, Arianta arbustorum, Euparypha pisana, Succinea putris, 

Cochlodina laminata, (Guilhon & Afghahi 1969), Biomphalaria glabrata (Guilhon & 
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Afghahi 1969, Barçante et al. 2003), Biomphalaria tenagophila (Pereira et al. 2006), 

Laevicaulis alte, Bradybaena similaris, Subulina octona, Prosopeas javanicum (Rosen 

et al. 1970), Achatina fulica (Sauerlander & Eckert 1974, Coaglio et al. 2016), 

Omalonyx matheroni (Mozzer et al. 2011), Melanoides tuberculata, Bradybaena 

similaris, Sarasinula marginata (Paula-Andrade 2012) e Pomacea canaliculata 

(Mozzer et al. 2014, Di Cesare et al. 2015).  

 

1.2 Aspectos gerais de Angiostrongylus vasorum 

 

 Angiostrongylus vasorum (Baillet,1866) Kamensky, 1905, conhecido como 

“French Heartworm” ou filariose francesa, foi descrito pela primeira vez por Serres, em 

1853, na cidade de Toulouse, França, observado no sistema circulatório de um cão que 

morreu subitamente (Conboy 2000, Morgan et al. 2005, Helm et al. 2010).  

 Os adultos possuem corpo delgado e alongado, pouco atenuado nas 

extremidades, a cutícula é fina e transparente, sendo a extremidade cefálica ligeiramente 

dilatada. A abertura bucal é pequena, arredondada e tem comunicação direta com o 

esôfago claviforme, e é ligeiramente mais alargado na porção final. A fêmea mede cerca 

de 17 mm de comprimento por 0,26 mm de largura, com ovários longos. A vulva fica 

anterior ao ânus, apresenta cauda curta e a extremidade posterior é arredondada, com 

expansão cuticular, em forma de bainha, projetada além da cauda. O macho mede cerca 

de 13 mm de comprimento por 0,24 mm de largura, apresenta bolsa copuladora 

pequena, sem o lobo mediano, com dois lobos laterais idênticos e simétricos. Os 

espículos são longos, fortes e sub-iguais, com estriações transversais (Guilhon & Cens 

1973, Lima et al. 1985).  

 A larva de primeiro estádio (L1) mede cerca de 335 μm de comprimento e 11μm 

de largura. Caracteriza-se por ser fina e transparente, com a extremidade anterior 

arredondada e a cauda recurvada ventralmente, com apêndice unguiforme. O segundo 

estádio da larva (L2) mede cerca de 440 μm de comprimento e 12 μm de largura, é 

pouco móvel, fica disposta em arco e apresenta cor marrom, devido à presença de 

grânulos dentro das células intestinais. Apresenta duas bainhas que ocupa todo o espaço 

em seu interior. A larva de terceiro estádio (L3) mede cerca de 480 μm de comprimento 

e 19 μm de largura, aparece livre das bainhas, sendo mais clara e transparente, com a 

presença de dois bastões quitinosos, dispostos longitudinalmente na extremidade 
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anterior, a cauda termina com um apêndice digitiforme (Guilhon & Cens 1973, Bessa et 

al. 2000, Mozzer 2010). 

 Angiostrongylus vasorum é encontrado em vários países da Europa, assim como 

na África, Oceania, América do Norte e América do sul (Guillhon 1960, Pallaske 1967, 

Elsheikha et al. 2014, Jones et al.1980, Tarazona 1974, Williams et al. 1985, Alho et al. 

2016, Morgan & Shaw 2010,  Lima et al 1985, Roberts 1940). 

 No Brasil, não há dados sobre a prevalência de A. vasorum, mas há relatos de 

casos esporádicos em alguns estados. No Rio de Janeiro, Travassos (1927) recuperou o 

parasito no cachorro do mato (Cerdocyon thous azarae) e Langenegger et al. (1962) 

relataram esse parasito em cães (Canis familiaris). No Rio Grande do Sul e Paraná, 

houve relatos de cães infectados (Gonçalves 1961, Giovanonni et al. 1985). Fehringer e 

Fiedler (1977) citaram a ocorrência de dois cães infectados em Salvador. Lima et al 

(1985) recuperaram o parasito das artérias pulmonares de dois cães, procedentes do 

município de Caratinga (MG) e, posteriormente, Lima et al. (1994) relataram quatro 

infecções naturais na raposa do campo (Dusicyon vetulus), no sul do estado de Minas 

Gerais, mantidas no zoológico de Belo Horizonte. Duarte et al. (2007) relataram a 

infecção natural em cachorro do mato na cidade de Juiz de Fora (MG). 

 

1.2.1 Ciclo biológico de Angiostrongylus vasorum 

 

 O parasito A. vasorum possui ciclo heteroxeno, sendo os canídeos silvestres e 

domésticos, os principais hospedeiros definitivos, e várias espécies de moluscos 

aquáticos e terrestres, como hospedeiros intermediários (Figura 1). Os moluscos 

infectam-se com L1, eliminadas pelas fezes dos canídeos, que penetram nos tecidos e/ou 

são ingeridas. Após a infecção, as larvas permanecem dentro do tecido de penetração 

sendo frequente a formação de infiltrado celular no entorno do nematóide (Bessa et al. 

1996 , Barçante 2006).  A partir de seis dias intramolusco, ocorre a muda de L1 para L2, 

ainda nesses locais, em aproximadamente 10 dias, começa a transformação de L2 para 

L3, sendo que aos 25 dias as larvas infectantes são maioria, algumas saem ativamente 

dos tecidos, podendo ser encontradas no muco liberado pelos moluscos (Bessa et al. 

2000, Barçante 2006, Mozzer et al. 2011, Coaglio 2013, Mozzer et al. 2014). 

 Os canídeos infectam-se ao ingerirem os moluscos, hospedeiros paratênicos 

como rã (Rana temporaria) (Bolt et al. 1993) e aves (Gallus gallus domesticus) 
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(Mozzer & Lima 2015)  e/ou  por meio de água e alimentos contaminados com L3 

(Guilhon & Cens 1973). Esse estádio penetra na parede do trato digestivo e migra até os 

linfonodos mesentéricos, onde ocorre a muda para o quarto estádio (L4). Esta alcança a 

corrente sanguínea, chegando ao ventrículo direito e artérias pulmonares, 

aproximadamente ao décimo dia de infecção. Os helmintos alcançam a maturidade 

sexual por volta do trigésimo dia de infecção, nas artérias pulmonares, onde ocorre a 

cópula. As fêmeas migram para as pequenas ramificações da artéria pulmonar, onde 

iniciam a postura dos ovos não embrionados. Nesse local, ocorre o embrionamento dos 

ovos até o desenvolvimento da L1. Esta eclode, atravessa ativamente os alvéolos, 

brônquios e bronquíolos, chegando à traqueia, quando será deglutida, seguindo para o 

trato digestivo, onde será eliminada pelas fezes. A eliminação ocorre a partir do 28º dia 

de infecção. O período pré-patente varia entre 28 e 108 dias e o cão pode eliminar as 

larvas por muitos anos após a infecção (Guilhon & Cens 1969, Barçante 2004, Helm et 

al 2010, Mozzer et al. 2011, Coaglio et al. 2016). 

 

Figura 1: Ciclo de vida do Angiostrongylus vasorum. A- Moluscos são hospedeiros intermediários, 

ingerindo a larva L1 ou penetração ativa, passa por duas mudas para tornar L3 infectante. B- Rã pode ser 

hospedeira paratênica. C- Período pré-patente varia entre 28 a 108 dias. D- A raposa é um dos 

hospedeiros naturais de A. vasorum. E-Ingestão da L3 que atinge a circulação linfática e se desenvolve 

em L4 nos linfonodos mesentéricos. Este alcança a corrente sanguínea e chega ao ventrículo direito e 

artérias pulmonares. F- A. vasorum adulto na artéria pulmonar. G- 1-ovos nas ramificações das artérias 

pulmonares 2- embrionamento dos ovos até o desenvolvimento de L1 3- Larvas eclodem e atravessam 

ativamente para os alvéolos, bronquíolos e brônquios, migram para a traquéia, alcançando o meio exterior 

junto com as secreções pulmonares ou são deglutidas. H- L1 são eliminadas pelas fezes dos canídeos, 

contaminando o meio ambiente. Figura: Bayer HealyhCare. 
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1.3 Aspectos gerais de Achatina fulica 

 

 Achatina fulica Bowdich, 1822, conhecido como caramujo africano, foi 

introduzido no Brasil, no ano 1980, em uma feira agrícola no estado do Paraná, para ser 

comercializado como substituto ao escargot, Helix aspersa. Mas, como os resultados 

foram negativos no comércio, os produtores soltaram os moluscos no meio ambiente 

(Thiengo et al. 2008, Carvalho-Junior & Nunes 2009). O primeiro registro de um 

molusco encontrado livre no ambiente ocorreu em 1997, no município de Itariri, no 

estado de São Paulo. Atualmente encontra-se presente em 23 estados brasileiros, 

incluindo Minas Gerais (Barçante et al 2005, Thiengo et al. 2008). 

 A rápida dispersão de A. fulica pode ter sido favorecida pelo hábito alimentar 

pouco exigente, ao elevado potencial de sobrevivência e fecundidade (Albuquerque et 

al. 2008), o que permite a adaptação aos vários tipos de biomas, como florestas, 

capoeiras, caatinga e brejos (Eston et al. 2006). 

 Achatina fulica é natural das regiões costeiras do leste e nordeste da África (Raut 

& Barker, 2002). Dispersou-se, inicialmente, para Madagascar, Sri Lanka, Japão, Índia, 

Ilhas Indiana, Austrália, Sudeste Asiático, China, Polinésia Francesa, Ilhas do Pacífico, 

Hawaii, Estados Unidos e Brasil (Vasconcellos & Pile 2001, Thiengo et al. 2007, 

Albuquerque et al. 2008, Franco-Acuña 2009, Vitta et al. 2011, Fontanilla et al. 2012, 

Kwon et al. 2013, Moreira et al. 2013, Jayashankar et al. 2015, Stockdale-Walden et al. 

2015, Song et al. 2016). Esse molusco causa grande impacto nos locais onde é 

encontrado, principalmente na agricultura, consumindo várias espécies de plantas, 

hortaliças e competindo com moluscos nativos. Por isso, é considerado a segunda pior 

espécie invasora do mundo, segundo o GISD (Global Invasive Species Database), sendo 

um hospedeiro importante de A. cantonensis em países asiáticos (Sarma et al. 2015).   

 No Brasil, há relatos de A. fulcia, como hospedeiro intermediário para A. 

cantonensis, nos estados de Pernambuco, Rio de Janeiro, Santa Catarina, Espírito Santo 

e Amazonas (Caldeira et al. 2007, Thiengo et al. 2010, Maldonado et al 2010, Moreira 

et al. 2013, Oliveira et al. 2015). Os casos de meningite eosinofílica do estado do 

Espírito Santo estão relacionados à ingestão desse molusco. Não há relato de A. fulica 

infectada naturalmente com A. costaricensis ou A. vasorum, mas a infecção 

experimental para essas espécies, foram descritas por Carvalho et al. (2003), Neuhauss 

et al. (2007), Coaglio et al. (2016). Esse molusco também está associado a outros 
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parasitos de importância médico-veterinária, como Aelurostrongylus abstrusus, parasito 

do pulmão de gatos, Rhabditis sp. e Strongyluris sp. (Oliveira et al. 2010), parasitos 

encontrados no intestino de anfíbios e répteis.  

 

1.4 Interações entre moluscos e helmintos 

 

 O sistema imune dos invertebrados possuem dois componentes principais, a 

fração celular, constituído pelos hemócitos e os fatores solúveis presentes na hemolinfa. 

Esses mecanismos não são independentes, funcionam sinergicamente para proteger o 

indivíduo contra infecções por patógenos (Amparyup et al. 2013, Negrão-Corrêa 2007, 

2012). Os invertebrados, inclusive os moluscos, são capazes de reconhecerem as 

partículas-próprias das não-próprias, via células e componentes humorais da hemolinfa 

(Ottaviani 2006). A eliminação dos patógenos pode ser realizada diretamente pelos 

hemócitos e/ou pela associação destes, com fatores humorais presentes na hemolinfa. 

Os hemócitos ativados podem realizar fagocitose, encapsulamento, formação de 

nódulos em torno dos patógenos, podendo eliminá-los. A resposta humoral caracteriza-

se pela síntese de peptídios antimicrobianos (AMPs), ativação da cascata da 

fenoloxidase (Satyavathi et al. 2014), produção de proteínas formadoras de poros, como 

a Biomphalysin presente em Biomphalaria glabrata, que permite a destruição de 

esporocistos de S. mansoni, produção de formas reativas de nitrogênio e oxigênio e 

lisozimas (Negrão-Corrêa et al . 2007, 2012, Galinier et al. 2013). Em moluscos, as 

células circulantes originam-se principalmente no órgão produtor de hemócitos (APO), 

que se situa entre a cavidade do manto, pericárdio, na porção sacular dos tubos renais e 

na cavidade ventricular do coração (Ottaviani 2006, Souza & Andrade, 2006, Souza & 

Andrade 2012). A população celular circulante é chamada de hemócitos, as principais 

células de defesa, sendo capazes de reconhecer e fagocitar os patógenos. Nos moluscos, 

há pelo menos uma população de hemócitos na hemolinfa que realizam a fagocitose de 

partículas estranhas (Adema et al 1992). Os números dos hemócitos circulantes variam 

de acordo com a espécie e a presença de infecções, sendo que alguns estudos apoiam a 

ideia de que essas células deslocam-se da circulação e migram para os sítios 

inflamatórios (Bezerra et al. 1997, Negrão-corrêa et al. 2007, Cueto et al. 2015).  

Nos gastrópodes são descritos dois tipos de hemócitos, os hemócitos estrelados 

(SH) ou granulócitos, que realizam fagocitose e aderem ao vidro, e os hemócitos 
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redondos (RH) ou hialinócitos, que não realizam fagocitose e não aderem ao vidro. 

Essas formas celulares foram encontradas em outros moluscos como Planorbarius 

corneus, L. stagnalis, Bulinus guernei, B. glabrata, Lymnaea stagnalis e Helix aspersa 

maxima (Adamowicz & Bolaczek 2003, Ottaviani 2006, Negrão-Corrêa et al. 2007, 

Negrão-Corrêa et al. 2012). Os tipos celulares, citados acima, foram observados no 

trabalho de Adema et al (1997), que utilizou os moluscos A. fulica, Achatina achatina, 

B. glabrata, Bulinus natalensis, H. aspera e L. stagnalis, onde os hemócitos se 

assemelham morfologicamente, sendo observadas diferenças apenas no tamanho entre 

as células dos moluscos terrestres e aquáticos. Ottaviani (1992) sugere que os hemócitos 

arredondados possuem características semelhantes aos linfócitos T de vertebrados e os 

hemócitos estrelados assemelham-se aos macrófagos. Furuta et al. (1986), analisando o 

molusco terrestre, Incilaria fruhstorferi, sugeriu a presença de três tipos celulares: o do 

tipo I (semelhante aos macrófagos de vertebrados), do tipo II (semelhante aos linfócitos) 

e do tipo III (semelhante aos fibroblasto). As do tipo I são redondas com pseudópodes 

curtos, o citoplasma possui numerosas mitocôndrias, retículo endoplasmático, corpos 

multivesiculares, corpos residuais, aparelho de Golgi e depósitos semelhantes a 

glicogênio. As do tipo II são menores do que a do tipo I, aderem ao substrato, mas 

permanecem esféricas e formam pseudópodes fracos, além de possuírem ribossomos 

dispersos, mitocôndria no citoplasma e núcleo arredondado. As do tipo III são 

fusiformes, possuem microfibrilas, organismos residuais no citoplasma e dão origem às 

fibras semelhantes ao colágeno, fora da membrana citoplasmática.  

O reconhecimento de organismos estranhos está associado a padrões 

moleculares conservados, associados aos patógenos (PAMPs) pelos diferentes 

receptores padrões de reconhecimento (PRRs), o que leva à ativação da resposta imune 

humoral e celular. Nos moluscos, os mecanismos conhecidos que participam da 

neutralização e eliminação de patógenos são, principalmente, a fagocitose e a 

encapsulação. As lectinas são glicoproteínas, produzidas pelos hemócitos e liberados na 

hemolinfa, funcionando como moléculas de reconhecimento ao opsonisar partículas 

estranhas. Sendo assim, além de ser um fator de reconhecimento expresso pelos 

hemócitos, também seria um mecanismo de ativação dessas células. Um grupo de 

proteínas, com homologia ao fibrinogênio, com atividade de lectina, foi identificado na 

hemolinfa de B.glabrata, aumentando sua expressão, após a infecção do molusco ao 

Echinostoma paraensei. Essa proteína possui a capacidade de precipitar antígenos de 
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secreção e excreção do parasito, participar do reconhecimento e poderia ser importante 

inibidor do mecanismo de evasão do parasito (Adema et al 1997).  

Os hemócitos ativados alteram a morfologia, transformando-se de células livres 

em aderentes para formar agregados celulares (Satyavathi et al. 2014). Nesse contexto, 

ocorre a fagocitose, que se inicia após o reconhecimento do patógeno, ocorrendo o 

engolfamento e a destruição intracelular (Satyavathi et al. 2014). Para a maioria dos 

moluscos, a célula responsável, por esse processo, são os granulócitos (Ottaviani et al. 

2006).  

Durante o encapsulamento ocorre a ligação entre os hemócitos e os patógenos 

considerados grandes, para serem fagocitados, como protozoários, trematódeos e 

nematóides. Os hemócitos também formam cápsula com multicamadas ao redor do 

corpo estranho, podendo formar o fenômeno de nodulação. Quando os hemócitos 

agregam-se, formando multicamadas para aprisionar grande número de bactérias, 

fungos e vírus, pode ocorrer a ativação da cascata da fenoloxidase, em alguns 

invertebrados (Satyavathi et al. 2014). Nessa interação, os hemócitos ativados podem 

produzir citocinas-like, espécies reativas de oxigênio (ROS) e espécies reativas de 

nitrogênio (RNS) (Ashida & Brey, 1997), que contribuem com a morte do patógeno 

(Satyavathi et al. 2014). Ainda há a participação direta e indireta dos componentes 

solúveis presentes na hemolinfa, que potencializam a destruição dos parasitos (Pereira 

2008). Dentre os componentes solúveis tem-se as lectinas (Ito et al 2011) e peptídeos 

microbianos (Ottaviani et al. 1990, Mitta et al. 2000).  

Durante o reconhecimento dos parasitos, os hemócitos ativados, presentes na 

hemolinfa circulante, liberam produtos citotóxicos (H2O2, NO, ONOO-(peroxinitrito)), 

que podem danificar o tegumento dos trematódeos (Hahn et al. 2001, Ottaviani 2006) e, 

também, produzir proteínas semelhantes às citocinas pró-inflamatórias de vertebrados, 

como a interleucina alfa-1 (IL-1α), interleucina beta-1 (IL-1β), interleucina-2 (IL-2), 

interleucina-6 (IL-6) e Fator de Necrose Tumoral alfa (TNF-α). As citocinas-like são 

fatores solúveis, envolvidas na mediação da resposta imune e na interação entre 

diferentes tipos celulares, podendo atuar em funções fisiológicas primárias (Ottaviani et 

al. 1993, Ottaviani et al. 2004). Moléculas semelhantes à citocinas foram encontradas 

em moluscos como: Planorbarius corneus, Biomphalaria glabrata, Lymnaea stagnalis, 

Mytilus galloprovincialis, embora não se tenha caracterizado como participam dos 

processos de interação, entre o sistema interno de defesa dos moluscos com os 
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patógenos. Recentemente, foi demonstrado que a citocina MIF (Fator inibitório da 

migração de macrófagos) possui ações na patogênese de diversas doenças de origem 

inflamatória, participando na interação entre B. glabrata e S. mansoni (Garcia et 

al.2010), seu mecanismo de ação, embora não totalmente elucidado, consiste na indução 

de uma série de mediadores responsáveis pela instalação do processo inflamatório. Os 

patógenos induzem a geração de ROS (espécie reativas de oxigênio) e de óxido nítrico 

(NO), em hemócitos ativados, levando a oxidação de L-arginine para L-citruline. O NO 

produzido reage com o superóxido ânion (O2
-
), produzindo o peroxinitrito (ONOO

-
), 

que é altamente tóxico e ajuda a potencializar a eliminação das bactérias, fungos e 

trematódeos (Hahn et al. 2001, Novas et al.2004, Gust et al 2013, Ray et al. 2013). O 

NO, apesar de ter a meia vida curta, é capaz de atravessar o tegumento do patógeno, 

inibindo a síntese e a reparação do DNA (Bogdan 2001). Os moluscos, Viviparus ater, 

B. glabrata e B. tenagophila produzem NO, após serem estimulados por 

lipopolissacárideo (LPS) como de S. mansoni e A. vasorum (Ottaviani 2006, Pereira et 

al. 2006, Hahn et al. 2001, Negrão-Corrêa et al. 2007).  

Outro mecanismo dos moluscos para eliminar patógenos é a ativação da cascata 

de proPO (pró-enzima de fenoloxidase), ativadas por serino proteases e proteínas de 

reconhecimento padrão (PRP). Em invertebrados (Cerenius et al.2008, Guptaet al. 2005, 

Le Clec’h et al. 2016), durante a cascata da fenoloxidase, os produtos gerados são 

bastante tóxicos aos patógenos. Nos artrópodes, o sistema da fenoloxidase atua 

similarmente ao sistema do complemento nos vertebrados (Söderhäll & Cerenius, 1998, 

Cerenius & Soderhall, 2004). A fenoloxidade também está relacionada à cicatrização de 

feridas, pigmentação do tecido, processo reprodutivo (Cerenius & Söderhäll 2004, Bai 

et al. 1996) e na defesa imune inata contra patógenos.  

A fenoloxidase é produzida, principalmente, nos hemócitos específicos, como a 

célula cristal da mosca da fruta, Drosophila melanogaster e, na célula oenocitóide, em 

outros insetos. Nos crustáceos, é produzida nos hemócitos tipos granulares, enquanto 

nos moluscos Crassostrea gigas, Mytilus edulis, Perna viridis, Illex argentinus e Perna 

perna o proPO foi detectada, tanto no plasma, como nos hemócitos (Cerenius et 

al.2008, Vlisidou and Wood 2015, Sritunyalucksana e Söderhäll 2000, Aladaileh et al. 

2007). As células ao desgranular, libera o proPO, que se torna ativada ao entrar em 

contato com corpos estranhos. Além disso, o PO também ajuda na ligação das proteínas 

da hemolinfa, levando à coagulação.  
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A ativação do pro-fenoloxidase (proPO) ocorre pelos PAMPs (padrão molecular 

associados a patógenos) como os peptidioglicanos, lipopolissacarideos de bactérias, o β-

1,3- glucano de fungos, enzimas que são liberadas pelos patógenos e, também, por 

danos causados no tecido do hospedeiro, através de serina protease (Vargas-Albores et 

al, 1997, Cerenius et al. 2008, Hu et al. 2016, Vlisidou & Wood 2015). A cascata da 

fenoloxidase ativa contribui no controle da infecção, converte os componentes fenólicos 

ou amina em dopacromo e, depois, em melanina, que possui atividade citotóxica, como 

quinonas e radicais livres, causadores de lesão nas células do patógeno (Nappi & Vass, 

1993, Cerenius et al. 2008). Ao ser gerada, a PO catalisa a hidroxilação de monofenóis, 

como o aminoácido tirosina, σ- difenóis (DOPA ou Dopamina), seguido da oxidação 

destes para O- quinonas (Dopaquinona e Dopaminoquinona) (Nappi & Vass, 1993). Ao 

final da cascata, forma-se o pigmento escuro, a melanina. A síntese desse componente 

gera, provisoriamente, moléculas tóxicas, como as quinonas e radicais livres, que 

podem eliminar os patógenos (Nappi & Vass, 1993). A melanina pode funcionar como 

“scavenger” de radicais livres, ajudando assim, a eliminar os compostos reativos, que 

podem provocar danos ao tecido do hospedeiro (Nappi & Vass, 1993, Cerenius et al. 

2008).  

A ativação da PO contribui com a fagocitose, pois uma vez ativada, leva à 

nodulação de patógenos, à produção de metabólitos tóxicos e a melanização (Ashida 

&Brey 1997, Satyavathi et al. 2014) e ainda, na ativação de PO, produz várias 

moléculas nocivas aos patógenos, como as proteases, que podem degradar a proteína do 

hospedeiro, quinonas citotóxicas, moléculas reativas de oxigênio e nitrogênio. Há 

mecanismos de regulação da atividade de PO, os inibidores de serino protease, como a 

pacifastin presente na lagosta Pacifastacus leniusculus e no inseto Manduca sexta a 

serpin-1j, serpin-3 e serpin-6, que impedem a ativação da enzima PO (González-

Santoyo & Córdoba-Aguilar 2012, Gupta et al. 2005).  

A fenoloxidase pode catalisar dois tipos de reações: a tirosinase, que causa 

oxigenação de monofenóis como a tirosina, para difenóis (L-Dopa) e a lacase que leva à 

oxidação de difenóis (Dopa e Dopamina) para quinonas (Dopaquinona e 

Dopaminoquina) (Ashida & Brey, 1998).  

Entre os mecanismos de defesa, as fenoloxidases (POs, 1.14.18.1) são grupos de 

proteínas de cobre, que incluem a tirosinase (EC 1.14.18.1), catecolase (EC 1.10.3.1) e 

lacase (EC 1.10.3.2). Essas são enzimas limitadoras de velocidade na melanização e 
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possuem um papel importante no mecanismo de defesa imunológica, em invertebrados 

(Luna-Acosta et al. 2011). Os três tipos de PO podem oxidar o-difenóis, tais como L-

3,4-di-hidroxifenilalanina (L-DOPA, atividade de catecolase). No entanto, entre estas 

três enzimas, apenas as tirosinases podem hidroxilar monofenóis, como a L-tirosina 

(actividade de monofenoloxidase) e apenas lacases podem oxidar m- e p-difenóis, ou 

compostos aromáticos, contendo grupos amina, como p-fenilenodiamina (PPD; 

Atividade da lacase) (Thurston 1994, Luna-Acosta et al. 2011). As POs não têm apenas 

um papel na melanização, mas também no auto reconhecimento do não-próprio, na 

fagocitose e na formação dos nódulos, tornando-os enzimas chave do sistema 

imunológico (Le Bris et al. 2013). A cicatrização de feridas e a fenoloxidase em 

hemócitos são enzimas tipo tirosinase com atividade cresolase (EC 1.14.18.1) e 

catecolase (EC 1.10.3.1). Outra PO de cutícula, a lacase (EC 1.10.3.2), pode oxidar o- 

difenóis e p-difenóis, e parece estar restrita aos tecidos tegumentares, porém não tem 

sido reportada nos hemócitos circulantes (Caurdenas & Dankert, 2000). Além de seu 

papel na pigmentação, a PO está envolvida em respostas de defesa celular, incluindo a 

melanização, o reconhecimento de células próprias e não-próprias, a fagocitose, a 

formação de nódulos e de cápsulas e a locomoção de hemócitos (Aladaileh et al. 2007).  

Entre os substratos utilizados para quantificar a fenoloxidase, L-Dopa (o-

diphenol) é o mais comum, mas possui a desvantagem de não ser específico e, com isso, 

pode levar à medição imprecisa. Também pode ser metabolizado por outras enzimas 

como as peroxidases, e é suscetível à auto- oxidação. A deposição de melanina, que 

ocorre nas cápsulas, ou no próprio patógeno, é formada durante a oxidação e 

polimerização de fenóis, por enzimas chamadas fenoloxidases. As moléculas citotóxicas 

geradas, neste processo, incluem espécies reativas de oxigênio (ROI), nitrogênio (RNS) 

e quinóides que são intermediários da melanina. Um aumento na produção de óxido 

nítrico (NO) ocorre em hospedeiros imunorreativos e atua como molécula efetora, na 

interação com intermediários reativos, desencadeando a atividade citotóxica usada na 

defesa contra invasores (Nappi et al 2000, Passos et al.2014).  

Especificamente em B. glabrata foi descrita a presença da PO em hemócitos 

lisados (Bahgat et al. 2002). Contudo, no estudo realizado por Bahgat et al. (2002), não 

foi observada nenhuma diferença significativa na atividade de PO em B. glabrata com 

diferentes níveis de susceptibilidade ao S. mansoni. Nesse mesmo trabalho, mostraram a 

presença de serino-proteases em hemócitos lisados de B. glabrata, porém não foi 
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possível associar a atividade dessas enzimas à resistência/susceptibilidade ao parasito. 

Pereira (2009), após fracionamento da hemolinfa (ausente de células) de B. tenagophila 

Taim, verificou a presença de serino-proteases. Além disso, observou in vitro que na 

fração onde a atividade de serino estava co-localizada, ocorria a destruição do 

tegumento do esporocisto de S. mansoni, sugerindo possível papel das serino-proteases 

na defesa da B. tenagophila Taim contra S. mansoni. Mattos (2011) demonstrou que a 

fenoloxidase apresenta maior atividade específica, no sistema interno de defesa de 

B.tenagophila Taim, independente da presença de S. mansoni e, tal fato, parece não 

exercer um papel importante na defesa de B. tenagophila, frente ao S. mansoni, nem ao 

Echinostoma paraensei.  

No sistema interno de defesa de A. fulica, como de outros moluscos, os 

hemócitos são as principais células de defesa. Estudos de Biswas e Mandal (1999) 

demonstram que os granulócitos realizam fagocitose de partículas como carmim, 

zimosan, bactérias, leveduras e hemácias, e observaram que os hemócitos recuperados 

de A. fulica, previamente inoculados com LPS, induzem à atividade da cascata de 

coagulação, em torno de bactérias, em teste, in vitro. 

Sendo assim, estudos são importantes para uma melhor compreensão dos 

mecanismos de reconhecimento de larvas dos helmintos parasitos nos moluscos. 

 

2.0 Justificativa 

 

 No Brasil a participação de Achatina fulica no contexto da medicina humana e 

medicina veterináriana, deve ser proposta, uma vez que há relatos de infecções naturais 

desse molusco com larvas de nematóides como A. cantonensis e A. abstrusus em várias 

regiões brasileiras. Achatina fulica é considerado praga nos locais onde se encontra, 

devido ao alto potencial biótico e a alimentação generalista. Com isso, este molusco 

pode vir a ser um importante hospedeiro intermediário para A. vasorum nos locais onde 

essas espécies se coabitam, visto que há relatos de A. fulica nos estados onde se 

registrou a presença de A. vasorum.  

  Achatina fulica infecta-se com A. vasorum em condições laboratoriais, 

apresentando baixa susceptibilidade em relação à outros moluscos, como B. glabrata 

(Barçante et al. 2003) e Omalonyx matheroni (Mozzer et al. 2011). Sendo assim, estudar 

os possíveis mecanismos presentes no sistema interno de defesa de A. fulica, bem como, 
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compreender a relação do desenvolvimento dos estádios larvais durante o 

desenvolvimento intramolusco se torna importante para compreender a relação do 

parasito com o hospedeiro intermediário. 

    

3.0  Objetivo Geral 

  

Compreender a associação entre A. vasorum com A. fulica, avaliando os 

mecanismos do sistema interno de defesa do molusco durante o desenvolvimento da 

larva e a morfologia durante o desenvolvimento intramolusco. 

 

3.1  Objetivos Específicos 

 

 Avaliar a presença da atividade enzimática de fenoloxidase na hemolinfa 

e de melanina em tecido da região cefalopodal de A. fulica, durante a 

infecção pelo A. vasorum; 

 

 Quantificar a produção de óxido nítrico na hemolinfa de A. fulica, 

durante a infecção pelo A. vasorum; 

 

 Observar as características morfológicas e morfométricas dos estádios 

evolutivos de A. vasorum em A. fulica; 

 

 Avaliar a ocorrência natural de A. vasorum em A. fulica em Belo 

Horizonte e na região metropolitana.  
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Capitulo I 

 

Avaliação da atividade de fenoloxidase em Achatina fulica infectada com 

Angiostronglus vasorum 

 

1.0 Introdução 

 

Angiostrongylus vasorum parasita as artérias pulmonares e suas ramificações, de 

canídeos domésticos e silvestres, tendo os moluscos terrestres e aquáticos como 

hospedeiros intermediários (Guillhon 1960, Guilhon 1965, Guilhon &Afghahi 1969, 

Rosen et al. 1970, Barçante et al.2003, Mozzer et al.2011, Patel et al. 2014, Mozzer et 

al. 2015, Di Cesare et al. 2015, Coaglio et al. 2016, Aziz et al. 2016). Os moluscos se 

infectam com as larvas de primeiro estádio (L1) eliminadas pelas fezes. As L1 se 

desenvolvem no molusco em larva de segundo estádio (L2) e larva de terceiro estádio 

(L3), infectante para os hospedeiros definitivos (Guilhon& Cens 1969).  

Os moluscos reagem contra a infecção pelos nematóides parasitos via sistema 

interno de defesa (ISD), composto por células e/ou fatores humorais. A resposta celular 

é a principal no reconhecimento dos helmintos, mas, na presença dos fatores solúveis da 

hemolinfa, produzidos majoritariamente pelos hemócitos, tornam-se essas células mais 

ativadas, além disso, a fração acelular da hemolinfa também possui alguns elementos 

capazes de danificar diretamente as estruturas dos parasitos (Pereira et al., 2008, Pereira 

2009) 

Após reconhecimento e encapsulamento de patógenos em alguns invertebrados, 

ocorre a ativação da via da fenoloxidase (PO), responsável pela melanização, assim 

como na fagocitose e na formação de nódulos (Le Bris et al. 2013). 

A PO é uma enzima que existe na forma inativa (proPO) e torna-se ativada por 

componentes externos de microrganismos (Ashida&Brey, 1997), como β-1,3- glicanas 

(Vargas-Albores et al, 1997) e lipopolissacarídeos (LPS) (Perazzolo&Barracco, 1997). 

Esses compostos induzem à clivagem da proPO em PO, por  serino protease endógena 

(Ashida&Brey, 1997). Em seguida, a PO catalisa a hidroxilação de monofenóis, como o 

aminoácido tirosina, σ- difenóis (DOPA ou Dopamina), seguido da oxidação destes para 

O-quinonas (Dopaquinona e Dopaminoquinona) (Nappi&Vass, 1993), ao final da 

cascata, forma-se o pigmento escuro, a melanina. (Söderhäll&Cerenius, 1998). 
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As fenoloxidases (POs, 1.14.18.1) são grupos de proteínas de cobre, que incluem 

a tirosinase (EC 1.14.18.1), catecolase (EC 1.10.3.1) e lacase (EC 1.10.3.2), enzimas 

limitadoras de velocidade na melanização, e possuem um papel importante no 

mecanismo de defesa imunológica em invertebrados (Luna-Acosta et al. 2011). Os três 

tipos de PO podem oxidar o-difenóis, tais como L-3,4-di-hidroxifenilalanina (L-DOPA, 

atividade de catecolase). No entanto, entre estas três enzimas, apenas as tirosinases 

podem hidroxilar monofenóis, como a L-Tirosina (atividade de monofenoloxidase) e 

apenas lacases podem oxidar m- e p-difenóis, ou compostos aromáticos, contendo 

grupos amina, como p-fenilenodiamina (PPD; Atividade da lacase) (Thurston 1994, 

Luna-Acosta et al. 2011). 

A deposição de melanina, que ocorre nas cápsulas ou no próprio patógeno, é 

formada durante a oxidação e polimerização de fenóis. As moléculas citotóxicas geradas 

neste processo incluem espécies reativas de oxigénio (ROI), nitrogênio (RNS) e 

quinóides, que são intermediários da melanina. Um aumento na produção de óxido 

nítrico (NO) ocorre em hospedeiros imunorreativos e atua como molécula efetora na 

interação com intermediários reativos, desencadeando a atividade citotóxica usada na 

defesa contra invasores (Nappiet al 2000, Passos et al.2014). 

 Entretanto, a participação da via de fenoloxidase é pouco conhecida em 

moluscos, principalmente na interação entre hospedeiros intermediários e nematóides 

parasitos. Nesse trabalho, caracterizou-se a atividade de PO em A. fulica infectada com 

A. vasorum, utilizando-se os substratos L-Tirosinase, L-Dopa e p- fenilenediamine 

(PPD). 

 

2.0 Material e Métodos 

 

2.1 Manutenção do parasito 

 

 A cepa de A. vasorum utilizada foi isolada de um cão naturalmente infectado 

proveniente do município de Caratinga - MG (Lima et al. 1985). O ciclo é mantido, em 

laboratório, em cães, no canil de experimentação do Instituto de Ciências Biológicas da 

Universidade Federal de Minas Gerais (ICB – UFMG) e, em moluscos, B. glabrata, 

mantidos no moluscário do Departamento de Parasitologia. (CETEA/UFMG), protocolo 

147/2011. 
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2.2 Manutenção dos moluscos 

 

 Para iniciar a criação, 100 exemplares de A. fulica foram coletados no bairro 

Retirinho, município de Raposos, Minas Gerais (19°58'33"S 43°47'54"W) e 

transportados para o Laboratório de Helmintologia Veterinária do ICB- UFMG. Os 

moluscos permaneceram em cuba retangular de 30 cm de altura, 60 cm de comprimento 

e 30 cm de largura, com terra autoclavada suplementada com carbonato de cálcio, água, 

e alimentados, três vezes por semana, com alface. Em cada cuba foram alocados cinco 

moluscos. Os ovos depositados na terra das cubas foram recolhidos e transferidos para 

uma cuba de criação, como descrito. Os moluscos eclodidos receberam os mesmos 

tratamentos e foram utilizados nos experimentos. 

 

2.3 Obtenção das larvas de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum 

 

 Para obtenção das L1, as fezes coletadas dos cães mantenedores da cepa foram 

submetidas à técnica de Baermann modificada, que é composto por um funil de vidro 

conectado ao tubo de hemólise e unidos pelo tubo de látex. As fezes foram enroladas em 

gazes dobradas e colocadas dentro do funil e, em seguida, acrescentado água a 42°C. 

Após 12 h, o tubo de hemólise foi centrifugado e o sobrenadante desprezado. Após a 

homogeneização dos tubos, realizaram-se contagens de três alíquotas para obtenção do 

número médio das larvas, posteriormente, realizou-se a infecção.  

 

2.4 Infecção de Achatina fulica com larvas de primeiro estádio de Angiostrongylus 

vasorum   

 

As L1 quantificadas foram transferidas em volume de 1mL de água com 1.000 

L1 para o fundo do recipiente de infecção (4 cm largura por 5 cm de altura) de cada 

molusco (com tamanho médio de 4 cm). Durante a infecção, a parte cefalopodal ficou 

em contato com as L1 e, a cada 60 minutos, durante 5h, os moluscos foram observados 

para constar o contato com as larvas. Se estivessem deslocados da suspensão de L1, 

eram colocados novamente no fundo do recipiente. Para evitar fugas, o recipiente foi 

tampado com outro semelhante, de forma que este ficasse próximo da concha, e assim 

diminuindo a locomoção do molusco, os recipientes foram vedados com fita adesiva, 
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deixando uma abertura para entrada de ar. Os moluscos permaneceram no recipiente de 

infecção, por 24 horas, em temperatura ambiente (Coaglio 2013).  

 Após esse período, os recipientes de infecção foram analisados para a contagem 

das larvas remanescentes. Para conhecer a taxa real de infecção nos moluscos, o líquido 

do recipiente foi centrifugado a 180g/10 minutos, o sobrenadante foi descartado e o 

sedimento examinado para contagem das larvas restantes, conforme Pereira et al. 

(2006). 

 

2.5 Coleta da hemolinfa e isolamento dos hemócitos 

 

 A hemolinfa foi coletada durante as fases de transformação de A. vasorum em 

A.fulica: ao 1° dpi (L1), ao 8° (L1 e L2), ao 13° dpi (L2 e L3) e ao 30° (L3) conforme 

(Coaglio et al 2016). Para a retirada da hemolinfa, inicialmente, a concha foi desinfetada 

com álcool 70% e secada em papel absorvente.  Em seguida, a concha, na região do 

coração, foi perfurada com uma mini furadeira (Sigma) e a hemolinfa foi coletada com 

seringa de insulina de 1000 µL (Manoject 50 unit) e transferida para tubo de plástico de 

polipropileno de 12mL, acondicionado em banho de gelo. Foram coletadas amostras, 

em cinco experimentos independentes, de 40 A. fulica infectadas, sendo que se utilizou 

10 moluscos, em cada dia avaliado. Além disso, para cada intervalo utilizou-se 10 

moluscos, sem infecção.  

 Inicilamente, analisou-se o pH e a osmolaridade da hemolinfa de A. fulica 

quando aferiu-se o pH de 7.2 e a osmolaridade  160 mOsm/Kg .  Com isso, padronizou-

se o PBS nessas condições para realizar os estudos (NaCl-71mM; KCL 2,7mM; 

KH2PO4-1,4mM e Na2HPO4 – 4,3mM- pH:7,2). 

 A hemolinfa total de cada grupo foi colocada em frasco de poliestireno de 15 

mL e centrifugada a 80g/10min/4ºC, o sobrenadante foi utilizado para análise da 

presença de fenoloxidase e dosagem de NO. A fração celular foi lavada quatro vezes 

com PBS a 80g/10 min/4ºC. Logo após, a viabilidade dos hemócitos foi observada, 

conforme descrito por Pereira et al. (2008) por contagem em hemocitômetro, após 

diluição 1:10 em azul de tripan 0.4 % (Sigma). Os hemócitos foram transferidos para 

tubos de polipropileno de 12 mL,  acondicionados em banho de gelo e submetidos a um 

sonicador com 3 ciclos de 30 segundos, sendo que, entre os ciclos, a amostra descansou 
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por 1 minuto em banho de gelo. O lisado dos hemócitos foi centrifugado a 1500g/10 

min/4ºC e o sobrenadante acondicionado em gelo até o momento da análise de PO. 

 

2.6 Determinação da atividade enzimática da fenoloxidase 

 

 Foram testados três substratos específicos para enzimas PO: (I) L-Tirosina 

(monofenol, Sigma) metabolizada apenas por tirosinase, (II) L-DOPA (o-difenol, 

Sigma) metabolizado por enzimas catecolasas, tirosinase e lacase e (III) p-

fenilenodiamina (PPD, p-diamina, Sigma) apenas metabolizada pela enzima lacase 

(Clec’h et al. 2016). 

A concentração de L-DOPA (3-4-dihydroxt-L-phenyl-alcaline) (D9628 – 

sigma), L-tirosina (CASnumber60-18-4-sigma) e PPD (CAS number106-50-3- sigma) 

foi de 10mM, diluídas com PBS,  imediatamente antes do experimento,  devido à rápida 

oxidação dos reagentes. 

 Numa placa de transferência foi adicionado, em cada poço, 100µl de hemolinfa, 

50µl da solução do substrato e 50 µl de PBS. Como controle, utilizou-se 200 µl de PBS 

e 50µl da solução do substrato com 150 µl PBS. Para cada tratamento, os controles, 

amostras, e branco foram testados em triplicata. 

As reações foram medidas por cinética, durante 2 horas e as leituras foram 

realizadas a λ = 490 nm para L-tirosina e L-DOPA e a λ = 465 nm para PPD em placa 

de transferência (VersaMax Tunable Microplate reader, Molecular Devices, Sunnyvale, 

CA) cada 20s a 28ºC.  O resultado foi plotado, utilizando a velocidade máxima da 

reação (isto é, aumento da absorvância/minuto) conforme Alves et al. (2011). 

 

2.7 Dosagem de óxido nítrico de Achatina fulica 

 

A dosagem de óxido nítrico, na fração acelular de A. fulica, foi realizada pela 

reação de Griess, por meio da mensuração da concentração de nitrito (NO2). Alíquotas 

de 50 µL foram alocadas para uma placa de transferência de 96 poços (Falcon®, BD 

lab., EUA). Logo após, acrescentou-se 50 μL do reagente de Griess em cada poço. Após 

10 minutos de reação, à temperatura ambiente, a leitura foi realizada em 

espectrofotômetro com comprimento de onda de 570 nm e a quantidade de nitrito, em 
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cada amostra, foi estimada pela curva padrão de NaNO2, com nível de detecção de 0.5 

nM, conforme Pereira et al. (2006). 

 

2.8 Estudo de melanina em histologia de Achatina fulica 

 

Após a retirada da hemolinfa, os moluscos foram sacrificados, a concha foi 

removida e o tecido cefalopodal fixado com Millonig (Carson et al. 1973), por dois dias 

a 4ºC.  Após esse período, foram lavados por 2 h em água corrente e colocados em 

álcool 70%. Em seguida, desidratado numa série de banhos de álcool e xilol, e 

emblocados em parafina (Plesh et ai., 1975). Os tecidos foram seccionados em 

micrótomo, com cortes seriados de 5 μm e corados com Fontana-Masson (Sheehan & 

Hrapchak, 1980) para visualização da melanização e a hematoxilina-eosina (HE) (Pan, 

1958) para análise do núcleo das células. Os cortes foram examinados em microscópio 

óptico (Olympus BX41) acoplado à câmera digital (Olympus DP12).    

 

2.9 Análise estatística 

 

 Os resultados referentes à fenoloxidase foram analisados utilizando análise de 

variância One way ANOVA, com pós-teste de Tukey. 

 

3.0 Resultados 

 

3.1 Carga parasitária de infecção 

 

Nos potes de infecção dos moluscos, a média de L1 restante foi de 25%.  Assim, 

a carga real, que penetrou, foi de 750 L1. 

 

 

3.2 Atividade da Fenoloxidase 

 

A Figura 1 apresenta os resultados das dosagens de fenoloxidase na hemolinfa 

de A. fulica controles e infectadas com A. vasorum. Observou-se atividade de 

fenoloxidase, na hemolinfa de A. fulica, utilizando substratos L-DOPA, L-Tirosina e 



33 

 

PPD. Entretanto, os níveis circulantes oscilaram durante a cinética enzimática de 2 

horas. A atividade de PO com o substrato PPD na hemolinfa, livre de células, foi maior 

em todos os dias analisados. Ao 1º dpi, os níveis com PPD elevaram 2,62 vezes, em 

relação ao L-Tirosina e 1,54 à L-DOPA. Ao 8ºdpi, esse aumento foi de 3,96 vezes, em 

relação à L-Tirosina e 3,06 à L-DOPA.  Ao 13º dpi, a resposta foi de 2,67, em relação à 

L-Tirosina e 1,54 à L-DOPA. E, ao 30º dpi, o nível foi 3,7 vezes, ao ser comparado com 

o substrato L-Tirosina e 1,68 à L-DOPA. 

Na hemolinfa de A. fulica, no substrado L-DOPA, ao 1°dpi teve o nível de PO 

maior, em relação aos outros intervalos. Após esse dia, o nível de PO diminuiu, 

voltando a crescer aos 30° dpi, mas com o nível de PO semelhante ao apresentado no 

molusco não infectado. 

No L- Tirosina, o nível de PO do 1° dpi, foi superior a todos os dias de infecção, 

em relação ao molusco não infectado (p<0,01).  

No substrato PPD a PO do 1°, 8° e 30° dpi foi maior do que o molusco não 

infectado, quando houve diferença estatística de (p<0,05), (p<0,05), (p<0,01) 

respectivamente, também houve uma queda acentuada no 13°dpi com novo aumento do 

nível de PO ao 30° dpi. 
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Figura 1: Atividade de fenoloxidase em Achatina fulica infectada com 1000 L1 de Angiostrongylus 

vasorum com os substratos L-Dopa (A), L-Tirosina(B) e p-fenoloxidiamine (PPD) (C). A: representa a 

diferença estatística de L-Dopa do 8° e 13° dpi com controle (**p<0,001 e *p<0,01); (p<0,001) do 8° e 

do 13° dpi em relação ao 1° dpi; e 30 dpi em relação a 8dpi (### p<0,001) e com 13 dpi (## p<0,01). B: 

representa a diferença estatística de L-Tirosina do 1° dpi em relação ao controle (** p<0,01);  (p<0,05) do 

13° dpi em relação a 1°dpi; C: representa a diferença estatística de PPD do 1°, 8° e 13° dpi em relação ao 

controle (* p<0,05 e ***p<0,001); 13° dpi em relação ao 1°dpi e 8° dpi (p<0,001); 30 dpi em relação ao 

13° dpi (# # p<0,01). 
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As populações dos hemócitos apresentaram viabilidade de 95% antes de serem 

levadas ao sonicador.  No entanto, os hemócitos lisados de A. fulica não apresentaram 

atividade de fenoloxidase.  

 

3.3 Níveis de óxido nítrico na hemolinfa de Achatina fulica durante a infecção por 

Angiostrongylus vasorum 

 

O nível de NO foi estimado na fração acelular da hemolinfa de A. fulica, durante 

a infecção por A. vasorum, através da dosagem de nitrito. Os moluscos não infectados 

apresentaram baixa quantidade de NO na hemolinfa (0,018nM), em relação aos 

infectados até o 13º dpi. Ao 30ºdpi, os níveis de NO ficaram abaixo dos moluscos 

controles. O pico de NO foi registrado ao 8° dpi (0,12nM), sendo 6,5 superior ao 

controle. Ao 13° dpi, a quantidade de NO começou a diminuir, mas mantendo diferença 

significativa, em relação ao controle (p<0,001).  No entanto, ao 30° dpi, os níveis foram 

15 vezes menor do que no 8° dpi (Figura 2). 

 

0.00

0.05

0.10

0.15

controle 1 dpi 8 dpi

13 dpi 30 dpi

* *

*

***
***

# # #

# # #

# # #

p<0.05

p<0.001

Dias após infecção

N
it

ra
te

 (
n

M
/m

L
)

 

Figura 2: Nitrito presente na fração acelular da hemolinfa de Achatina fulica infectada com 1000 

L1 de Angiostrongylus vasorum. Representa-se a diferença estática entre do 1°,8°,13°e 30°dpi em relação 

ao controle (**p<0,001, ***p<0,001, ***p<0,001 e *p<0,05) respectivamente; entre 8°,13°e 30°dpi em 

relação ao 1° dpi (###p<0,001) e entre 13°e 30°dpi em relação ao 8° dpi (p<0,05 e p<0,001 

respectivamente). 
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3.4 Presença de melanina em tecido de Achatina fulica 

 

Pode ser observado no epitélio da região cefalopodal de A. fulica controle a 

presença de pigmento de melanina esparsa distribuída no tecido fora das células. 

(Figuras 3), no entanto, com a coloração especifica para melanina ficou melhor 

evidenciado (Figura 4). 

 

 

 

Figura 3: Corte histológico da região cefalopodal de A. fulica controle corada com HE. Pontos de 

melanização no tecido (setas pretas). No detalhe, pigmento de melanina presente no tecido (setas pretas).  
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Figura 4: Corte histológico da região cefalopodal de Achatinafulica controle, corada com Fontana-

Masson. Tecido apresentando melanização e no detalhe, depósito de melanização (seta preta) e melanina 

menos concentrada (seta branca) no tecido.  

 

Na figura 5 visualiza-se ao 1ºdpi a presença de grande quantidade de células no  

entorno das larvas de A.vasorum (Figura 5) e cristais de melanina na hemolinfa pelo HE 

No entanto, pelo Fontana-Masson observou-se o infiltrado celular intenso no tecido 

conjuntivo, apresentando alta concentraçao de melanina, principalmente na porção mais 

externa da região cefalopodal (Figura 6). Houve aumento de melanina no tecido 

conjuntivo ao comparar com o controle, quando não se observava melanina infiltrada. 

Neste tecido encontra-se L1 envolvida por infiltrado celular com discreta presença de 

melanina ao seu redor. 
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Figura 5: Corte histológico da região cefalopodal de Achatina fulica ao 1º dpi, corada com HE. 

A- Larvas envolvida pelo infiltrado celular (seta), B- Pontos de melanina próximo a larva (setas), 

C- O destaque observa-se a presença cristais de melanina. 
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Figura 6: Corte histológico da região cefalopodal de Achatina fulica ao 1º dpi, corada com Fontana-

Masson. Na região do tecido conjuntivo (*), próximo a borda do tecido, apresentando alta concentração 

de melanização (seta branca), enquanto na porção mais interna do tecido o aumento é menos acentuado. 

No detalhe, larva envolvida por infiltrado celular (seta pontilhada) com presença de melanina (seta preta).  

  

Ao 8º dpi houve aumento na quantidade de infiltrado célular nos tecidos e 

entorno das larvas de A. vasorum (Figura 7). No tecido conjuntivo o infiltrado celular 

no entorno da L2 apresenta depósito de melanina superior ao observado ao 1° dpi 

(Figura 8).  

  

* 
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Figura 7: Corte histológico da região cefalopodal de Achatina fulica ao 8º dpi, corada com HE. Presença 

de larvas envolvidas em intenso infiltrado celular (setas). Detalhe, presença de larva envolvida em intenso 

infiltrado celular. 
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Figura 8: Corte histológico da região cefalopodal de Achatina fulica ao 8° dpi, corada com Fontana-

Masson. Região do tecido conjuntivo (*) com intensa melanização (seta preta) e melanina menos 

concentrada (seta branca). No detalhe, presença de infiltrado celular (seta pontilhada) com presença de 

melanina (seta preta) e melanina menos concentrada (seta branca). 

 

Ao 13° dpi, período no qual a L2 muda para o estádio L3, observa-se uma 

diminuição das células no tecido e ao redor da larva (Figura 9). No entorno das larvas, o 

depósito de melanina diminui quando comparado ao 8ºdpi e não se observa uma 

melaninan intensa no entorno das larvas, como observado na L2, mas é possível 

observar a presença de melanina no interior do infiltrado (Figura 10). 
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Figura 9: Corte histológico da região cefalopodal de Achatina fulica ao 13° dpi, corada HE. 

Presença de larva envolvida em infiltrado celular (seta). Detalhe, presença de larva envolvida em 

infiltrado celular. 

 

Figura 10: Corte histológico da região cefalopodal de Achatina fulica ao 13° dpi, corada com 

Fontana-Masson. Próximo à larva houve diminuição de melanina (seta preta e seta branca). 

Detalhe, larva envolvida em infiltrado celular (seta pontilhada), com pouca presença de melanina 

(seta preta) ao seu redor. 
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Ao 30º dpi, observa-se uma intensa diminuição do infiltrado celular nos tecidos 

e entorno da L3 de A. vasorum (Figura 11). O depósito de melanina diminuiu no 

entorno da larva, apresentando poucos pontos de melanina no tecido e na porção mais 

externa do tecido não se observa a presença da melanina menos concentrada, mas a 

melanina mais escura esta (Figura 12). 

 

 

Figura 11: Corte histológico da região cefalopodal de Achatina fulica ao 30° dpi, corada com HE. Larva 

envolvida no infiltrado celular menos denso (seta) e detalhe, larva envolvida no infiltrado celular. 
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Figura 12: Corte histológico da região cefalopodal de Achatina fulica ao 30° dpi, corada com Fontana-

Masson. Região próxima à larva com infiltrado de melanina menos denso no tecido; e detalhe, larva 

envolvida no infiltrado celular (seta pontilhada) menos denso e pouca presença de melanina ao redor da 

larva (seta preta). 

 

4.0 Discussão 

 

Nesse estudo demonstrou que a hemolinfa de A. fulica controle e infectada com 

A. vasorum possui atividade de fenoloxidase, nos fatores solúveis da hemolinfa e, 

também, está presente no pigmento de melanina, em cristais, no tecido conjuntivo da 

região cefalopodal. Essa atividade enzimática foi detectada, tanto com o substrato não 

específico L-DOPA, que metaboliza catecolase, lacase e tirosinase, quanto com os 

substratos específicos para lacase (PPD) e para tirosinase (L-Tirosina). Ao analisar a 

histologia de A. fulica infectada, observou-se, pelo infiltrado celular, a circulação de 

melanina nos tecidos. 

Na maioria dos modelos de estudo, com moluscos, não relatam atividade de PO 

com o substrato L-Tirosina, frequentemente observados em trabalhos com insetos como 

Drosophilla melanogaster (Nappi, 2010). Entretanto, nesse trabalho foi encontrado 

reatividade ao substrato L-Tirosina em A. fulica, embora se observe que a melanina 

circula nos espaços da hemolinfa, mas não deposita no entorno do parasito, como 
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observado em cápsula melanótica em insetos. A melanina em A. fulica não está 

localizada dentro dos hemócitos circulantes como em algumas populações de insetos, 

como D. melanogaster (Nappi 2010), nem nas células infiltradas dos tecidos analisados. 

A atividade de PO ao 1° dpi é coincidente com os níveis quantificados com os 

substratos L-DOPA, L-Tirosina e PPD.  Nesse intervalo, detecta-se um aumento de 

melanina pela coloração específica nos tecidos. Segundo Allam e Raftos (2015) esse 

mecanismo de PO em moluscos poderia ser importante no encápsulamento de partículas 

não-próprias.  Entretanto, em A. fulica, infectada com A. vasorum, esse encápsulamento 

não é tão evidente, mas os produtos citotóxicos, como NO começam a aumentar nos 

fatores solúveis da hemolinfa de A. fulica ao 1° dpi, podendo auxiliar no controle da 

infecção.  

Ao 8° dpi sugere-se que antígenos produzidos na muda de L1 para L2 possam 

modular a atividade de PO dependente de L-DOPA e L-Tirosina, uma vez que os níveis 

detectados, na hemolinfa diminuíram, o que não foi observado com a utilização de PPD. 

Nesse intervalo, pode haver uma ligação direta de PO depende de PPD com os níveis 

circulantes de melanina, visto que no tecido, aumenta a produção de melanina, assim 

como o infiltrado celular presente no entorno da L2. Essa cápsula melanótica poderia 

funcionar como uma contenção mecânica do parasito. Além disso, a melanina circula no 

infiltrado tecidual pelos espaços da hemolinfa e libera durante a ativação da via de PO 

elementos citotóxicos como, quinonas e ROS que poderiam auxiliar no controle do 

parasito, em nosso estudo o maior nível de NO quantificado foi ao 8° dpi, podendo 

auxiliar na eliminação da larva. 

Ao 13° dpi, pode sugerir que os antígenos produzidos na muda de L2 para L3 

possam modular a atividade de PO para os três substratos, diminuindo a atividade, 

principalmente no PPD. Também, nesse intervalo, os níveis circulantes de melanina 

começam a diminuir no tecido e no infiltrado celular próximo ao parasito, bem como a 

quantidade de NO. 

Ao 30° dpi a modulação da via PO, no sistema interno de defesa dependente de 

L-Tirosina, continua no mesmo nível dos outros dias de infecção, enquanto para L-

DOPA e PPD os níveis aumentam. 

Essas alterações no processo de reconhecimento tecidual do nematóide podem 

ser devido à eliminação de proteases, uma que vez que a L1 utiliza proteases para 

penetrar e a L3 para sair dos tecidos do molusco (Lai et al. 2005, Rebello et al. 2012). 
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Outros fatores que poderiam alterar a ativação da via da PO é a cutícula do nematóide 

(Brivio et al. 2002) associado à motilidade, que ocorre em L1 e L3 dentro do tecido, 

diferente do que ocorre com a L2, que apresenta pouca motilidade.  No inseto Diatraea 

flavipennella, infectado com o parasitóide Cotesia flavipes, foi observado a modulação 

nos níveis de NO e de PO ao longo infecção pelo parasito (Dos Passos et al. 2013).  

Esse trabalho sugere que A. fulica apresenta mecanismo inato da via da PO e, 

após a infecção com A. vasorum, ocorrem oscilações que poderiam contribuir no 

controle da infecção, uma vez que Coaglio et al. (2016) recuperaram em torno de 20% 

de L3 em A. fulica infetada com A. vasorum, diferente de Mozzer et al. (2011) e 

Barçante et al (2003) que recuperaram mais de 80% de L3, em Omalonyx matheroni e 

B. glabrata respectivamente. Le Clec´h et al. (2016) observaram que B. glabrata, 

infectada com S. mansoni, apresenta atividade de PO dependente de lacase, no entanto, 

os autores não associam a ativação da via de PO com a susceptibilidade ao parasito. 

Em A. fulica foi observada ativação de PO dependente de L-DOPA, L-Tirosina e 

PPD, ao contrário do analisado na hemolinfa livre de hemócitos de outros moluscos 

como Saccostrea glomerata, Crassostrea virginica, Ruditapes philippinarum, Chlamys 

farreri, que apresentaram PO dependente de L-DOPA, enquanto que para B. 

alexandrina, Halitotis tuberculata, Crassostrea gigas, Venerepis philippinarum PO foi 

dependente do substrato lacase. Em nosso estudo, não foi detectada a resposta de PO, 

nas populações de hemócitos de A. fulica durante a infecção pelo A. vasorum, como 

observado em B. glabrata por Le Clec’het al. (2016) e por Seppälä&Leicht  (2013) em 

hemócitos de Lymnaea stagnalis infectada com Plagiorchis sp.. Em alguns artrópodes 

(insetos e crustáceos) a localização da PO se dá, principalmente, nos hemócitos. Em 

insetos, como D. melanogaster, a presença fenoloxidase ocorre nas células cristais e nos 

lamelócitos (Yang et al. 2013; Nappi2010). Em A. fulica, foi observada, pela primeira 

vez, PO dependente L-Tirosina, nos fatores solúveis da hemolinfa, o que é mais comum 

em artrópodes, fato que poderia explicar a pouca susceptibilidade de A. fulica ao 

Angiostrongylus sp. (Carvalho et al. 2003; Neuhaus et al. 2007; Coaglio et al. 2016).  

Esses dados sugerem que mais estudos sobre o sistema imune inato de A. fulica, 

infectada com Angiostrongylus sp.,  são necessários, pois este hospedeiro intermediário 

é importante em algumas áreas endêmicas de angiostrongilose, como na Ásia e América 

do Sul (Hu et al. 2011, Vitta et al. 2011, Caldeira et al. 2007, Maldonado et al., 2010, 

Oliveira et al.2015, Moreira et al. 2013).   
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Capítulo II 

 

Caracterização das larvas de Angiostrongylus vasorum, no desenvolvimento 

intramolusco, em Achatina fulica 

 

1.0 Introdução 

 

A estrutura básica de nematóides adulto corresponde à membrana externa coberta 

com cutícula elástica. Completam o parasito a hipoderme delgada e a musculatura 

somática, composta por uma única camada de células musculares lisas, que são 

inervadas por extensões de troncos nervosos, originados de células ganglionares, 

localizadas em torno da porção média do esôfago.   O tubo interno corresponde ao tubo 

digestivo que, nos nematóides, corresponde à cavidade oral, seguida do esôfago e de um 

longo intestino, uma estrutura tubular revestida por uma única camada de epitélio 

colunar, com microvilos proeminentes, que termina no ânus. Entre o tubo digestivo e a 

camada externa, há um pseudoceloma, uma cavidade geral, que não é revestida por uma 

camada mesotelial (Brusca & Brusca, 2007, Weischer & Brown, 2000, Travassos, 

1950). 

Os estádios intramoluscos das larvas de nematódeos não são muito estudados, 

quanto aos parasitos adultos, embora relatos de moluscos infectados com parasitos da 

família Metastrongylidae, que podem acometer animais e humanos, são descritos no 

Brasil (Caldeira et al. 2007, Lima et al. 2009, Espírito-Santo et al. 2013, Rocha et al. 

2017, Valente et al. 2017, Coia et al 2017, Kistler et al 2014).  

Para a identificação das estruturas nas larvas e, principalmente das L3, a técnica 

mais usual é a utilização da câmara clara, com desenhos mostrando suas principais 

estruturas. Porém, esse processo não possibilita observar como é realmente a morfologia 

interna das larvas. Essa técnica foi utilizada para representar estádios evolutivos de A. 

costaricensis (Morera 1973, Thiengo et al. 1997) e A. cantonensis (Panha 1988, Yousif 

& Ibrahim 1978). No trabalho de Ash (1970), representou apenas as características da 

fase infectante, L3, de A. cantonensis, A. vasorum, A. abstrusus e Anafilaroides 

rostratus. 

 Outro meio utilizado, para caracterizar as larvas, são fotos obtidas em 

microscópio óptico, onde são registradas algumas características das larvas, como a 
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porção final da cauda na L1, a presença da segunda bainha na L2, os bastões quitinosos 

e a porção final da cauda na L3, como pode ser observado para A. cantonensis (Hata & 

Kojima 1990, Shan Lv et al. 2009, Thiengo et al. 2010, Moreira et al. 2012), A. 

abstrusus (Jefferies et al. 2010, Andrade-Porto et al.2012, Giannelli et al. 2014) e A. 

vasorum (Bessa et al. 2000, Cesare et al. 2015, Coaglio et al. 2016). A identificação por 

microscopia eletrônica ajudou na visualização da superfície externa das larvas, sendo 

observadas estriações nas cutículas, a membrana alada e abertura oral, como mostrado 

em A. costaricensis (Ishih et al. 1990, Rebello et al. 2013) e A. cantonensis (Lian-yin et 

al. 1984, Zeng et al. 2013). Alguns autores utilizaram técnicas mais avançadas com a 

microscopia confocal em nematódeos, como Caenorhabditis elegans, observando o 

desenvolvimento celular (Merlet et al. 2010) e do neurônio sensorial (Albeg et al. 2011, 

Liang et al. 2015). Williamson et al. (2009) verificou a musculatura de Ascaris suum e 

Fellowes et al. (1999) a porção neuromuscular. Nos parasitos da família 

Metastrongylidae, há poucos trabalhos que utilizaram anticorpos para visualizar as 

estruturas em microscopia confocal, Mendonça et al. (2008) observaram a reserva 

energética por análise de grânulos lipídicos em L2 de A. costaricensis.  

O uso da microscopia de epifluorescência, reação imunofluorescente, é 

desencadeada no microscópio de epifluorescência e ocorre, através da emissão de luz de 

cor, quando o elétron é excitado por luz de curto comprimento de onda. A imagem por 

epifluorescência permite avaliar a morfologia geral das células marcadas com sondas 

moleculares fluorescentes. O uso do ApoTome em microscopia de epifluorescência 

ajuda a resolver os problemas associados à luz dispersa de outros planos  focais. Com a 

iluminação estruturada, apenas o plano focal aparece na imagem. O princípio de 

imagem utilizada com o ApoTome é referido na literatura como "projeção de grelha" ou 

"iluminação estruturada". O ApoTome reconhece a ampliação, movendo a grade 

apropriada; o sistema calcula a seção óptica, a partir de no mínimo três imagens brutas 

da amostra, que são adquiridas com a estrutura da grelha, sobreposta em diferentes 

posições.  Essas imagens são subsequentemente processadas em tempo real, utilizando o 

software do microscópio, que determina o contraste da grade, como uma função de 

localização, e remove as informações das imagens fora de foco, antes de reuni-las em 

uma seção óptica final. E, assim, torna-se uma maneira totalmente confiável, para evitar 

a luz dispersa fora de foco, mesmo em espécimes mais grossos. O ApoTome permite o 
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uso muito simples e barato de sistemas de imagens de fluorescência convencionais para 

este tipo de aplicação (Bauch & Schaffer, 2006, Gines & Davidson, 2017). 

Para a visualização do citoesqueleto celular, utiliza-se anticorpo anti-tubulina, 

que reconhece a subunidade α-tubulina, que compõe os microtúbulos, em quase todas as 

células eucariotas. A tubulina é um componente importante do citoesqueleto que possui 

cinco formas distintas, designadas por tubulina α, β, γ, δ e e. As tubulinas α e β formam 

heterodímeros, que se multimerizam para formar um filamento de microtúbulos. 

Múltiplas isoformas de β-tubulina (β1, β2, β3, β4, β5, β6 e β8) foram caracterizadas. O 

β1 e β4 estão presentes em todo o citosol, β2 está presente nos núcleos e nucleoplasma, 

e β3 é uma proteína citoesquelética específica para neurônios.  

Todas as células eucarióticas expressam actina, seus filamentos podem formar 

estruturas estáveis e lábeis e são componentes cruciais no aparelho contráctil das células 

musculares. Pelo menos seis tipos de actina estão presentes nos tecidos de mamíferos e 

se dividem em três classes como:  α-actina que é limitada a vários tipos de músculo;  -β 

e γ-actina,  que são os principais constituintes dos filamentos em outros tecidos. 

Ainda no citoesqueleto encontra-se colágeno, uma proteína de importância 

fundamental na constituição da matriz extracelular, sendo responsável por propriedades 

físicas do tecido conjuntivo. Existem 12 tipos de colágenos, o colágeno tipo III está 

presente em músculo liso, nas trabéculas dos órgãos hematopoiéticos (baço, nódulos 

linfáticos, medula óssea vermelha), artérias, fígado e camadas musculares do intestino; 

o tipo IV aparece na membrana basal dos epitélios e o tipo V, que está presente na 

maioria dos tecidos internos, tendo a função de dar ao corpo a capacidade de resistência. 

Outro marcador que, também, possibilita a visualização de colágeno é o Picrosirius, 

quando se utiliza a luz polarizada empregada em histologia, para a visualização dos 

colágenos tipo I e III (Junqueira et al. 1979). 

As células eucariotas também reservam energia na forma de lipídeos, e o corante 

Oil Red O é utilizado para a visualização dos lipídeos neutros, que possuem a função de 

armazenamento, incluindo ácidos graxos, colesterol, ésteres de colesterol e 

triacilgliceróis. 

A taxonomia das larvas de A. vasorum intramolusco é escassa na literatura, 

assim, conhecendo a morfologia das larvas torna-se importante para que se possa 

diferenciar entre as espécies de metastrongilideos. 
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2.0 Material e métodos 

 

2.1 Uso do microscópio epifluorescência para avaliação dos estádios evolutivos 

 

 Para observar a morfologia dos estádios das larvas de A. vasorum, durante o 

desenvolvimento intramolusco, foram realizados os seguintes passos. 

 

2.2 Recuperação dos estádios larvais 

 

Para analisar a L1, L2 e L3, os moluscos utilizados acima foram sacrificados, os 

tecidos enrolados em gazes e realizado o Baermann por 12h. Após esse período, os 

tecidos das gazes foram digeridos, conforme Coaglio et al. (2016), com ácido clorídrico 

e pepsina a 1% por 40 minutos. As larvas obtidas foram preparadas, segundo o 

protocolo de Duerr (2006), com modificações, conforme apresentado no item 2.3 e 2.4. 

As estruturas foram analisadas em microscopia epifluorescência (Zeiss LSM 510) e pelo 

ApoTome no CAPI (Centro de Aquisição e Processamento de Imagens do ICB/UFMG).  

 

2.3 Fixação das larvas 

 

 Foram utilizadas 100 larvas por estádio (L1, L2 e L3), por procedimento, e 

analisadas 10 larvas. As larvas recuperadas foram resuspensas em 300µl de PBS e 

alocadas em tubo de eppendorf de 2 mL. Em seguida, acrescentou-se o triplo do volume 

do fixador paraformaldeido 4%, e foram deixadas por, no mínimo, 24h à 4 °C. Após 

este tempo, as larvas foram lavadas duas vezes em água, por centrifugação, para retirar 

o excesso do fixador. Após a lavagem, iniciou-se o processo de permeabilização das 

larvas. 

 

2.4 Permeabilização e marcação das larvas 

 

 Os tubos de eppendorf de 2 mL, com os estádios larvais, foram colocados em 

um recipiente com álcool a 95% por 4 minutos a -80 ºC, para permitir que pequenos 

poros fossem formados na cutícula. Após esse procedimento, os tubos de eppendorf 

foram descongelados em água por 10 minutos, à temperatura ambiente sob agitação 
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(Bioixer TS-2000A) por 30 minutos, à temperatura ambiente. Em seguida, o eppendorf 

com as larvas foi centrifugado a 450g, durante 1 minuto. Após esse procedimento, foi 

adicionado saponina 0,5% por 10 minutos, à temperatura ambiente, no agitador e, em 

seguida, as larvas foram lavadas duas vezes, por centrifugação, a 450g, durante 1 

minuto. 

 Logo após, foi acrescentado 200µL de solução BTB (Borate Triton β-

mercaptoethanol solution), deixado em agitador por 1h, à temperatura ambiente. Após 

esse período, centrifugou a 450g por 1 minuto, descartando o sobrenadante e 

acrescentando novamente à solução BTB. Esse processo foi repetido três vezes.  

 Após a 3ª hora, com o BTB, realizou-se a lavagem, sob baixa centrifugação, 

220g por 2 minutos, descartou-se o sobrenadante e acrescentou-se a solução de BT 

(Borato Triton solution). Esse processo foi repetido três vezes.  

 Após a retirada do sobrenadante do BT, acrescentou-se 50µL do anticorpo 

primário para o citoesqueleto: anti-β-tubulina (mouse-sc55529), anti-α-tubulina 

(sc5286), anti-colga 1/1- colagen (SC 9855) e anti-β- actina (cs 69879), diluído 1:500, 

de forma independente. Cada tubo foi deixado no agitador a 4ºC, em baixa velocidade, 

overnight. No dia seguinte, os tubos foram centrifugados por 2 minutos a 220g, o 

sobrenadante descartado e acrescentado 250µL da solução de bloqueio (Albumina 4%) 

por 1h30, no agitador a 4ºC. Em seguida, centrifugaram-se os tubos por 2 minutos a 

220g, o sobrenadante foi descartado, e a lavagem foi repetida quatro vezes. Em seguida, 

foi acrescentado 50µL do anticorpo secundário, diluído 1:500, conjugados às sondas 

fluorescentes Alexa Fluor 633 (gt- antimouse Invitrogen, USA) e deixado por 2h no 

agitador, na ausência de luz, à temperatura ambiente. Ao término desse processo, os 

tubos foram centrifugados e lavados quatro vezes. 

 Ao término do procedimento, 20 µL da preparação das larvas, foram colocadas 

entre lâmina e lamínula, e analisadas ao microscópio epifluorescência (Zeiss LSM 510), 

com excitação a 633 nm e emissão a 650 nm, para detecção do Alexa flúor-633. As 

imagens adquiridas no microscópio epifluorescência foram processadas pelo software 

FijiimageJ.  
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2.4.1 Coloração com picrosirius 

 

Após a fixação das larvas com paraformaldeido 4%, essas foram centrifugadas 

para retirar o excesso do fixador, em seguida, foi acrescentadoo o corante picrosirius na 

proporção de 3:1 e deixado no mínimo por 24h a 4ºC. Após esse período as larvas 

foram lavadas 2x para retirar o excesso do corante e em seguida as larvas foram 

montadas em lâmina e lamínula e levadas ao microscópio de epifluorescência, 

utilizando o ApoTome para visualização das estruturas.  

 

2.4.2 Coloração com Oil red O 

  

Após a fixação das larvas com paraformaldeido 4%, essas foram centrifugadas 

para a retirada do excesso do fixador, em seguida, foi acrescentado na proporção de 3:1 

do corante oil red e deixado por 24h à temperatura ambiente. Após esse período as 

larvas foram montadas em lâmina e lamínula e levadas ao microscópio óptico para 

visualização.  

 

3.0 Resultados 

 

3.1 Recuperação dos estádios larvais 

 

 As L1, L2 e L3 recuperadas através do Baermann (Figura 1), nos moluscos 

infectados com 1000 L1 de A. vasorum foram utilizadas na microscopia 

epifluorescência. A recuperação de L1 foi em média de 3+ 2, L2 de 2±0,5 e na L3 

média de 4±2, com diferença estatística entre 30º dpi e 8ºdpi (p<0,01). 
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Figura 1: Recuperação média por molusco dos estádios larvais de Angiostrongylus vasorum em Achatina 

fulica através da técnica de Baermann. Com diferença estatística entre 30º dpi e 8º dpi (*p<0,01). 

 

 Após a realização do Baermann, por 12h, os tecidos restantes foram digeridos, 

para recuperar as larvas restantes nos tecidos. A média e o desvio padrão da recuperação 

dos estádios foram de L1:147±60, L2:15±7 e em L3:147±70. Apresentando diferença 

estatística entre 1º dpi e 8º dpi (p<0,001) 30º dpi e 8º dpi (p<0,001) (Figura 2). Essas 

larvas também foram utilizadas na microscopia epifluorescência. 
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Figura 2: Recuperação média por molusco dos estádios larvais de Angiostrongylus vasorum em Achatina 

fulica pela digestão com Hcl + pepsina 1%. Houve diferença estatística entre 30º dpi e 8º dpi (*p<0,001). 
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3.2 Caractrização morfologica das  larvas de Angiostrongylus vasorum 

intramolusco 

 

Após a marcação com anticorpos, observou-se a semelhança das estruturas 

analisadas à microscopia de epifluorescência, tanto quanto as larvas provenientes do 

Baermannn, quanto da digestão. Para tanto, toda a caracterização morfológica foi 

realizada, em paralelo, com larvas obtidas pelas duas técnicas. Vale ressaltar, ainda, que 

com o marcador picrosirus foi possível analisar as cavidades das larvas permitindo o 

reconhecimento em toda extensão do tubo digestivo, quando se utilizou o recurso do 

ApoTome. 

    

3.2.1 Larvas de primeiro estádio 

 

 

Ao comparar as principais estruturas estudadas em L1, L2 e L3, de A. vasorum, 

observou-se que o bastão quitinoso de L3 é o dobro do tamanho mensurado para L1 e 

L2.  À medida que a larva se desenvolve, o esôfago se alonga e também o primórdio 

genital, conforme demonstrado na tabela 1, onde se apresentam as medidas (µm) das 

principais estruturas dos estádios larvais. 

 

Tabela 1: Medidas durante o desenvolvimento das larvas de Angiostrongylus vasorum. 

 

 

Ao campo claro, as L1 são finas e transparentes (Figura 3A). No entanto, na 

epifluorescência observa-se com o anticorpo anti-α-tubulina, o anel nervoso, a região do 

intestino e a abertura anal (Figura 3B). Quanto às medidas, a L1 têm cerca de 332±12 

μm de comprimento e 11±1 μm de largura, e a extremidade anterior é arredondada, com 

cauda recurvada ventralmente e apêndice unguiforme, tanto ao campo claro, quanto à 

epifluorescêcnia, é possível reconhecê-las (Figura 3A,B). 
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A B

*

 

Figura 3: Larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum. A- não marcada. B- marcada com anti-

α-tubulina. O anel nervoso (*), as setas indicam o início e final do intestino, na abertura anal. 

 

 

Ainda, com esse anticorpo, pode-se observar, ao lado do bastão quitinoso, uma 

estrutura em semicírculo, que não se observa em microscopia óptica. Estas estruturas 

distanciam-se de 5±0,9 µm da abertura oral, e medem 2±0,5 µm de comprimento por 

0,5±0,2 µm de largura (Figura 4,5 e 6). 

 

Figura 4: Larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum marcadas com anti-α-

tubulina. Observam-se duas estruturas semicirculares, indicadas pelas setas.  
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Figura 5: Larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum marcadas com anti-α-

tubulina, estrutra semicircular na porção anterior da larva. 

 

A figura 6 mostra a abertura oral da larva, medindo cerca de 4±0,9 µm, com 

distância de 1±0,3 µm da abertura oral, ao início do par de bastão quitinoso.  

 

 

Figura 6: Porção anterior da larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum marcadas com anti-α-

tubulina. A- Abertura oral da larva e estrutura semicircular. B-Destaque da abertura oral. C- Distância da 

abertura oral ao bastão quitinoso. Barra: 10 µm. 

 

A figura 7A demonstra o anel nervoso, que se localiza a 70±2 µm da abertura 

oral da L1. Já a figura 7B demonstra o comprimento do anel nervoso de 6±1 µm por 

7±1 µm de largura.   
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Figura 7: Porção anterior da larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum marcadas 

com anti-α-tubulina. A- Destaque no anel nervoso. B- Distância do anel nervoso à região anterior 

da L1. 

 

O esôfago da L1 mede 109±2 µm de comprimento (Figura 8).   

 

 

 
 
Figura 8: Comprimento do esôfago da larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum marcadas 

com anti-α-tubulina 
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Na figura 9A, observa-se o intestino que possui 135±3 µm de comprimento, a 

abertura anal se localiza a 25±2 µm da porção final da cauda (Figura 9B). 

 

A B

 

Figura 9: Medidas das regiões posterior da larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum, 

marcadas com anti-α-tubulina. A- Comprimento do intestino. B- Distância da abertura anal à ponta da 

cauda. 

 

A figura 10 demonstra a distância entre a ponta da cauda e o espinho dorsal que 

é de 4±0,9 µm de comprimento. 

  

 

Figura 10: Detalhe da região posterior da larva de primeiro estádio de Angiostrongylus 

vasorum marcadas com anti-α-tubulina. Distância entre a ponta da cauda ao espinho dorsal. 

 

 

Ao utilizar o anticorpo anti-β-tubulina, também se destacou o bastão quitinoso, o 

intestino, sendo que o anel nervoso ficou pouco nítido (Figura 11). Observa-se, também, 
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que, nas L1, existem células dispersas por toda a larva, que apresentam marcação 

celular mais externa (figura 7, 8,11,12 e 14).  

  

 

Figura 11: Larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum marcada com anti-β-tubulina. 

 

 Os bastões quitinosos, semelhantes a estiletes, possuem tamanho entre 6 e 7±1 

µm, sendo que, na L1, os bastões são justapostos e retilíneos, ao longo de toda a 

extensão (Figura 12). 
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A B

 

Figura 12: Porção anterior da larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum, marcada com anti-β-

tubulina. A- Bastão quitinoso (seta). B- Bastão quitinoso destacado. 

 

O anticorpo anti-β-actina reconheceu, com maior destaque, o anel nervoso e a 

porção do intestino (Figura 13). 

 

 

Figura 13: Larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum com anti-β-actina,      

destancando o intestino e anel nervoso. 

O anticorpo anti-colageno foi usado para observar possível presença de fibras de 

colágeno nas estruturas da larva. Verificou-se, as células intestinais e um fraco 

reconhecimento do bastão quitinoso e anel nervoso. No entanto, também se detectou, 

por imagem negativa, a cutícula, e a dilatação final do esôfago (Figura 14). 

  



61 

 

                

Figura 14:  Larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum corada com anti-colageno destacando 

a cutícula (seta pontilhada dupla), anel nervoso (**), a luz do esôfago (seta cheia) e a dilatação final do 

esôfago (seta pontilhada). 

 

A bainha da L1 está afastada 1±0,2 µm do tecido muscular e a dilatação do 

esôfago, em sua porção final, é de 9±0,7 µm de largura (Figura 15). 

 

 

Figura 15: Larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum. Marcada com anti-colageno A-

distância da bainha da larva de primeiro estádio ao tecido muscular. B- dilatação do esôfago em sua 

porção final 

 

 Com o corante picrosirius, as estruturas internas ficaram nítidas (Figura 16). Foi 

possível visualizar o bastão quitinoso, o anel nervoso, o esôfago e a musculatura 

somática da larva, o intestino, a abertura anal e o primórdio genital. Observou-se, 
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também, que o esôfago da L1 é do tipo claviforme, como observado nas figuras 17 e 20, 

cilíndrico e com dilatação, na região terminal posterior, segundo Travassos (1989). 

 

 

Figura 16: Larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum corada com picrosirius. O anel 

nervoso (*) e o primórdio genital (seta). 

 

A estrutura do primórdio genital tem o formato elíptico, possui 6±0,9 µm de 

comprimento e localiza-se a 69±2 µm da abertura anal e a 99±3 µm da ponta da cauda 

(Figura 17).  
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Figura 17: Primórido genital presente na larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum 

corada com picrosirius e a distância em relação à ponta da cauda. 

 

Na musculatura da larva existem pequenas estruturas elípticas, com cerca de 

3±0,3 µm de comprimento (Figura 18).  

  

Figura 18: Estruturas da muscular da larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum corada com 

picrosirius. A- Imagem da musculatura da larva e B- destaque dessa musculatura. 

 

A musculatura da L1 possui cerca de 2±0,8 µm de espessura (Figura 19). 
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Figura 19: Musculatura da larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum corada com picrosirius. 

Os traços no desenho destacam os locais mensurados. 

 

A L1 apresenta uma grande quantidade de lipídeos, os pontos pretos, ao longo de 

toda extensão corporal (Figura 20). 

 

 

Figura 20: Larva de primeiro estádio de Angiostrongylus vasorum corada com oil red. 
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3.2.2 Larvas de segundo estádio 

 

 Ao campo claro, observa-se que as L2 medem aproximadamente 420±23 μm de 

comprimento, 12±2 μm de largura e apresentam duas bainhas (Figura 21). 

 

 

Figura 21: Larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum 

 

Nas L2, coradas com anti-α-tubulina, destacaram-se o esôfago que apresenta 

147±3 μm de comprimento, e a porção final com dilatação de 12±1 μm de largura por 

27±2 μm de comprimento (Figura 22).    

 

A B

 

Figura 22: Larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum marcada com anti-α-tubulina. 

A- Comprimento do esôfago. B- Dilatação, na porção final do esôfago. 
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Nas L2, o bastão quitinoso é pouco evidenciado (Figura 23), mas o tamanho é 

semelhante ao da L1.  No entanto, na L2, estão mais justapostas, em comparação com a 

L1. Os bastões, na L2, estão mais projetados ao nível da abertura oral, quando 

comparado à L1. 

  

A B

 

Figura 23: Larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum marcada com anti-α-tubulina. A-Bastão 

quitinoso B- bastão projetado. 

 

 Observa-se que, na L2, em comparação com a L1, algumas estruturas como o 

anel nervoso, estão mais desenvolvidas, medindo 15±2 µm de largura, distanciando-se a 

80±2 µm da abertura oral (Figura 24).  

 

 

Figura 24: Larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum marcada com anti-α-tubulina. A- 

Distância do anel nervoso à porção anterior da larva. B- Localização do anel nervoso (seta branca). 

 

O intestino da L2 apresenta como uma massa compacta de 27±2 µm de largura, 

ocupando a parte posterior do corpo, diferente da L1, onde o intestino se apresentava 

como um filamento (Figura 25). 
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Figura 25: Intestino da larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum, marcada 

com anti-α-tubulina, apresentando massa compacta. 

 

 Com o anticorpo anti-β-tubulina, evidencia-se o intestino, mas reconhece o 

esôfago (Figura 26). 

 

 

Figura 26: Larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum, marcada com anti-β- 

tubulina. 
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Ao final do intestino da larva, termina com o reto que, em algumas extensões, 

apresenta até de 2±0,7 µm de largura terminando na abertura anal ( Figura 27).  

 

 

Figura 27: Região do reto da larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum, marcada com anti-β- 

tubulina. A e B- Reto em destaque. C- Largura do reto. 

 

Todo o intestino é composto por pequenas células arredondadas (Figura 

25,26,27,28).  

 

 

Figura 28: Intestino da larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum com 

pequenas células arredondadas em todo o seu segmento. 

  

O anticorpo anti-β-actina marcou o anel nervoso e o intestino (Figura 29), 

visualizado ao microscópio epifluorescência. Enquanto ao usar o ApoTome, só foi 

marcado o intestino.  Entretanto, observou-se, ainda, pelo ApoTome, a marcação celular 

por toda a larva (Figura 30).  
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Figura 29: Larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum marcada com anti-β-actina, o anel 

nervoso (seta) e intestino.  

 

          

Figura 30: Imagem da larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum marcada com anti-β-actina. 

 

 

A L2 apresenta, na porção anterior, duas pequenas projeções arredondadas de 

cerca de 2±0,8 µm de largura distantes 5±0,3 µm uma da outra (Figura 31). Observa-se, 

ainda, que a abertura oral da L2 é de 15±0,4 µm (Figura 32). 
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Figura 31: Imagem da porção anterior da larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum marcada 

com anti-β-actina.  A, B, C- projeções arredondadas na extremidade anterior da larva.  

 

 

Figura 32: Imagem da porção anterior da larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum, marcada 

com anti-β-actina. A, B- Abertura oral da larva. C- Destaque da abertura oral.  

 

O anticorpo anti-colágeno destacou o anel nervoso e o intestino (Figura 33) 
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Figura 33: Larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum marcada com anticorpo anti-colágeno, 

destacando o anel nervoso (*) e intestino (**). 

 

Com o picrosirius, na L2, foi observada a parede do esôfago, característica não 

evidenciada com os anticorpos anti-β-tubulina, anti- α- tubulina, anti-colágeno, anti-β- 

actina (Figura 34). 

 

 

Figura 34: Larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum corada com picrosirius: A- Esôfago. B- 

Canais do esôfago. 

 

Ao analisar a L2, utilizando-se o ApoTome, visualizou-se melhor as estruturas 

como o esôfago que, internamente,  apresenta camada de células dispostas, em cada 

lado, a aproximadamente um terço da porção inicial. Ainda, na parte anterior, evidencia-
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se o poro excretor, com tamanho de 30±3 µm de comprimento (Figura 35) e a 

musculatura da larva, que possui cerca de 5±1 µm de espessura. 

  

 

Figura 35: Larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum, corada com picrosirius.   

Poro excretor (seta). 

 

Na L2, o primórdio genital, também, foi evidenciado com o picrosirus, 

apresentando-se como aglomerado de células de 17±2 µm de comprimento por 6±1 µm 

de largura, localizado a 180±4 µm de distância da porção final da cauda da larva (Figura 

36).  
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A B

C D

 

Figura 36: Larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum, corada com picrosirius. A -    

Primórdio genital. B- Primórdio genital em destaque. C- Comprimento do primórdio genital. D- 

Distância do primórdio genital à porção final da cauda da larva. 

 

 Os lipídeos foram reconhecidos pelo corante oil red em toda L2, sendo que, na 

região mediana, ocorreu maior presença das reservas neutras (Figura 37). 

 

 

Figura 37: Larva de segundo estádio de Angiostrongylus vasorum corada com oil red. 
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3.2.3 Larva de terceiro estádio 

 

Ao campo claro, as L3 aparecem livres da bainha, sendo mais claras e transparentes, 

com a presença de dois bastões quitinosos, dispostos longitudinalmente, na extremidade 

anterior, a cauda termina com apêndice digitiforme. A extensão da larva é de 470±25 μm de 

comprimento e 19±1μm de largura (Figura 38). 

  

 

      Figura 38: Larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum à microscopia óptica. 

  

Em L3, coradas com anti-α-tubulina, destacou-se o bastão quitinoso, anel 

nervoso, a região da válvula, membranas que envolvem os órgãos, como a parede do 

esôfago, intestino, bem como a luz do esôfago. Pode-se observar que a larva, em sua 

lateral, possui uma camada de células arredondadas, em toda sua extensão, caracterizada 

em nematóides adultos, como musculatura somática (Figura 39).  
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Figura 39: Larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum, marcada com anti-α-tubulina. A- 

Porção anterior destaque ao bastão quitinoso, anel nervoso e esôfago. B- Porção posterior destaque, 

intestino, primórdio gential e abertura anal. 

 

 Os bastões quitinosos medem cerca de 13±0,5 μm e são afastados entre si por 

2±0,3 μm. O bulbo do bastão  possui 1,5±0,09 μm de comprimento por 1±0,07 μm de 

largura (Figura 40). E a bainha está afastada do tecido muscular em 1±0,2 µm. 

 

 

Figura 40: Características do bastão quitinoso da larva de terceiro estádio de Angiostrongylus 

vasorum, marcada com anti-α-tubulina. A- Bastão quitinoso, distância da bainha da L3 ao tecido 

muscular (traços brancos). B-  Bulbo do bastão quitinoso. C- Comprimento do bastão quitinoso. 

D- Distância entre os bastões. 
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O anel nervoso localiza-se a 64±3 μm da porção anterior da larva, medindo 18±3 

μm de comprimento por 8±2 μm de largura (Figura 41). 

 

 

Figura 41: Região anterior da larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum, marcada com anti-α-

tubulina. A- Distância do anel nervoso à porção anterior da larva. B- destaque no anel nervoso. C- 

Comprimento do anel nervoso. 

 

 O esôfago tem comprimento de 192±4 μm, com dilatação, na porção final, de 

46±4 μm de comprimento por 20±2 μm de largura (Figura 42). 

 

 

Figura 42: Região anterior da larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum, marcada com anti-α-

tubulina A- Comprimento do esôfago. B- Dilatação, comprimento e largura da porção final. 

 

Nota-se, na L3, que o intestino se liga ao esôfago pela válvula, como 

evidenciado na figura 43A. O intestino apresenta 260±5 μm de comprimento e 20±3 μm 

de largura. A abertura anal está a 36±4 μm da ponta da cauda e possui 26±3 μm de 

comprimento (Figura 43). 



77 

 

  

 

Figura 43: Porção posterior da larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum, marcada com anti-α-

tubulina. A- região da válvula (seta). B- Comprimento e largura do intestino. C- Abertura anal. D- 

Distância da abertura anal à ponta da cauda 

 

A porção final da L3, apresenta uma estrutura semi-circular medindo 17±4 μm 

de comprimento, contendo nove células em seu interior, com média de 2,5±0,9 μm de 

comprimento cada célula. Esta estrutura está distante a 31±0,8 μm da ponta da cauda 

(Figura 44). 
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Figura 44: Porção posterior da larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum, marcada com anti-α-

tubulina. A,B,C,D-Estrutura semi-circular encontrada na porção final da larva de terceiro estádio.  

  

O primórdio genital da L3 mede 21±1 μm de comprimento por 6±0,9 μm de 

largura, sendo composto por 15 células arredondadas. O primórdio genital localiza-se a 

156±3 μm de distância da ponta final da cauda (Figura 45). 

 

 

Figura 45: Primórdio genital da larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum, marcada com anti-

α-tubulina. A- Primórdio genital destacado. B- Células que compõem o primórdio genital. C- Distância 

do primórdio genital à ponta da cauda. 

 

A figura 46 apresenta a L3 marcada com o anticorpo anti β-tubulina.  
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Figura 46: Larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum marcada com 

anti β- tubulina. 

 

  O poro excretor da L3 está a 66±3 µm de distância da abertura oral, sendo 

possível detectar, aproximadamente, 32±2 µm do seu comprimento (Figura 47).  

 

 

Figura 47: Poro excretor da larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum, marcada com anti β-

tubulina. A- Poro excretor (seta). B- Distância do poro excretor à abertura oral. C- Comprimento do canal 

do poro excretor. 

 

O esôfago da L3, ao observar a figura 48, é claviforme. Na porção final, é 

dilatada, possuindo camada muscular bem desenvolvida. 
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Figura 48: A-Esôfago da larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum, marcada com 

anti β-tubulina. B- Esquema da larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum, marcada 

com anti β-tubulina. 

 

 Na porção do intestino, observaram-se gânglios nervosos com formato ovalar, 

espaçados simetricamente uns dos outros em 17±3 µm. Essas células foram observadas, 

na porção mediana final do intestino, quando se utilizou o anti-β-tubulina (Figura 49). 

 

 

Figura 49: Larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum, marcada com anti β-tubulina A- Na 

porção mediana final do intestino, observaram-se gânglios nervosos espaçados simetricamente. 

  

Em L3, marcada com anti-β-actina, destacou-se o bastão quitinoso, anel nervoso, 

a região da válvula e a parede do esôfago, intestino, bem como a luz do esôfago. 

Observou-se que na lateral da larva, possui uma camada de células arredondadas, em 

toda sua extensão (Figura 50). 



81 

 

 

Figura 50: Larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum marcada com anti β-actina 

 

 Com o anticorpo anti-colágeno, destacou-se o anel nervoso, a região posterior da 

do esôfago e células na região posterior da larva (Figura 51). 

 

 

Figura 51: Larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum marcada com 

anticorpo anti-colágeno. 

 

 Com o corante picrosirius visualizou-se o bastão quitinoso, o poro excretor, 

esôfago claviforme, o primórdio genital, o reto, a abertura anal e as camadas de células 

arredondadas na lateral, que compõem a musculatura somática. E ainda, conjunto de 
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células presentes na porção final da cauda, na parte de baixo do reto até a ponta da 

cauda (Figura 52A). Desenho esquemático da L3 corada com picrosirius, destacando 

células no interior do esôfago (Figura 52B). 

 

 

 

Figura 52: Larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum corada com picrosirius. A-

Observa-se o bastão quitinoso, poro excretor, esôfago, primórdio genital, abertura anal e as 

camadas de células arredondadas na lateral da larva. B- Desenho esquemático da L3 corada com 

picrosirius. 

 

A 

B 
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Também, com o corante picrosirus, foi possível observar as estruturas em 

formato ovalar, espaçadas simetricamente, os gânglios nervosos, como observado com o 

anticorpo-β-tubulina.  Vale ressaltar que com o picrusirius, foi possível observar ainda, 

os gânglios nervosos, em todo o segmento do intestino (Figura 53). Observa-se ainda 

que, na região anterior, há existência de células nervosas, semelhantes ao amphidial 

pouch de alguns nematóides adultos. 

  

 

Figura 53: Larvas de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum, corada com 

picrosirius, sendo observado um cordão de células em formato ovalar e espaçadas 

simetricamente distribuída em todo o segmento do intestino. 

 

 A estrutura em formato ovalar também foi observada, nas laterais da região 

anterior, próximas ao bastão quitinoso, semelhante ao amphidial pouch, medindo 3±0,9 

µm de comprimento por 1±0,08 µm de largura, distante um do outro em 9±0,9 µm 

(Figura 54).  
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Figura 54: Larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum, corada com picrosirius com 

amphidial pouch. A- Localização da estrutura em formato ovalar (seta). B- Comprimento e 

largura da estrutura em formato ovalar. 

 

As reservas lipídicas da L3 estão evidenciadas pelo Oil Red, apenas no intestino 

(Figura 55). 

 

Figura 55: Larva de terceiro estádio de Angiostrongylus vasorum, corada com 

corante oil red.  

 

4.0 Discussão 

 

A caracterização dos estádios intramoluscos é pouco conhecida para A. vasorum. 

O comprimento dos estádios larvais de A. vasorum, recuperados de A. fulica, são 
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semelhantes aos encontrado em Arion sp., O. matherony  e  S. octona, a L1 com média 

de 335 µm,  L2 média de 420 µm e a  L3 com 485 µm (Guilhon & Cens 1973, Bessa et 

al. 2000, Mozzer 2006).   

Durante o desenvolvimento intramolusco, A. vasorum sofre duas mudas, com a 

passagem de L1 para L2 e de L2 para L3, momento em que inicia o desenvolvimento do 

aparelho digestivo, em alguns nematóides e o aparelho reprodutor.  

Os marcadores utilizados, no reconhecimento morfológico dos três estádios 

larvais de A. vasorum, foram úteis para melhor análise das estruturas presentes, que não 

são bem visualizados à microscopia de luz. Os marcadores anti-α-actina, anti-colágeno, 

anti-β-tubulina e picrosirus destacaram, na L1, a abertura oral, o bastão quitinoso e um 

par de estruturas semicircular, o anel nervoso, o esôfago, o intestino, o reto e a abertura 

anal. Já com o corante anti β-actina, foi possível observar o anel nervoso e o intestino. 

Nesse estádio, observaram-se regiões marcadas em todo o interior, sugerindo que há 

uma composição de diferentes fibras na organização dessas estruturas. Quanto às 

estruturas morfológicas, são observadas na L1 de A. vasorum, na região anterior a 

formação inicial do bastão quitinoso. A morfologia apresentada sugere que o bastão 

quitinoso é parte da cavidade oral. Tal estrutura parece compor o sistema digestivo da 

L1, o qual seria um estoma estreito, quase fechado e na L3, nota-se uma dilatação entre 

as estruturas, ao observar a dilatação entre as estruturas, confere a abertura oral um 

aspecto de estoma.  

 Nota-se, nesse estudo, que o intestino é bem caracterizado na L1, inicia no terço 

final da larva e termina na abertura anal, diferente do trabalho de Shan Lv et al. (2009), 

que identifica o intestino, na L1 de A. cantonensis, somente após cinco dias de 

desenvolvimento da infecção em P. canaliculata, quando sugerem um intestino com um 

aspecto mais dilatado. A cauda da L1 é característica, termina em forma de apêndice 

unguiforme, como descrito por Rosen et al. (1970). A maioria dos trabalhos cita essa 

característica principal, para diferenciar o estádio L1 de Metastrongylidae de outros 

nematóides. 

Na L2, destacou-se a abertura oral, o bastão quitinoso e um par de estruturas 

arredondadas, projetadas, semelhante a uma protuberância cuticular, o anel nervoso, o 

esôfago, intestino, primórdio genital, canal e abertura anal. Na abertura oral, aparecem 

duas protuberâncias, que não estão presentes nos outros estádios, isso pode ser devido 

ao desenvolvimento da larva e do bastão quitinoso. O intestino aparece como uma 
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massa compacta, ocupando praticamente toda a porção posterior da larva. A larva de 

segundo estádio não é muito estudada, devido à dificuldade de recuperá-la, no tecido 

dos moluscos, e por ser uma fase do parasito que não é observado no ambiente. Nessa 

fase, destacou-se o aumento do intestino, em relação à L1 e L3. Isso se dá, devido à 

característica, deste estádio, de aumentar a reserva energética para se desenvolver. 

Nessa fase, a larva possui duas bainhas, uma da L1 que está sendo eliminada e a outra 

que está sendo formada para compor a L3. Essas são as principais características 

observadas para L2, como também relatada nos trabalhos de Guilhon (1965), Guilhon e 

Afghahi (1969), Bessa et al. (2000), Mozzer et al.(2014), Coaglio et al. (2016). 

Na L3, demonstrou-se a abertura oral, o bastão quitinoso, o anel nervoso, o poro 

excretor, o esôfago, o intestino, o primórdio genital, o reto e a abertura anal. No final da 

cauda, após a abertura anal, há um conjunto de células, com tamanhos simétricos. Esse 

conjunto pode ser alguma estrutura que se originará no parasito adulto. Na base do 

esôfago, foi visualizada uma válvula que se liga ao intestino. Esse trabalho é o primeiro 

realizado com anticorpos, para visualizar melhor a estrutura das larvas de A. vasorum. 

Outros trabalhos foram realizados para visualizar as estruturas de H. diminuta (Rozario 

et al. 2015), cercária de S. mansoni (Collins et al. (2011), Echinostoma paraensei 

(Souza et al. 2011), Ascaris suum (Fellowes et al. 1999, Williamson  et al. 2009) e 

Caenorhabditis elegans ( Albeg et al. 2011). 

A larva de terceiro estádio é a infectante para os canídeos. Caracteriza-se pelos 

bastões quitinosos perto da boca. O bastão em A. vasorum é citado como característica 

desse estádio pelos autores (Ash 1970, Guilhon & Cens 1973, Bessa et al. 2000, Di 

Cesare et al. 2015, Coaglio et al. 2016). Após análises prévias, nossos dados sugerem 

que tais estruturas estão presentes a partir da L1 e são bem desenvolvidas na L3, quando 

apresentam espaço entre os bastões, podendo compor o estoma no parasito adulto. Os 

parasitos A. cantonesis, A. costaricencis e A. abstrusus também apresentam bastões 

quitinosos, como característica para o terceiro estádio (Ash 1970, Hata & Kojjima 1990, 

Shan Lv et al. 2009, Ohlweiler et al. 2010). Entretanto, não há relatos de estudos 

morfológicos caracterizando tal morfologia interna de nematóides intramoluscos. A 

estrutura muscular que compõe o intestino apresenta uma estrutura celular mais espessa 

terminando na abertura anal. Também, na estrutura do corpo, nota-se que a disposição 

da musculatura é densa em relação à L1. A porção final do intestino das larvas 

destacou-se com os anticorpos. Isso pode ter ocorrido devido a presença de 
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microtúbulos e a miofilamentos do citoesqueleto, presentes nas células dessa região do 

intestino. A cauda da L3 termina com a característica do apêndice digitiforme, 

morfologia comum as L3 de A. vasorum, A. costaricensis e A. cantonensis (Ash 1970, 

Guilhon & Cens 1973, Hata & Kojjima 1990, Bessa et al. 2000) diferente das L3 de A. 

abstrusus, que apresentam um botão arredondado na ponta da cauda (López et al. 2005). 

Os três estádios larvais, corados com o picrosirius, tiveram bons resultados para 

análise das estruturas. Com esse corante, foi possível observar praticamente todas as 

estruturas que foram observadas com os anticorpos, tendo a vantagem de que o 

picrosirius é um corante bem mais barato, para realizar os experimentos. Vale esclarecer 

que só foi possível observar as estruturas das larvas, quando visualizadas com o 

ApoTome, enquanto no epifluorescência as estruturas não ficaram evidentes para 

análise. Dá-se a isso, devido ao mecanismo do ApoTome, que filtra a luz recebida e, 

assim, realiza uma limpeza na imagem, deixando-a mais nítida. Até o momento, não se 

tem informação da utilização do picrosirius para observar as estruturas de um 

nematóide. Esse corante é utilizado para observar a produção de colágeno, em corte 

histológico de tecido, como descrito por Junqueira (1979) em tecido de fígado de 

camundongo, para analisar sua resposta à infecção com ovos de S. mansoni. 

O uso de corantes como picrosirius e anticorpos tem a vantagem sobre a técnica 

de câmara clara ou microscopia eletrônica, por dar uma visão mais real da larva, em 

relação às suas estruturas. E com isso, produz resultados que poderão fornecer 

informações para serem comparadas com outras larvas de outros parasitos, além de 

conhecer os aspectos biológicos de cada estrutura. 

As larvas de A. vasorum coraram com Oil red O, mostrando os principais locais 

de reserva, em cada estádio larval. Os lipídeos saturados são as reservas energéticas 

mais importantes nos nematóides, representando de 11% a 67% do peso seco, na fase 

juvenil do parasito.  As gorduras neutras, como os triglicerídeos, são a principal forma 

de armazenamento em nematóides adultos (Barrett & Wright, 1998, Andaló et al. 2011). 

As reservas de lipídeos observadas, na L1, foram uniformes, na porção inicial do 

esôfago, com pontos de reservas espalhados no centro da larva e um pouco mais 

concentrados no intestino da larva. As gotas de lipídeos são os principais locais de 

armazenamento dos lipídeos neutros e, durante o seu desenvolvimento, essas gotas se 

modelam, à medida da demanda da energia (Xu et al. 2012). As L2 de A. vasorum, por 

serem larvas que ficam imóveis no tecido e transitam de estádio, a reserva foi 
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encontrado em praticamente todo o corpo, sendo mais intenso na região esôfago-

intestino, com os grânulos variando de tamanho, resultado semelhante foi observado no 

trabalho de Mendonça et al. (2008) ao corar L2 de A. costaricensis com Oil Red. As L3, 

por serem mais ativas, gastam suas reservas energéticas, observando apenas gotas de 

lipídeos na região do intestino e, em quantidade menor, em relação aos outros estádios. 

Em larvas juvenis infecciosas de Steinernema spp. e Heterorhabditis spp., observou-se 

uma coloração mais intensa na área intestinal e mais leve na porção anterior, com 

distribuição irregular pelo corpo (Andaló et al. 2011). Em adulto de C. elegans, o 

corante Oil Red realçou as reservas de lipídeos no intestino e na hipoderme do 

nematóide (Palgunow et al. 2012).  

   Nesse trabalho, demonstra-se que alguns detalhes da morfologia interna dos 

estádios de A. vasorum intramolusco são inéditos, como a musculatura, os gânglios 

nervosos, o primórdio genital na L1 e L2, e a reserva energética das larvas, com isso, 

podem ajudar a compreender melhor a biologia deste parasito. 
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Capítulo III 

 

Captura de Achatina fulica na região metropolitana de Belo Horizonte para análise 

da presença de larvas de metastrongilideos. 

 

1.0 Intrudução 

 

Achatina fulica, conhecido como caramujo africano, foi introduzido no Brasil, 

no ano 1980, em uma feira agrícola no estado do Paraná, para ser comercializado como 

substituto ao escargot, Helix aspersa. Porém, como os resultados foram negativos no 

comércio, os produtores soltaram os moluscos no meio ambiente (Thiengo et al. 2008, 

Carvalho-Junior & Nunes 2009). A rápida dispersão de A. fulica pode ter sido 

proporcionada ao hábito alimentar pouco exigente, ao elevado potencial de 

sobrevivência e fecundidade (Albuquerque et al. 2008), o que permite a adaptação aos 

vários tipos de biomas, como florestas, capoeiras, caatinga e brejos (Eston et al. 2006). 

 No Brasil, há relatos de A. fulcia, como hospedeiro intermediário para A. 

cantonensis, nos estados de Pernambuco, Rio de Janeiro, Santa Catarina, Espírito Santo 

e Amazonas (Caldeira et al. 2007, Thiengo et al. 2010, Maldonado et al 2010, Moreira 

et al. 2013, Oliveira et al. 2015). Os casos de meningite eosinofílica do estado do 

Espírito Santo estão relacionados à ingestão desse molusco. Não há relato de A. fulica 

infectada naturalmente com A. costaricensis ou A. vasorum, mas há infecção 

experimental para essas espécies, nos trabalhos de Carvalho et al. (2003), Neuhauss et 

al. (2007) e Coaglio et al (2016). Esse molusco também está associado a outros 

parasitos como Aelurostrongylus abstrusus, parasito do pulmão de gatos, Rhabditis sp. e 

Strongyluris sp. (Oliveira et al. 2010), parasitos encontrados no intestino de anfíbios e 

répteis. 

 Devido ao encontro constante de A. fulica no ambiente em locais onde há a 

presença de roedores e cães, o trabalho busca a ocorrência desse molusco infectado com 

parasitos da família Metastrongylidae e assim, diagnosticar o potêncial desse molusco 

na dispersão de parasitos.  
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2.0 Material e Métodos 

 

2.1 Coleta de Achatina fulica  

 

 Foram realizadas coletas de A. fulica em Belo Horizonte, no bairro Jardim 

Montanhês, e na região metropolitana, nas cidades de Igarapé, bairro Cidade Nova, 

Sabará, Bairro Pompéu e Lagoa Santa, bairro Jardim Ipê. As coletas foram realizadas 

por catação manual aleatória, no período de outubro a fevereiro, dias quentes e alta 

umidade, o que favorece a captura dos moluscos. Os moluscos coletados foram 

alocados em caixa de isopor e levados para o laboratório de Helmintologia Veterinária- 

ICB-UFMG, onde foram destinados em recipientes de criação, contendo terra, água e 

alface. Dos moluscos capturados, 60% foram sacrificados e digeridos com ácido 

clorídrico e pepsina a 1% (Coaglio et al. 2016), para examinar a presença de parasitos 

da família Metastrongylidea. Os moluscos restantes foram utilizados para manter a 

criação em laboratório. As larvas encontradas foram fixadas com Millonig, montadas 

entre lâmina e lamínula e analisadas em microscópio óptico.  

 

3.0 Resultados 

 

Os espécimes de A. fulica, capturados, na cidade de Belo Horizonte, Sabará, 

Igarapé e Lagoa Santa, apresentavam diferentes fases de desenvolvimento e foram 

encontrados, principalmente, escondidos em entulhos de contrução (Figura 1).  

 Em nenhum molusco analisado, foram recuperadas larvas de parasitos de 

animais ou do homem. Nos moluscos foram encontradas larvas que sugerem ser do 

gênero Strongyluris sp. (Figura 2), devido à característica da região anterior indicando a 

presença de esôfago do tipo oxiuridiforme e a região posterior apresentando a cauda 

curvada dorsoventralmente com ânus evidenciado (Figura 3) e do gênero Rhaditis sp., 

em nossos exemplares, só foi possível observar a característica da cauda longa e afilada 

(Figura 4), mas este gênero possui a característica na extremidade anterior como 

primórdio da cápsula bucal, sistema digestivo assinalando pseudobulbo, válvula e 

bulbo, e na extremidade posterior com o ânus e a cauda longa e afilada. Em alguns 

espécimes de A. fulica, aproximadamente 0,5% apresentaram cistos no manto (Figura 

5).  A tabela 2 apresenta a quantidade de parasitos recuperados em A. fulica. 
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Tabela 2: Taxa de infecção e localidade dos nematóides recuperados em Achatina fulica  

Cidade 

Número de 

A.fulica 

examinados (n) 

Larva de 

Metastrongilideos 

Rhaditis  sp 

(%) 

Strongyluris 

sp (%) 

Belo 

Horizonte 
300 0 

18 
7 

Igarapé 200 0 4 4,5 

Sabará 150 0 8 5,3 

Lagoa Santa 230 0 10 3,4 

 

 

 

Figura 1: Ambiente onde foi de encontrado Achatina fulica. Fotos: Amorim 
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Figura 2: Larva do gênero Strongyluris sp encontrada em Achatina fulica 

 

A B

 

Figura 3: Detalhes da larva do gênero Strongyluris sp. A- Região anterior, esôfago do tipo 

oxiuridiforme (seta), B- Região posterior, cauda curvada dorsoventralmente com ânus 

evidenciado (seta). 

 

 

Figura 4: Larva do gênero Rhaditis sp encontrada em Achatina fulica, com detalhe da cauda 

afilada (seta). 
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Figura 5: Cistos (seta) presentes no manto de Achatina fulica 

 

4.0 Discussão  

 

 Nesse estudo, os exemplares de A. fulica foram coletados em regiões onde havia 

hortas, lixos e entulhos, confirmando a adaptação a diferentes ambientes, aspecto 

observado por outros autores (Simião & Fischer 2004, Barçante et al. 2005, Eston et al. 

2006; Carvalho & Nunes 2009, Henrique et al. 2007, Albuquerque et al. 2008). Em 

nosso trabalho, não encontramos moluscos infectados para metastrongilídeos.  Tal fato 

pode ser atribuído à baixa susceptibilidade desse molusco às infecções por A. vasorum 

(Coaglio et al., 2016), A. cantonensis e A. costarecensis (Neuhauss et al. 2007), como 

mostrado em estudos experimentais e devido à distribuição e ocorrência dos parasitos 

nos locais coletados. Em A. fulica, capturada em Juiz de Fora (MG), não foi encontrado 

nenhum molusco infectado (Barçante et al. 2005), o mesmo fato ocorreu com Carvalho 

e Pile (2001), na captura desse molusco no Vale do Paraíba (RJ), onde só foram 

encontradas larvas, que não afetam a saúde humana ou animal. 

 O molusco A. fulica se adaptou bem ao clima em todas as regiões do Brasil, 

sendo encontrado infectado com A. cantonensis em vários estados, como Pernambuco, 

Rio de Janeiro, Santa Catarina, Espírito Santo e Pará (Thiengo et al. 2010, Maldonado 

et al. 2010, Caldeira et al. 2007, Moreira et al. 2013). Esse molusco também foi 

encontrado infectado com larvas de A. abstrusus, parasito, principalmente de felinos, 

nos estados do Rio de Janeiro, Goiás, São Paulo, Minas Gerais, Sergipe, Espírito Santo, 

Mato Grosso e Amazônia (Thiengo et al. 2008, Ohlweiler et al. 2010, Oliveira et al. 

2010, Andrade-Porto et al. 2012).  



94 

 

Nos locais coletados, não foram encontradas larvas nocivas ao homem, as 

principais larvas encontradas foram de vida livre, que sugerem ser do gênero 

Strongyluris sp., Rhaditis sp. e A. abstrusus, essas larvas foram relatadas nos trabalhos 

de Oliveira et al. (2010) e Ohlweiler et al. (2010). Franco-Acuña et al. (2009) relataram 

a ocorrência de cistos encontrados, em vários órgãos de A. fulica, como larvas de 

Strongyluris sp. Em nosso trabalho foram encontrados cistos no colar do manto e ao 

examiná-los, encontrou, em seu interior, larvas de nematóides semelhantes à descrita 

por Franco-Acuña et al. (2009).  

Os achados de infecção natural por nematóides no Brasil em A. fulica, é 

crescente e incidente nas regiões do país. Tal fato sugere que, apesar da pouca 

susceptibilidade a infecções experimentais por Angiostrongylus sp., o potencial 

biológico desse molusco, eleva a importância como hospedeiro intermediário no Brasil. 

No Brasil, nos locais onde ocorre A. fulica, há um desequilíbrio no meio, pois 

esse molusco possui um acelerado aumento populacional e se alimenta de praticamente 

todo tipo de vegetal e legumes, causando a diminuição da disponibilidade de alimentos 

para outras espécies de moluscos nativos (Raut & Barker 2002). Com isso, esse 

molusco pode tornar-se um importante transmissor de parasitos nocivos ao homem e ao 

animal devido ao seu alto potencial biótico. 
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Conclusões 

 

 

 Existe produção de fenoloxidase, melanina e óxido nítrico durante o 

desenvolvimento de A. vasorum em A. fulica; 

  

 Os marcadores anti-β-tubulina,anti-α- tubulina ,anti- colagen e anti-β- actina e 

picrosirius, possibilitam a análise da morfologia e morfometria das larvas de A. 

vasorum;  

 

 O corante picrosirius permite a visualização da musculatura das larvas 

intramolusco de A. vasorum; 

 

 O corante picrosirius permite a visualização de gânglios nervosos na L3; 

 

 O corante picrosirius é melhor para análise morfológica e morfométrica de L1, 

L2 e L3 de A. vasorum em A. fulica, sendo um corante mais barato e acessível; 

   

 As L1, L2 e L3 de A. vasorum apresentam lipídeos como reserva energética. 

 

 Os estádios L1, L2 e L3 são semelhantes ao observados em Arion sp. 

 

 Os moluscos recuperados nas cidades não apresentam importância na 

manutenção do ciclo de metastrongilideos até o momento. 
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